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Effets de pesticides sur l’activité et la diversité des communautés 
microbiennes d’un milieu lotique récepteur. 
Etudes in situ et expérimentales 
 
RESUME :  Les effets de pesticides sur les communautés algales et bactériennes d’un cours 
d’eau ont été appréciés en couplant des approches in situ, menée au cours de deux années, à 
des approches expérimentales en microcosmes, réalisées avec le diuron et le glyphosate (10 
µg l-1). La prédominance des herbicides affecte la biomasse et la diversité algale et induit une 
sélection prononcée dans la rivière où quatre genres majoritaires sont recensés. La sensibilité 
des communautés algales à un même pesticide varie suivant leur état physiologique et leur 
composition taxonomique. L’impact des herbicides sur le compartiment bactérien au niveau 
quantitatif (sur la densité, la production hétérotrophe et l’activité respiratoire) et qualitatif 
(diversité génétique), est majoritairement induit par des effets indirects. Il est plus perceptible 
dans les dispositifs expérimentaux où les bactéries ne peuvent bénéficier d’apports organiques 
allochtones et sont fortement tributaires de la production algale.  
 
MOTS CLES :   
écotoxicologie, milieux lotiques, pesticides, approche in situ, microcosmes, communautés 




Effects of pesticides on microbial activity and diversity in a 
polluted lotic system. 
 In situ and experimental studies 
 
ABSTRACT : The effects of pesticides on natural algal and bacterial communities from a 
French stream were investigated using an in situ approach, followed over two years, and using 
microcosms studies realized with the herbicides diuron and glyphosate (10 µg l-1). The 
predominance of herbicides in the stream affects algal biomass and diversity and leads to a 
selection of four major genus. Algal communities sensitivity to a particular pesticide varies 
according to physiological state and taxonomic composition. The quantitative (i.e. cellular 
density, heterotrophic production and activity) and qualitative (i.e. genetic diversity) impact 
of herbicides on bacterial communities is principally due to indirect effects. This impact is 
more pronounced in microcosms where bacteria are more dependent on algal production in 
experimental systems due to the lack of allochthonous organic inputs . 
  
KEY WORDS :   
ecotoxicology, lotic systems, pesticides, in situ approach, microcosms, microbial 
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INTRODUCTION GENERALE ET OBJECTIFS DE L’ETUDE 
 
 Depuis plusieurs décennies, la communauté scientifique a pris conscience des dangers de 
l’emploi massif des pesticides, tant pour la santé humaine que pour l’environnement. La 
caractérisation des risques engendrés par ces polluants est donc devenue un « enjeu 
écotoxicologique » majeur. 
 
  En tant qu’écosystèmes récepteurs, suite au transfert des molécules, les milieux 
aquatiques, et notamment les systèmes lotiques situés dans des zones d’utilisation intensive de 
ces substances, sont particulièrement vulnérables. De nombreuses études ont ainsi mis en 
évidence la forte contamination des cours d’eau par les pesticides au cours des dernières 
années, notamment sur le territoire français (Garmouna et al., 1997 ; Blanchoud et al., 2004 ; 
IFEN, 2004 ; Phyt’eauvergne, 2004 ; Comoretto & Chiron, 2005). Ces analyses soulignent la 
nette prédominance des herbicides dans le panorama général de contamination (IFEN, 2004). 
Cette tendance très marquée est identique au niveau de la région Auvergne où les herbicides 
sont responsables de plus de 90% de la pollution totale en pesticides détectée dans ce secteur 
géographique au cours de la dernière décennie (Phyt’eauvergne, 2004).  
 
 De par leur forte homologie avec les végétaux directement ciblés par les herbicides, les 
producteurs primaires aquatiques sont particulièrement exposés à la toxicité de ces polluants. 
Parmi ces organismes autotrophes, les microorganismes photosynthétiques, qu’ils soient libres 
ou fixés, jouent un rôle primordial dans le fonctionnement des écosystèmes lotiques, en 
assurant notamment une part prépondérante de la production primaire (Gustavson et al., 
2003). En milieu lotique, les communautés microalgales et bactériennes présentent souvent 
une co-variation assez forte (Gao et al., 2004), attribuable en partie à l’utilisation par les 
bactéries de la matière organique d’origine algale (Baines and Pace, 1991; Raymond and 
Bauer, 2001), à la capacité des bactéries à coloniser les cellules autotrophes (Rier and 
Stevenson, 2002) ou encore à la compétition entre ces deux communautés pour l’accès aux 
ressources nutritives (Caron, 1999 ; DeLorenzo et al., 1999). Un impact important des 
pesticides sur les microalgues peut donc engendrer indirectement des modifications 
significatives au sein de la communauté bactérienne. Dans une moindre mesure, il est 
également envisageable que certains polluants puissent affecter directement quelques espèces 
bactériennes et modifier ainsi la diversité au sein de la population comme cela est parfois 
observé dans des écosystèmes terrestres (Johnsen et al., 2001). Ces effets directs et/ou 
indirects peuvent avoir des répercussions importantes sur le fonctionnement de l’écosystème, 
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les bactéries hétérotrophes jouant un rôle primordial au niveau des flux nutritifs, en assurant la 
majorité du recyclage de la matière organique (Cole et al., 1988).  
 La perturbation par les pesticides des communautés algales et bactériennes peut donc 
engendrer un dysfonctionnement de la boucle microbienne et se répercuter ainsi par cascade 
trophique sur les communautés biologiques des maillons supérieurs (Brock et al., 2000). 
L’évaluation de l’impact des pesticides, et particulièrement des herbicides, sur ces deux 
communautés microbiennes dans les milieux lotiques représente de ce fait un enjeu 
environnemental de taille. Jusqu’à présent, les effets de ces polluants sur les compartiments 
microbiens ont été majoritairement caractérisés à partir de tests monospécifiques ou de 
travaux menés en microcosmes, à des niveaux d’intégration plus ou moins importants 
(DeLorenzo et al., 2001). Même si ces approches représentent des outils indispensables pour 
apprécier la toxicité des polluants, Schulz (2004) a récemment souligné le déficit important du 
nombre d’études réalisées en milieu naturel.  
 
 Ce déficit nous a donc conduit à développer une approche écotoxicologique in situ en 
choisissant comme site d’étude une rivière située en Auvergne, le Jauron, qui présente des 
propriétés particulièrement favorables à cette problématique. Milieu récepteur d’un bassin 
versant de taille modérée (environ 12000 hectares), cette rivière possède en effet, en amont, 
une portion faiblement contaminée et, en aval, des zones de pollution urbaine et agricole bien 
distinctes. Nous avons ainsi étudié mensuellement l’évolution des communautés microbiennes 
dans ce cours d’eau, en fonction des différents paramètres environnementaux, notamment le 
contexte de pollution par les pesticides. Nous avons comparé les résultats obtenus pendant 
deux années consécutives à trois stations d’échantillonnages présentant un niveau de 
contamination différent : (1) une station localisée en amont et qui collecte des eaux très 
faiblement polluées par des pesticides, (2) une station située en aval du rejet d’une station 
d’épuration, réceptrice de la pollution urbaine, et (3) une station située à l’exutoire du bassin 
versant dans une région de cultures intensives et assujettie majoritairement à une pollution 
d’origine agricole.  
  
 Malgré la nécessité évidente de développer des approches écotoxicologiques en milieu 
naturel, l’utilisation de systèmes expérimentaux simplifiés reste un outil de choix pour 
apprécier les effets des polluants à un niveau de contamination choisi et selon des  paramètres 
contrôlés. Pour appuyer nos observations réalisées in situ, nous avons donc couplé cette étude à 
des approches en microcosmes visant à appréhender les effets individuels des molécules les 
plus détectées jusqu’ici dans le Jauron sur les communautés algales et bactériennes 
autochtones. Compte tenu des résultats du diagnostic chimique effectué sur le Jauron depuis 
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plusieurs années par un réseau de surveillance régional (Phyt’eauvergne, 2004), nous avons 
choisi d’appréhender expérimentalement l’impact du diuron, du glyphosate et de l’alachlore. 
Pour apprécier l’influence des conditions initiales et comparer la réponse des communautés 
microbiennes à une même molécule en fonction de paramètres environnementaux variables, 
trois expériences ont été menées avec le glyphosate et deux ont été réalisées avec le diuron et 
l’alachlore. Les analyses concernant les effets de cette dernière molécule n’ayant pas pu être 
menées à leur terme pendant le temps imparti pour la réalisation de cette thèse, les premiers 
résultats acquis, difficilement interprétables en l’état, ne seront pas présentés dans ce 
manuscrit. 
 
 Pour ces deux types d’approches complémentaires, l’impact des molécules sur les algues 
planctoniques et périphytiques a été appréhendé au niveau de la biomasse, de la densité 
cellulaire et de la structure générale des communautés par identification taxonomique. La 
réponse du compartiment bactérien a été appréciée à partir de paramètres quantitatifs  comme 
la mesure de la densité cellulaire, l’estimation de la production hétérotrophe et l’évaluation de 
l’activité respiratoire, mais aussi qualitatifs, à l’aide de techniques issues de la biologie 
moléculaire, afin de percevoir les effets des pesticides sur la structure et la diversité génétique 
de cette communauté.  
  
 Ce mémoire s’organise en quatre chapitres principaux : 
 
♦ LE CHAPITRE A décrit le cadre scientifique dans lequel s’inscrit cette thèse, faisant une 
synthèse concernant la contamination des cours d’eau français par les pesticides et relatant 
précisément le cheminement intellectuel ayant conduit à l’élaboration de ce travail (choix des 
compartiments biologiques étudiés, types d’approches utilisées, choix du site d’étude, 
molécules retenues pour les études expérimentales en microcosmes…) ; 
 
♦ LE CHAPITRE B détaille les stratégies d’échantillonnages, les dispositifs expérimentaux 
adoptés, ainsi que les protocoles analytiques utilisés ; 
 
♦ LE CHAPITRE C présente les résultats obtenus au cours des deux suivis annuels effectués 
dans le Jauron et discute des principales hypothèses émises à l’issue de cette étude in situ ; 
 
♦ LE CHAPITRE D est consacré aux effets du diuron et du glyphosate sur les communautés 
microbiennes, appréhendés à l’aide d’une approche expérimentale en microcosmes ; 
 
♦ LA CONCLUSION GENERALE ET LES PERSPECTIVES font l’objet d’une synthèse des 
principaux résultats acquis à partir des deux types d’approches. Quelques perspectives de 
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Chapitre A – CADRE SCIENTIFIQUE 
 
A.I. Les pesticides 
 
A.I.1. Rôle et utilisation 
Le terme pesticide, couramment employé dans le langage commun et la littérature 
scientifique, est un anglicisme, issu du latin pestis (épidémie, fléau) et coedere (tuer), qui 
désigne une substance destinée à lutter contre des nuisances biologiques. Les pesticides, qu’ils 
soient naturels ou de synthèse, sont donc des produits biologiquement actifs présentant une 
toxicité pour un large spectre d’organismes considérés comme « nuisibles » (Multigner et al., 
2005).  
Les pesticides sont majoritairement utilisés en agriculture (environ 90% des usages ; 
Boulet, 2005), mais peuvent également être employées dans d’autres secteurs professionnels 
(entretien de la voirie, des voies ferrées, des sites industriels, des parcs et jardins…) ou être 
destinés à un usage domestique ou thérapeutique.  
 
A.I.2. Classification des pesticides 
Les pesticides sont généralement classés selon la nature des organismes « nuisibles » 
ciblés. D’après Ramade (1998), on distingue ainsi : 
- les insecticides, utilisés contre les insectes « nuisibles », 
- les fongicides utilisés contre les champignons phytopathogènes ou vecteurs de 
mycoses animales ou humaines, 
- les herbicides qui détruisent les plantes adventices des cultures et, de façon 
plus générale, toute végétation jugée indésirable, 
- les acaricides qui détruisent les acariens, 
- les nématicides employés contre les nématodes phytoparasites, 
- les molluscicides ou hélicides qui détruisent les gastéropodes, 
- les rodenticides qui tuent les rongeurs, 
- les corvicides destinés à éliminer les oiseaux ravageurs. 
 
Les pesticides peuvent également être classés en fonction de la famille chimique à laquelle 
appartiennent les substances actives. Compte tenu du nombre considérable de ces produits 
(près de 800 matières actives différentes dans plus de 6000 préparations commerciales ; 
IFEN, 2004), une grande diversité de familles chimiques est rencontrée. Au sein de ces 
dernières, les sulfonylurés, les organophosphorés, les carbamates, les triazines, les urées 
substituées et les phénols sont parmi les plus représentées. 




A.I.3. Utilisation des pesticides en France 
 L’évolution des tonnages de substances actives commercialisées en France montre un 
tassement des ventes au cours de ces dernières années (Fig. A-1). En 1999, celles-ci étaient de 
l’ordre de 120000 tonnes (répartition de vente : 52% pour les fongicides, 36% pour les 
herbicides et 5% pour les insecticides) contre moins 80000 tonnes à partir de 2002  (IFEN, 
2004 et 2006). Cette tendance à la baisse résulte du développement de nouvelles substances 
s’utilisant à de plus faibles doses, mais également d’un emploi de plus en plus raisonné de ces 
composés, notamment en agriculture.  
 
A.II. La pollution des eaux de surface par les pesticides 
 
A.II.1. Application et transfert vers les milieux aquatiques 
Les pesticides, utilisés comme produits phytosanitaires, peuvent être appliqués suivant 
deux méthodes, en fonction du type de formulation utilisée: 
 -   soit par pulvérisation entraînant un recouvrement des parties aériennes des 
plantes et du sol (formulations sous forme liquide), 
 -     soit par incorporation dans le sol (formulations sous forme de granulés). 
 
Le transfert des produits phytosanitaires dans l’environnement dépend du type d’épandage 
pratiqué, des propriétés intrinsèques des produits épandus (solubilité, volatilité, polarité…), 
des doses utilisées, ainsi que des conditions pédoclimatiques caractérisant le milieu où ils sont 
introduits. Il est régi par divers mécanismes biotiques et abiotiques qui interfèrent, se 
conjuguent ou s’opposent. 
Figure A-1 : Évolution des quantités de pesticides commercialisées en France entre 1996 et 2004,  
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Dès qu’ils ont atteint le sol ou la plante, les pesticides commencent à se dissiper selon 
deux processus majeurs : la dégradation (biotique et/ou abiotique pouvant conduire jusqu’à la 
minéralisation) et la dispersion. Les substances actives non dégradées ou leurs éventuels 
métabolites peuvent alors être absorbés par les plantes ou les organismes du sol, se retrouver 
piégés par rétention, se volatiliser, ou atteindre les eaux de surface ou souterraines par 
ruissellement et/ou lessivage (Van der Werf, 1996). Les principales voies de transfert des 
pesticides vers les milieux aquatiques et l’estimation de la part attribuée à chacune d’entre 














A.II.2. Approche réglementaire 
Les normes françaises relatives aux teneurs en produits phytosanitaires dans les milieux 
aquatiques s’appuient sur la Directive Cadre Européenne sur l’eau (DCE 2000/60/CE) du 23 
octobre 2000. Cette directive constitue le cadre réglementaire de la politique de l’eau au 
niveau communautaire. Elle concerne tous les milieux aquatiques et tient compte de l’état 
biologique et de l’état chimique de ces écosystèmes. 
La stratégie de lutte contre la pollution chimique des eaux (article 16) se concentre 
majoritairement autour de 33 substances (ou groupe de substances) définies par la décision n° 
2455/2001/CE du 20 novembre 2001 comme « dangereuses prioritaires » ou « prioritaires ». 
Dans cette liste (Tableau A-1), 6 herbicides (alachlore, atrazine, diuron, isoproturon, 
simazine, trifluraline) et 4 insecticides (chlorfenvinphos, chlorpyrifos, endosulfan, lindane) 
sont retrouvés.  
 
Figure A-2 : Schématisation du transfert des pesticides hors des parcelles agricoles (Garon-
Boucher Margoum, 2003 d’après Voltz, 2001). 























Cette liste a été établie suivant une évaluation des risques présentés par ces substances 
pour ou via l’environnement aquatique à partir de trois critères principaux : 
- les données concernant le danger intrinsèque de la molécule et, en particulier,      
son écotoxicité aquatique et sa toxicité pour l’Homme,  
- les données de surveillance attestant une contamination étendue de  
l’environnement, 
- d’autres facteurs pouvant indiquer la possibilité d’une contamination étendue 
de l’environnement (volume de production, volume et mode d’utilisation…). 
 
La directive européenne prévoit des mesures visant à réduire progressivement les rejets, les 
émissions et les pertes des substances prioritaires et la suppression progressive des substances 
dangereuses prioritaires. Par exemple, l’utilisation du lindane est ainsi interdite depuis 1998 
tandis que l’atrazine n’est plus distribué depuis le 30 septembre 2002 et son utilisation est 
interdite depuis le 30 septembre 2003. 
Tableau A-1 : Liste des 33 substances prioritaires notifiées dans la Directive Cadre Européenne 
sur l’Eau (DCE 2000/60/CE, annexe X).  





Alliages, pigments, batteries, colorants, équipements 
électriques, peintures, amalgames dentaires, thermomètres, 
électrolyse des chlorures alcalins, acier inoxydable, tuyaux, 
additifs à l’essence… 
Chloroforme 
Dichloroéthane Solvants chlorés 
Dichlorométhane 
Intermédiaire de synthèse, production de chlorure de 







5 autres HAP 
Intermédiaire de la synthèse chimique, conservateur du 




Intermédiaires chimiques, solvants 




















Retardateurs de flamme, fluides de travail des métaux, 
plastifiant du PVC, production involontaire dans les 
processus industriels, intermédiaires dans la fabrication des 
détergents 
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  Concernant l’eau destinée à la consommation, la norme française en vigueur est issue du 
décret 2001-1220 du 20 décembre 2001 et définit les limites suivantes : 
- pour l’eau potable : 0,1 µg l-1 par pesticide et 0,5 µg l-1 pour l’ensemble des 
molécules,  
- pour les eaux brutes utilisées pour produire de l’eau potable : 2 µg l-1 par 
pesticide et 5 µg l-1 pour l’ensemble des molécules.  
 
A.II.3. La contamination des eaux superficielles françaises. 
Depuis 1998, l'Institut Français de l’Environnement (IFEN) est chargé d’établir un bilan 
annuel de la contamination par les pesticides des eaux superficielles (cours d’eau et plans 





















Tableau A-2 : Réseaux d’observation et de suivi des pesticides dans les eaux continentales en 
2002 (IFEN, 2004). 
 Réseaux nationaux de 
connaissance générale 
 
Réseaux d’usage « eau potable » Réseaux locaux 
Emplacements des 
points d’observation 
Eau de surface : points situés 
principalement sur les grandes 
rivières 
Eau souterraine : points repartis 
sur l’ensemble des grands types 
d’aquifères selon une densité fixée 
Situés à l’endroit du captage où est 
prélevée la ressource destinée à la 
consommation. 
Les captages fortement contaminés 
sont exclus des sources 
d’approvisionnement et par 
conséquent de l’échantillon.  
Généralement situés où la 
contamination est 
susceptible d’être importante 
compte tenu de la pression 
polluante et de la 
vulnérabilité des milieux. 
Fréquences de 
prélèvements  
Eau de surface : de 6 à 17 
prélèvements par station et par an 
Eau souterraine : de 2 à 4 
prélèvements par station et par an 
La fréquence dépend de la population 
desservie par le captage échantillonné 
et est augmentée en cas de 
contamination des ressources. 
Eau de surface : de 3 à 17 
prélèvements par station et par an 
Eau souterraine : de 2 à 4 
prélèvements par an 
 
La fréquence est resserrée 
autour des périodes 
d‘application des produits. 
Eau de surface : de 2 à 4 
prélèvements par station et 
par an. 
Eau souterraine : de 2 à 8 
prélèvements par an.  
Source de données 
Agences de l’Eau 
DIREN 
a) DDASS 
b) Producteurs d’eau (Générale des 
eaux, Lyonnaise des eaux) 
a) Groupes régionaux 
« phyto » (Agences de l’Eau, 
DIREN, DDASS, DRAF) 
b) Réseaux départementaux 
(conseils généraux) 
Nombre de stations 491 pour les eaux de surface et 
1014 pour les eaux souterraines a) 672 pour les eaux de surface et 
1967 pour les aux souterraines 
b) 169 pour les eaux de surface et 637 
pour les eaux souterraines 
a) 493 pour les eaux de 
surface et 205 pour les eaux 
souterraines 
b) 123 pour les eaux de 
surface et 50 pour les eaux 
souterraines 
Nombre d’analyses 681 938 pour les eaux de surface 
et 195 947 pour les eaux 
souterraines 
a) 79 508 pour les eaux de surface et 
104 648 pour les eaux souterraines 
b) 17 609 pour les eaux de surface et 
20 246 pour les eaux souterraines 
a) 345 115 pour les eaux de 
surface et 95 409 pour les 
eaux souterraines 
b) 28 557 pour les eaux de 
surface et 3 414 pour les 
eaux souterraines. 
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Les données disponibles concernant les eaux continentales proviennent de plusieurs 
réseaux d’observation qui peuvent être classés en trois catégories, en fonction de leurs 
objectifs (Tableau A-2) : 
- les réseaux nationaux, qui contribuent à une connaissance générale des ressources en eau, 
- les réseaux qui servent au contrôle des ressources destinées à la production d’eau potable 
suivant le cadre réglementaire, 
- les réseaux qui s’attachent à une évaluation locale du taux de pesticides retrouvés dans les 
eaux. 
 
Le sixième bilan, publié en 2004, synthétise les informations recueillies au cours de 
l'année 2002 au niveau des eaux superficielles (ESU) et des eaux souterraines (ESO). La 
répartition spatiale des points d’observations des pesticides au niveau des eaux superficielles 
est illustrée sur la Figure A-3. Les 15 molécules les plus fréquemment rencontrées au niveau 
de ces points sont répertoriées sur la Figure A-4. Parmi ces molécules, on retrouve, par ordre 
décroissant, une nette dominance de l’atrazine et de ses principaux produits de dégradation 
(Atrazine déséthyl, 2-hydroxy atrazine), la présence du glyphosate et de son métabolite 
l’AMPA (acide aminométhylphosphonique), ainsi que celle du diuron. 
Réseaux nationaux (491)
Réseaux d’usage « eau potable » (841)
Réseaux régionaux « phyto » (493)
Autres (123)
Figure A-3 : Répartition spatiale des points d’observation des pesticides dans les eaux 
superficielles en 2002 (IFEN, 2004).  





Si on se penche plus spécifiquement sur l’état général des cours d’eau français, la 
présence des pesticides affecte la qualité des eaux de 94% des 624 points de mesure dits 
"interprétables", pour lesquels au moins quatre prélèvements sont réalisés sur une année 
(IFEN, 2004, Fig. A-5). Parmi ces points, 51 présentent ponctuellement des teneurs globales 
en pesticides supérieures à 2 µg.l-1, susceptibles d’affecter la diversité biologique et qui 
rendent nécessaires les traitements spécifiques d’élimination des pesticides pour 
l’approvisionnement en eau potable. Les pesticides majoritairement responsables de la 
mauvaise qualité de ces points sont : l’aminotriazole, l’atrazine, le diuron, le glyphosate et 
l’isoproturon. 
 
Figure A-4 : Principales molécules quantifiées dans les eaux superficielles en 2002, tous réseaux 
confondus (IFEN, 2004).  
nom de la molécule (nombre de points d’observations, nombre de détections) 
* : produits de transformation   
AMPA : acide aminométhylphosphonique (métabolite principal du glyphosate) 
 
% de détection 



















A.III.  Ecotoxicité des pesticides en milieu lotique 
 
A.III.1. Fonctionnement général des écosystèmes lotiques  
 L’utilisation du système de Strahler (1957), permettant de classer les cours d’eau par ordre 
croissant en fonction de leur positionnement dans le bassin versant, est une des méthodes les 
plus utilisées pour caractériser un biotope lotique (Fig. A-6b). Un cours d’eau est d’ordre 1 
lorsqu’il prend sa source. La rencontre de deux cours d’eau de même ordre entraîne le passage 
à l’ordre supérieur. Ainsi, un tronçon d’ordre 3 est issu de la rencontre de deux rivières 
d’ordre 2. 
 Les écosystèmes lotiques sont d’autre part caractérisés par un gradient amont-aval de 
nature physico-chimique et biologique qui a donné naissance au concept de "continuum 
fluvial" (Vanotte et al.,1980). Ce concept souligne les interactions entre les propriétés 
"physiques" du cours d’eau (essentiellement la morphologie et l’hydrologie), l’origine de la 
Absence de détection (<seuil de 
quantification)    (16)




Mauvaise qualité (>2 µg/l) (51)
Figure A-5 : Qualité des cours d’eau français établie en 2002 à partir des dosages de pesticides 
effectués sur 624 points de mesure (IFEN, 2004). 
(les points représentés sur cette carte excluent les 
points de prélèvement d’eau brute destinée à la 
production d’eau potable) 
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matière organique (autochtone ou allochtone) et ses caractéristiques (grossière ou fine), ainsi 
que la structure et le fonctionnement des différentes communautés biologiques.  
 D’amont en aval, trois zones majeures sont ainsi distinguées dans un écosystème lotique : 
la zone de production ou crénon, la zone de transfert ou rhitron et la zone de stockage ou 















 La Figure A-7 illustre le concept du "continuum fluvial" en fonction de l’ordination du 
cours d’eau. Les cours d’eau d’ordre faible (≤ 3) se situent ainsi dans les zones amont du 
bassin versant et intègrent le crénon et la partie supérieure du rhitron. Dans cette zone, les 
producteurs primaires sont essentiellement représentés par des végétaux fixés aux rochers 
immergés (bryophytes aquatiques et algues vertes) et par du périphyton (dominance de 
diatomées). La principale source de matière organique est généralement allochtone et 
majoritairement constituée de particules grossières, en particulier des feuilles mortes. Les 
zones amont des cours d’eau fonctionnent donc le plus souvent de façon hétérotrophe 
(respiration > production primaire brute). Au sein de ces dernières, les peuplements animaux 
sont représentés par diverses groupes d’insectes rhéophiles# (trichoptères à fourreau, 
plécoptères, éphémères…) et pour les poissons, par une majorité de salmonidés (Ramade, 
1998). 
                                                 
#  désigne des espèces adaptées à vivre dans de forts courants 
  
  
Figure A-6 : (a) Zonation d’un hydrosystème fluvial d’après Ramade (1998) et (b) exemple 
d’ordination d’un cours d’eau selon le système proposé par Strahler (1957). 
a b 
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 Dans la partie inférieure du rhitron, le lit mineur s’élargit, les macrophytes et le 
périphyton deviennent abondants. L’activité autotrophe augmente et en l’absence de rejet 
d’origine anthropique, la matière organique provient principalement de l’amont sous forme de 
particules fines. Ces rivières d’ordre intermédiaire (4 à 6) présentent ainsi généralement un 
fonctionnement autotrophe (Madigou, 2005). 
Au niveau du potamon (ordre > 6), la zone riparienne# est restreinte par rapport à la 
largeur du cours d’eau et l’essentiel de la production primaire est assuré par le phytoplancton. 
Toutefois, la turbidité, résultant de l’accumulation de particules organiques fines, ainsi que 
l’augmentation de la profondeur réduisent la disponibilité de la lumière pour ces organismes 
phototrophes. L’écosystème est caractérisé, à nouveau, par une prédominance de l’activité 
hétérotrophe. La communauté animale se compose de divers types d’invertébrés (odonates, 
mollusques, larves de chironomidés, annélides oligochètes…) et le peuplement piscicole est 
constitué par plusieurs espèces appartenant généralement aux Cyprinidés et aux Percidés 
(Ramade, 1998).  
                                                 
#  désigne la partie située à la limite des rives 
Figure A-7 : Schéma conceptuel du « continuum fluvial » élaboré par Vanotte et al., 1980 




















MOGP : matière organique particulaire grossière
MOFP : matière organique particulaire fine 
P/R : rapport production primaire/respiration 
FRAGMENTEURS 





A.III.2. Cibles biologiques potentielles des pesticides en milieu lotique 
 A.III.2.1. Effets directs et indirects des pesticides 
 L’impact écotoxicologique des pesticides dans un écosystème lotique est régi par une 
multitude de facteurs interdépendants. Ces derniers qui incluent les propriétés des molécules 
polluantes mais également les caractéristiques biotiques et abiotiques du milieu récepteur 
conditionnent un panel d’effets directs et/ou indirects sur les organismes biologiques. 
 
♦ LES EFFETS DIRECTS dépendent des propriétés intrinsèques des molécules (mode d’action, 
cibles potentielles, niveau de toxicité…) et correspondent aux manifestations de la toxicité 
d'une substance pour des organismes sensibles. Ils se traduisent généralement par une 
fragilisation de la population touchée ou par une baisse d’abondance (suite à une 
augmentation de la mortalité ou une réduction de la fertilité). De nombreuses études ont ainsi 
souligné les effets notables engendrés par les pesticides sur les macrophytes (Cuppen et al., 
1997 ; Graymore et al., 2001 ; Nyström et al., 2002 ; Lambert et al., 2006) et les 
microorganismes photosynthétiques (voir pour revue DeLorenzo et al., 2001). Ces 
producteurs primaires présentent en effet de fortes similitudes avec les organismes ciblés par 
ces substances.  
 Les pesticides peuvent également entraîner, dans certains cas, le développement de 
capacités de tolérance au polluant au sein des communautés sensibles. Ce phénomène de 
PICT ("Pollution-Induced Community Tolerance", Blanck et al., 1988), régulièrement 
observé en conditions expérimentales et en milieu naturel, particulièrement sur les 
communautés microbiennes périphytiques (voir pour revue Bérard et al., 2002), souligne la 
capacité d’adaptation potentielle de certaines populations algales face à ces molécules.  
 
♦ LES EFFETS INDIRECTS peuvent affecter ou au contraire favoriser des organismes ou des 
populations non concernés par la toxicité des molécules. Ces effets résultent généralement 
d'effets directs qui s'exercent sur d'autres organismes et qui peuvent entraîner des 
modifications des conditions physico-chimiques du milieu, telles qu’une baisse du pH ou de 
la teneur en oxygène (Flum & Shannon, 1987 ; Hartgers et al., 1998), ou se manifester via la 
perturbation de processus écologiques tels que les relations proies-prédateurs ou les 
phénomènes de compétition (voir pour revue Fleeger et al., 2003).  
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Les effets directs et indirects potentiels de la pollution d’un milieu aquatique par des 
herbicides sont illustrés sur la Fig. A-8 qui correspond à une synthèse des effets observés en 





























 En milieu lotique, l’impact global des pesticides dépend ainsi des propriétés intrinsèques 
des molécules, de leurs interactions (Downing et al., 2004), des concentrations biodisponibles 
et des durées d’exposition (Gustavson et al., 2003 ; Dorigo et al., 2004), de la composition 
des communautés, de la présence ou non de cibles potentielles, mais également de l’ensemble 
Figure A-8 : Effets directs et indirects susceptibles de découler de la présence d’herbicides dans 
un milieu aquatique (Alix et al., 2005  d’après Brock et al., 2000). 
COD : carbone organique dissous ; COP : carbone organique particulaire ; MIB : macro-invertébrés benthiques
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des conditions environnementales (Guasch et al., 1998) telles que les ressources nutritives 
(Barreiro Lozano & Pratt, 1994), la température (Bérard et al., 1999b) ou la luminosité 
(Guasch & Sabater, 1998). 
Le schéma conceptuel de Brock et al. (2000) (Fig. A-8)  montre également que les 
communautés microbiennes constituent des cibles potentielles importantes pour les 
herbicides. Ces polluants peuvent en effet affecter directement les microorganismes 
photosynthétiques (phytoplanctoniques et périphytiques) mais engendrer également des effets 
indirects sur les microorganismes hétérotrophes.  
 
A.III.2.2. Le rôle des communautés microbiennes en milieu lotique    
 En milieu lotique, la production autotrophe est principalement assurée par les 
macrophytes et les microorganismes photosynthétiques, qu’ils soient fixés (périphyton) ou 
libres (phytoplancton). L’activité photosynthétique de ces différentes populations dépend de 
nombreux facteurs telles que la profondeur, la luminosité, la turbidité et les teneurs en 
nutriments. Ainsi, dans des cours d’eau de faible ordre (≤ 3), caractérisés par une faible 
profondeur et un courant assez important, les organismes périphytiques photosynthétiques 
assurent généralement une part prépondérante de la production primaire (Gustavson et al., 
2003).  
 Le périphyton représente un compartiment complexe, composé de microorganismes 
autotrophes (algues et cyanobactéries) et hétérotrophes (bactéries, champignons et 
protozoaires) (Masseret et al., 1998 ; Madigou, 2005). Selon le substrat auquel il est associé, 
il peut porter des appellations plus spécifiques telles que épilithon (pierres et rochers), 
épiphyton (végétaux) ou épipélon (sédiments meubles) (Ramade, 1998). Compte tenu de sa 
position à l’interface entre le substrat et la colonne d’eau, il joue un rôle fondamental dans les 
cycles biogéochimiques (Hansson, 1990 ; Dodds, 2003) (Fig. A-9) et constitue souvent la 
principale ressource alimentaire pour les invertébrés benthiques (Gould & Gallagher, 1990 ; 
Hansson, 1992 ; Muñoz et al., 2001). Les algues benthiques qui dominent la communauté 
périphytique représentent, en raison de leurs caractéristiques écologiques, des organismes 
bioindicateurs pertinents pour étudier la qualité des eaux courantes. Ainsi, peuvent être cités 
leur caractère sessile# les empêchant de migrer en cas de pollutions, leur sensibilité aux 
changements de l’environnement, leur cycle de vie relativement court entraînant une réponse 
rapide aux perturbations et une restauration rapide suite à celles-ci, leur forte diversité et leur 
présence dans l’ensemble des cours d’eau (McCormick & Stevenson 1998 ; Lavoie et al., 
2004).  
                                                 
# désigne des espèces vivant fixées à la surface d’un substrat inerte ou vivant 
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Même si leur rôle est généralement plus important dans les milieux lentiques, les 
microorganismes phytoplanctoniques participent également à la production primaire 
endogène, particulièrement lors des périodes de faible débit (Descy, 1993).  
 
 Les communautés bactériennes hétérotrophes benthiques et planctoniques jouent pour leur 
part un rôle primordial dans le fonctionnement des écosystèmes aquatiques en participant à la 
dégradation de la matière organique (Van Hannen et al., 1999) et en assurant la majorité de 
son recyclage (Cole et al., 1988). Elles interviennent également dans le recyclage des 
substances inorganiques et contribuent ainsi au déroulement des cycles biogéochimiques qui 
assurent la circulation permanente de la matière, alternativement sous forme minérale et 
organique (Garland, 1997 ; Wetzel, 2001). Les champignons et, dans une moindre mesure, les 
protozoaires interviennent également dans la décomposition en participant, notamment, à la 
dégradation de la matière organique allochtone telle que les branchages (Goh & Hyde, 1996 ; 
Tsui et al., 2001) et les litières foliaires (Gessner & Chauvet, 1994 ; Hieber & Gessner, 2002).  
 Outre le rôle primordial que joue la communauté bactérienne dans la dégradation de la 
matière organique autochtone et allochtone, cette dernière participe activement, au même titre 
que les champignons (Watanabe, 2001), aux processus de dégradation des polluants dans les 
milieux aquatiques (El-Dib & Abou-Waly, 1998 ; Četkauskaité et al., 1998 ; Watanabe, 
2001).  
Figure A-9 : Schéma conceptuel du rôle du périphyton et de l’épiphyton dans le flux des 
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Ces activités de biodégradation conditionnent en partie l’impact de ces substances sur les 
communautés aquatiques, en particulier lorsque certains métabolites intermédiaires présentant 
un potentiel toxique supérieur à celui de la molécule mère sont produits (DeLorenzo et al., 
2001 ; Tixier et al., 2002). 
 En milieu lotique, une co-variation marquée entre les communautés microalgales et 
bactériennes est fréquemment notée (Gao et al., 2004). L’étroite relation entre ces deux 
compartiments microbiens s’explique effectivement par l’utilisation préférentielle par les 
bactéries de la matière organique d’origine algale (Baines & Pace, 1991; Raymond & Bauer, 
2001), par leur colonisation des cellules autotrophes (Rier & Stevenson, 2002), et par la 
compétition entre ces deux communautés pour l’accès aux ressources nutritives (Caron, 
1999 ; DeLorenzo et al., 1999). La composition spécifique au sein des communautés 
microalgales peut également conditionner en partie la diversité bactérienne (Van Hannen et 
al., 1999 ; Pinhassi et al., 2004). 
 
A.III.3.  Impact des pesticides sur les organismes microbiens 
A.III.3.1  Principales approches utilisées en écotoxicologie aquatique 
 L’impact d’un composé xénobiotique sur les organismes peut être appréhendé à différents 
niveaux d’organisation biologique allant de la cellule à l’ensemble de la communauté, en 
intégrant ou non les interactions entre les différents niveaux trophiques (Guckert, 1996). Les 
méthodologies développées en écotoxicologie peuvent donc être distinguées par les 
différentes “dimensions” qui les caractérisent et par leur représentativité des processus 
naturels. Cette échelle d’intégration s’étend des tests monospécifiques aux études de terrain en 
passant par les expériences de laboratoire à l’aide de modèles écotoxicologiques comme les 
chaînes trophiques reconstituées et les écosystèmes expérimentaux (Boudou & Ribeyre, 
1997). Chacune d’elles implique un degré de simplification plus ou moins important, associé 
à un niveau de compréhension des mécanismes étudiés et à un risque d’extrapolation (Fig. A-
10).  
 
A.III.3.1.a  Les approches expérimentales  
 Les tests d’écotoxicité monospécifiques sont essentiels pour estimer le danger des agents 
toxiques. La mise en œuvre aisée et la reproductibilité de ces études ont notamment permis de 
développer des tests standardisés afin d’apprécier la toxicité aiguë de molécules, 
particulièrement lors de la mise sur le marché de nouvelles substances chimiques.  
 
 





 Les microorganismes représentent des modèles de choix pour la réalisation de ces 
bioessais. Ils sont ainsi utilisés pour certains tests normalisés tels que les tests de toxicité par 
inhibition de la croissance de l’algue verte unicellulaire d’eau douce Pseudokirchneriella 
subcapitata (test NF NE 28692) ou par mesure du taux d’extinction de la bioluminescence 
chez la bactérie Vibrio fischeri (test MICROTOX®, ISO 11348-3). La principale limite de ces 
tests est leur faible représentativité en milieu naturel et la nécessité de complexifier le niveau 
d’intégration à l’échelle de la communauté (Guckert, 1996) voire de l’écosystème (Kimball & 
Levin, 1985 ; Duke & Mount, 1991).  
 Le développement des tests plurispécifiques a conduit à la mise en place de systèmes 
expérimentaux permettant d’appréhender les effets des polluants sur des communautés 
appartenant à un ou plusieurs niveaux trophiques dans des conditions simplifiées et 
contrôlées. Ces dispositifs, appelés microcosmes ou mésocosmes en fonction de leur taille ou 
de leur localisation (intérieure ou extérieure ; Odum 1984), constituent des modèles pertinents 
pour étudier l’impact global de ces molécules dans le milieu aquatique. Ainsi, ils permettent 
d'évaluer les effets sur la biocénose (à moyen terme ou à long terme) ainsi que le devenir des 
substances chimiques dans le biotope (Boudou & Ribeyre, 1997) sans toutefois contaminer 
l’environnement naturel. Ces approches expérimentales permettent la détection d'effets directs 
Figure A-10 : Principales méthodologies utilisées en écotoxicologie aquatique (d’après Caquet et 
al., 1989). 
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et/ou indirects en offrant la possibilité de disposer d'organismes ou d'écosystèmes témoins aux 
caractéristiques identiques ou proches de celles des organismes ou écosystèmes exposés aux 
pesticides. Elles facilitent en outre la caractérisation précise des effets par la présence de 
références comparables. L’appréciation de l’impact des pesticides en milieu lotique ne peut 
donc se faire qu’en tenant compte de la complémentarité entre ces diverses voies d’approches 
et en utilisant comme ultime étape la validation des résultats lors d’études in situ.  
 
A.III.3.1.b Les études en milieu lotique naturel 
 Le nombre d’études écotoxicologiques réalisées dans les milieux naturels restent 
extrêmement limité (Schulz, 2004 ; Alix et al., 2005), et cela en dépit de la nécessaire 
complémentarité de ces dernières pour valider les résultats expérimentaux et appréhender au 
mieux l’impact réel des pesticides dans les rivières. La difficulté de caractériser les effets des 
pesticides sur les communautés microbiennes dans les écosystèmes lotiques naturels explique 
en partie cet état de fait. La sensibilité des microorganismes aux variations de différents 
paramètres biotiques et/ou abiotiques, rend en effet complexe la discrimination des effets 
engendrés par les composés xénobiotiques de ceux liés aux variations environnementales 
naturelles et saisonnières.  
 Cette distinction peut être facilitée dans le cas de pollution très localisée en utilisant 
comme référence un point situé à proximité, en amont de la source de pollution. Plusieurs 
études ont ainsi mis en évidence l’impact de rejets industriels ou urbains sur les communautés 
microbiennes de cours d’eau récepteurs en comparant les données en amont et en aval du rejet 
d’eau usée (Montuelle et al., 1996 ; Masseret et al., 1998 ; Giorgi & Malacalza, 2002 ; Branco 
et al., 2005). Cette approche est néanmoins difficilement applicable dans le cadre des études 
sur l’impact des pesticides en raison de la multiplicité des sources de contamination 
potentielle (agriculture, industrie, usage domestique…) et du caractère fréquemment diffus de 
la pollution. En outre, le début, la durée et l’intensité des événements de pollution sont 
difficilement prédictibles et dépendent de nombreux facteurs qui conditionnent le temps de 
transfert vers le milieu aquatique tels que le type d’application des pesticides, les 
caractéristiques du bassin versant, les conditions climatiques ou les propriétés physico-
chimiques des polluants (Palma et al., 2004).  
 
A.III.3.2.  Ecotoxicité des pesticides sur le compartiment microalgal 
 L’impact de nombreux pesticides a été apprécié sur différentes espèces de microalgues             
à partir de tests de toxicité réalisés in vitro. Les résultats obtenus lors de ces                        
études sont regroupés dans diverses bases de données (ex. « The PAN Pesticides Database », 
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www.pesticideinfo.org/Index.html ; « Agritox », http://www.dive.afssa.fr/agritox/index.php), 
ainsi que dans la revue de synthèse publiée en 2001 par DeLorenzo et al.. 
Plusieurs critères peuvent être retenus pour étudier les effets des polluants sur les 
microorganismes photosynthétiques tels que les teneurs en chlorophylle a, le taux de 
croissance, la densité cellulaire, la composition spécifique ou la production primaire. 
Néanmoins, compte tenu du nombre et de la diversité des molécules considérées pour les 
études écotoxicologiques, il serait illusoire de proposer une description exhaustive des effets 
des pesticides sur les microalgues dans ce chapitre.  
De manière générale, la présence de pesticides, et plus particulièrement de molécules 
herbicides, induit une diminution de l’activité photosynthétique, conduisant à une baisse de la 
biomasse et de la densité cellulaire. Des modifications de la structure des communautés 
algales résultant de la raréfaction ou de la disparition des espèces les plus sensibles ont 
également été observées (Pérès et al., 1996 ; Gustavson et al., 2003 ; Downing et al., 2004). 
Ce déclin peut permettre à des espèces opportunistes plus tolérantes de se développer dans le 
milieu  (Hartgers et al., 1998 ; Devilla et al., 2005). Le remplacement progressif des espèces 
sensibles par des espèces plus tolérantes, ainsi que la mise en place d’adaptations 
physiologiques ou génétiques chez certaines espèces, peut alors conduire à moyen terme à une 
augmentation de la tolérance aux pesticides chez les communautés algales (voir pour revue 
Bérard et al., 2002). 
Le compartiment microalgal peut également être indirectement stimulé par la présence de 
pesticides présentant une toxicité directe importante sur les organismes brouteurs (voir pour 
revue Fleeger et al., 2003). Cela a été notamment observé avec la plupart des insecticides 
(Caquet et al., 1992 ; Barry & Logan, 1998 ; Friberg-Jensen et al., 2003), certains fongicides  
(Van den Brink et al., 2000) ou lors de contaminations avec plusieurs pesticides appartenant à 
différentes catégories (Van Wijngaarden et al., 2004).  
 
A.III.3.3.  Ecotoxicité des pesticides sur le compartiment bactérien 
 Si l’impact des pesticides sur les microorganismes photosynthétiques a fait l’objet de 
nombreuses études, peu de travaux (à l’exception de tests de toxicité monospécifiques) sont 
relatifs à l’effet de ces molécules sur les communautés bactériennes en milieu aquatique 
(DeLorenzo et al., 2001).  
 Les limites méthodologiques ont longtemps restreint l’étude de la composante 
bactérienne. Ainsi, les effets des pesticides sur ces communautés n’ont été appréhendés qu’à 
partir de données acquises via des techniques culturales ou par des mesures de paramètres 
quantitatifs telles que la densité bactérienne ou la production hétérotrophe (estimation du taux 
d’incorporation de leucine ou de thymidine). Ainsi, Rajendran et al. (1990) ont mis en 
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évidence que l’insecticide endosulfan pouvait inhiber la croissance d’une population 
bactérienne estuarienne à partir d’une concentration de 2 µg l-1 et favoriser les espèces du 
genre Pseudomonas, présentant une meilleure résistance à cet insecticide. Ces résultats furent 
confirmés en 1999 par DeLorenzo et al. qui notèrent une réduction de l’abondance 
bactérienne malgré une légère stimulation du taux d’incorporation de thymidine tritiée dans 
un réseau trophique estuarien soumis à une exposition à l’endosulfan aux concentrations de 1 
et 10 µg l-1. Downing et al. (2004) n’ont observé quant à eux aucun effet de cet insecticide, 
introduit aux mêmes concentrations, sur la densité et la production bactérienne dans une 
communauté issue d’un canal traversant une zone d’agriculture intensive au sud de la Floride 
(USA). A l’inverse, Friberg-Jensen et al. (2003) ont mis en évidence que l’augmentation de 
l’abondance bactérienne dans une communauté pélagique lacustre était positivement corrélée 
avec la teneur en cyperméthrine (insecticide). Cette stimulation fut interprétée comme une 
conséquence indirecte de la réduction du nombre de prédateurs et donc d’une limitation du 
contrôle de type « top-down » sur les microorganismes.  
 La majorité des études visant à apprécier la réponse du compartiment bactérien suite à une 
exposition à des herbicides a, quant à elle, permis de mettre en évidence une stimulation 
indirecte de l’activité microbienne hétérotrophe. DeLorenzo et al. (1999) et Downing et al. 
(2004) ont ainsi observé une augmentation de la production bactérienne hétérotrophe dans des 
communautés aquatiques exposées à l’atrazine (50 à 250 µg l-1). Cette stimulation fut 
attribuée au déclin des organismes autotrophes directement affectés par cet herbicide pouvant 
conduire à un relargage de matière organique dans le milieu et entraîner une diminution de la 
compétition vis-à-vis des ressources nutritives. Toutefois, aucun effet significatif d’un 
mélange de trois herbicides (atrazine, diuron et métolachlore) n’a été observé sur la densité et 
la production bactérienne (Hartgers et al. 1998). Ce résultat est probablement imputable à un 
impact modéré sur le compartiment algal.  
 Le compartiment bactérien peut également interagir directement avec les polluants en les 
utilisant comme substrat métabolique. Downing et al. (2004) ont ainsi noté une stimulation de 
la production bactérienne hétérotrophe suite à l’introduction d’un fongicide (20 µg l-1 de 
chlorothalonil) dans des microcosmes contenant 500 ml d’eau prélevée dans des canaux situés 
en Floride. Cette stimulation a été attribuée à l’utilisation de cette molécule comme substrat 
par les microorganismes. 
 L’émergence des outils d’écologie moléculaire dans les années 1990 a permis de réaliser 
des études relatives à l’impact des polluants sur la composition spécifique et la structure des 
communautés bactériennes (Muyzer, 1999 ; Dorigo et al., 2005). Ces travaux ont 
principalement été conduits sur les communautés bactériennes du sol (voir pour revue 
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Johnsen et al., 2001) et peu d’études concernent le milieu aquatique. En 2002, Sumpono a 
toutefois mis en évidence, à l’aide des méthodes d’hybridation fluorescente in situ (FISH) et 
d’électrophorèse sur gel à gradient temporel de température (TTGE), que l’introduction de 
diuron (10 mg l-1) dans un système lagunaire expérimental pouvait entraîner des modifications 
significatives de la diversité bactérienne. Kostanjšek et al. (2005) ont également observé des 
variations spécifiques au sein de la communauté bactérienne par TTGE dans une zone lacustre 
soumise à une forte pollution agricole et notamment à l’apport régulier de divers pesticides. 
 
A.IV. Contexte général de l’étude- Problématique 
 
A.IV.1. Etat de la contamination des eaux en Auvergne 
Depuis octobre 1996, un chargé d’étude a été désigné à la DRAF (Direction Régionale de 
l’Agriculture et de la Forêt) pour suivre la problématique de la qualité des eaux par rapport 
aux produits phytosanitaires en Auvergne. Un premier groupe de travail a ensuite été 
constitué à partir de représentants de la DIREN (Direction Régionale de l’Environnement) et 
de la DRASS (Direction Régionale des Affaires Sanitaires et Sociales) pour finalement 
conduire en 1997 à la constitution du groupe Phyt’eauvergne.  
Ce groupe régional d’action contre les pollutions des eaux naturelles par les produits 
phytosanitaires compte aujourd’hui plus de 140 membres incluant des représentants de 
l’administration, des collectivités territoriales, des professions agricoles, des utilisateurs et des 
fabricants de produits phytosanitaires, des acteurs de l’eau ainsi que de la recherche et de 
l’enseignement. L’objectif de ce groupe est de surveiller et éventuellement de proposer des 
solutions pour la restauration de la qualité des eaux naturelles en Auvergne grâce à des 
analyses et des plans d’action élaborés et mis en œuvre en collaboration avec les différents 
acteurs cités précédemment. En 2004, le réseau mis en place par le groupe Phyt’eauvergne 
comportait 46 stations de prélèvement dont 27 en eaux superficielles et 19 en eaux 
souterraines, assujetties à une recherche systématique de 298 matières actives différentes 
(Phyt’eauvergne, 2004). 
Entre décembre 1997 et juin 2004, 78 molécules ont ainsi été détectées dans les eaux 
superficielles auvergnates avec une nette prédominance des herbicides au niveau de la 
diversité des molécules (51 molécules soit 65,4%, Fig. A-11A) et surtout du nombre total de 
























Sur l’ensemble des pesticides ciblés, 10 herbicides et 1 insecticide ont été détectés dans 
plus de 5% des eaux où ils étaient recherchés (Tableau A-3). Parmi eux, le glyphosate et 
surtout l’AMPA, un de ses métabolites, qui ne sont recherchés que depuis avril et juin 2002, 
sont détectés régulièrement (respectivement dans 19,3% et 55,2% des analyses) à des 
concentrations généralement élevées. Il est d’ailleurs intéressant de noter que l’AMPA est 
rencontré plus souvent et à des concentrations généralement supérieures que sa molécule 
mère, le glyphosate, ce qui pose la question de son devenir et de ses effets dans 
l’environnement. 
Tableau A-3 : Usages et doses d’application des molécules les plus souvent détectées (dans plus 
de 5% de leurs recherches) en Auvergne entre  décembre 1997 et juin 2004 (Phyt’eauvergne, 2004) 
PJT : Parcs, Jardins, Trottoirs. 
Figure A-11 : Répartition par usage (A) et par pourcentage de détection (B) des 78 molécules 
trouvées dans les eaux superficielles du réseau Phyt’eauvergne entre décembre 1997 et juin 2004 
(Phyt’eauvergne, 2004). 
Molécules % détection Usages (dose d’application) 
AMPA 55.2 Métabolite du glyphosate 
Atrazine 33.4 Herbicide : maïs-sorgho (toujours ≤ 1000 g/ha)- Interdit d’utilisation depuis septembre 2003 
Glyphosate 19.3 Herbicide : nombreuses utilisations et doses variées 
Diuron 12 Herbicide : luzerne (1600-1800 g/ha), asperge (1500-1600 g/ha), vigne-poirier-cognassier-nashi-pommier (600g/ha), toujours ≤ 1800 g/ha, PJT (1800 g/ha) 
Pipéronyl butoxide 1.1 Insecticide (adjuvant) : nombreuses utilisations (agriculture, PJT, animaux domestiques, désinfections de locaux et de matériel). Dosage varié suivant l’utilisation. 
Atrazine déséthyl 7.4 Métabolite de l’atrazine 
Métolachlore 7.4 Herbicide : sorgho (1920 g/ha), maïs (3072 g/ha), soja-tournesol (2112 g/ha) 
Alachlore 7.0 Herbicide : maïs-maïs doux (2400-2500 g/ha), soja (2500 g/ha) 
Terbuthylazine 5.5 Herbicide : vigne (3125-30000 g/ha), maïs (625 g/ha), PJT (1110 g/ha)-interdit depuis septembre 2003 (sauf vigne : utilisation autorisée jusqu’au 30 juin 2004) 
Oxadiazon 5.3 
Herbicide : vigne-pêcher-pommier-prunier (2000 g/ha), œillet (4000 g/ha), tournesol-
soja (750 g/ha), arbres et arbustes d’ornement (2400 g/ha), gazon de graminées (3600 
g/ha), PJT (4500 g/ha) 
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A.IV. 2. Le cas particulier de la rivière Jauron  
A.IV.2.1. Caractéristiques du bassin versant 
 Le bassin versant du Jauron fait partie des bassins versants pilotes du groupe 
Phyt’eauvergne. Il fait ainsi l’objet d’un suivi chimique poussé et de plusieurs actions menées 
par ce groupe de surveillance et de prévention, telles que la sensibilisation des agriculteurs à 
l’aide de brochures pédagogiques et la présentation de techniques de désherbage alternatives, 



















 Ce bassin versant du val d’Allier est centré sur Billom, ville de 4000 habitants environ, 
située à 25 kilomètres à l’est de Clermont-Ferrand (Fig. A-12). Il présente une surface totale 
de 11957 hectares dont 67% sont utilisés en surface agricole (3166 ha enherbés et 4852 ha 
cultivés).  
 Les activités des 260 exploitations agricoles de ce bassin versant sont principalement liées 
à l’élevage dans le Livradois (zone amont), alors que la Limagne (zone aval) est dominée par 
les cultures de céréales (53%) et de maïs (26%) (Phyt’eauvergne, 2004). Différentes sources 
potentielles de pollution par les produits phytosanitaires sont recensées, à savoir les pratiques 
Surface du BV : 11957 ha 
Population : 8905 hab soit 75.5/km² 
Surface drainée : 697 ha soit 5.8 % du BV 
Densité des cours d’eau : 130 km soit 1.01 
km/km² 
Routes : 282 km soit 2.4 km/km²  
Chemin fer : 11 km soit 0.092 km/km²  
En herbe : 3166 ha, Cultivée : 4852 ha 
 Val d’Allier 
Val de Loire 
Val de Cher 
Val de Dordogne 
Val de Lot 






Principales cultures sur le BV du Jauron 
Figure A-12 : Localisation et caractéristiques du bassin versant du Jauron (source Phyt’eauvergne). 
N
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agricoles d’élevage et de cultures, les pratiques non agricoles telles que l’entretien des voiries 
ou des voies ferrées et les rejets urbains, notamment au niveau de la ville de Billom. 
 
A.IV.2.2. Principaux pesticides détectés dans le Jauron 
 De 2000 à 2002, les analyses, effectuées mensuellement au niveau de sept stations de 
prélèvements réparties sur le bassin versant du Jauron, ont permis de détecter 246 fois la 
présence de pesticides (Tableau A-4). Ces analyses font d’autre part apparaître une 
prédominance des herbicides tant au niveau du nombre de détections (95% du nombre total de 




L’atrazine est la molécule la plus régulièrement détectée (64 détections), suivie du 
métolachlore (39), du terbuthylazine (28), de l’oxadiazon (26), de l’alachlore (25) et du diuron 
(13). Ce dernier présente la valeur la plus forte tant au niveau de la concentration totale 
mesurée (8,89 µg l-1) que de la concentration ponctuelle maximale (4,21 µg l-1). L’alachlore et 
le métolachlore présentent également des concentrations totales très élevées (respectivement 
7,48 et 7,97  µg l-1) avec cependant des valeurs ponctuelles maximales (respectivement 1,70 et 
0,69 µg l-1) plus faibles que celles du diuron. 
Tableau A-4 : Teneurs en pesticides (µg.l-1) enregistrées dans le Jauron entre février 2000 et 
décembre 2002  (source Phyt’eauvergne). 
nombre de concentration concentration concentration date
 détections maximale totale  moyenne  d'interdiction
Alachlore 25 1,70 7,48 0,30 herbicide maïs
AMPA 1 0,92 0,92 0,92 metabolite du glyphosate
Atrazine 64 2,92 18,42 0,29 herbicide maïs sept-03
Atrazine déséthyl 10 0,30 0,76 0,08 metabolite de l'atrazine
Chlortoluron 5 0,22 0,37 0,07 herbicide céréales
Diazinon 1 0,08 0,08 0,08 insecticide
Dinoterbe 1 0,12 0,12 0,12 herbicide maïs 1997
Diuron 13 4,21 8,89 0,68 herbicide "autres usages"
Ethofumésate 6 0,24 0,70 0,12 herbicide "autres usages"
Flurochloridone 2 0,05 0,09 0,04 herbicide "autres usages"
Flusilazole 1 0,50 0,50 0,50 fongicide
Glyphosate 1 0,35 0,35 0,35 herbicide à usage multiple
Isoproturon 1 0,03 0,03 0,03 herbicide céréales
Métazachlore 2 0,26 0,29 0,15 herbicide colza
Métolachlore 39 0,69 7,97 0,20 herbicide maïs
Oxadiazon 26 1,65 6,96 0,27 herbicide "autres usages"
Phoxime 2 0,12 0,21 0,10 insecticide
Procymidone 9 0,33 1,11 0,12 fongicide
Propazine 1 0,03 0,03 0,03 herbicide "autres usages" sept-03
Simazine 4 0,15 0,50 0,12 herbicide "autres usages" sept-03
Terbuthylazine 28 3,51 8,44 0,30 herbicide "autres usages" sept-03
Trifluraline 4 0,19 0,46 0,11 herbicide colza
usagemolécules





















 Le glyphosate et son principal métabolite, l’AMPA, sont fréquemment détectés dans les 
cours d’eau français (IFEN, 2004). En Auvergne, ces molécules ne sont recherchées que depuis 
juin 2002. Ceci explique leur unique détection sur le bassin versant du Jauron avant le mois de 
décembre de cette même année (Tableau A-4). Les résultats des analyses menées entre juin 
2002 et juin 2003 sur l’ensemble du  réseau de surveillance auvergnat (Phyt’eauvergne, 2004) 
mettent en évidence la forte contamination des cours d’eau par ces deux molécules dont les 
concentrations sont systématiquement supérieures à la norme de potabilité (Tableau A-3 et A-
5). 
 
 Les résultats des analyses de pesticides effectuées avant le début du travail de thèse nous 
ont donc permis d’identifier les molécules les plus fréquemment et/ou intensément détectées 
dans le Jauron, susceptibles d’affecter les communautés biologiques au cours de notre étude. 
Huit molécules, appartenant à cinq grandes familles d’herbicides, semblent présenter un 
risque de pollution particulièrement important : l’atrazine et le terbuthylazine (triazines), le 
diuron (phenylurée), l’alachlore et le métolachlore (amides), l’oxadiazon (oxadiazole) ainsi 
que le glyphosate et son métabolite AMPA.  
Tableau A-5 : Teneurs en pesticides (µg.l-1) enregistrées sur l’ensemble du réseau 
Phyt’eauvergne entre juin 2002 et juin 2003  (source Phyt’eauvergne) 
nombre de nombre de
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 Bien que l’atrazine et le terbuthylazine présentent les nombres de détection les plus élevés 
dans le Jauron, leur interdiction depuis septembre 2003 laisse suggérer que ces molécules 
présenteront, à court ou moyen terme, un risque de contamination plus modéré.  
 
En raison de la classification du diuron et de l’alachlore comme substances prioritaires 
[Directive n° 2000/60/CE du Parlement européen, (Tableau A-1)], ces molécules ont 
spécialement retenu notre attention. 
- Le diuron, essentiellement utilisé sur le bassin versant du Jauron comme 
herbicide de pré-levée en viticulture, est épandu à la fin du printemps. Les 
analyses chimiques révèlent ainsi une période récurrente de pollution par cette 
molécule qui s’étend principalement du mois de mai au mois d’août.  
- L'alachlore est un herbicide de pré- et post-levée, utilisé pour la destruction des 
graminées annuelles et de nombreuses mauvaises herbes à larges feuilles en 
particulier dans les cultures de maïs. Sa période d’utilisation est donc beaucoup 
plus étendue que celle du diuron (début du printemps à la fin de l’été). Cette 
molécule est généralement retrouvée ponctuellement dans les eaux 
superficielles du bassin versant du Jauron, entre les mois d’avril et de 
décembre. 
- Le glyphosate (et l’AMPA) constitue un des polluants majeurs des rivières 
françaises. Cet herbicide possède d’autre part un large spectre d’action 
[adventices (chiendent, ivraie...), plantes annuelles, bisannuelles, vivaces]. De 
ce fait, il est utilisé durant une grande partie de l’année dans de nombreux 
domaines (préparation des sols en vue de l’ensemencement, entretien des 
routes et des espaces verts, voies ferrées, jardins privés). Les analyses 
chimiques effectuées en Auvergne révèlent sa présence dans les eaux de 
surface à différentes périodes de l’année. 
 
 
A.IV.3. Ecotoxicité du diuron et du glyphosate sur les communautés microbiennes 
aquatiques 
 
♦ LE DIURON (N-(3,4-dichlorophényl)-N', N'-diméthylurée, Fig. A-13) est un herbicide de la 
famille des phenylurées, inhibiteur de la photosynthèse, mobile dans le xylème, à pénétration 
racinaire et action foliaire. Il empêche la réduction, par le Photosystème II, des transporteurs 
d'électrons oxydables par le Photosystème I, en agissant en amont de la chaîne constituée par 
ces deux systèmes fonctionnant en série (Ducruet, 1991).  








 L’utilisation intensive de cet herbicide engendre une pollution des eaux de surface suite au 
ruissellement et au lessivage des sols (Garmouna et al., 1997 ; Louchart et al., 2000 ; Barra 
Caracciolo et al., 2005), en zone agricole (Thurman et al., 2000 ; Mitchell et al., 2005)  mais 
aussi en zone urbaine (Revitt et al., 2002 ; Blanchoud et al., 2004).  
 Des tests mono-spécifiques ont mis en évidence une forte toxicité du diuron sur les 
microalgues, qu’il soit utilisé seul ou combiné avec d’autres pesticides. Le niveau de toxicité 
varie cependant en fonction des espèces considérées et des critères choisis lors de ces tests 
(Flum & Shanon, 1987 ; Schafer et al., 1994 ; DeLorenzo et al., 2001 ; Védrine et al., 2003). 
Parmi les phenylurées, le diuron est ainsi la molécule qui présente l’effet inhibiteur le plus 
important sur la reproduction de l’espèce phytoplanctonique dulcicole Scenedesmus 
vacuolatus (CE50 (24 h)# = 6,60 µg l-1 ; Backhaus et al., 2004). Des études menées à l’échelle 
de la communauté ont également démontré les effets néfastes du diuron sur les fractions 
planctoniques et périphytiques à des concentrations parfois inférieures à 1 µg l-1 (Molander & 
Blanck, 1992). Ces effets peuvent conduire à une diminution des teneurs en chlorophylle a et 
à une inhibition de la production primaire ou affecter la structure de la communauté en 
modifiant la diversité spécifique (Molander & Blanck, 1992 ; Hartgers et al., 1998 ; Arrhenius 
et al., 2004 ; Perschbacher & Ludwig, 2004). L’impact sur les organismes autotrophes peut 
alors perturber le fonctionnement de l’écosystème et entraîner une modification des 
conditions environnementales notamment une diminution significative des teneurs en oxygène 
dissous (Flum & Shannon, 1987 ; Hartgers et al., 1998 ; Sumpono et al., 2003). 
 Des tests effectués sur des bactéries bioluminescentes ont également démontré la toxicité 
potentielle du diuron sur les microorganismes hétérotrophes (Canna-Michaelidou & Nicolaou, 
1996 ; Strachan et al., 2001 ; Tixier et al., 2001). Des études menées sur des écosystèmes 
terrestres ont mis en évidence un effet inhibiteur du diuron sur l’activité des communautés 
bactériennes (Prado & Airoldi, 2002) et un impact significatif sur leur diversité spécifique 
appréhendée à l’aide de la DGGE (El Frantoussi et al., 1999). A notre connaissance, la seule 
étude visant à caractériser les effets du diuron sur des communautés bactériennes aquatiques 
naturelles a été effectuée par Sumpono (2002) dans un dispositif expérimental de type 
                                                 
# concentration efficace qui affecte 50% des organismes durant 24 heures (suivant le critère de toxicité choisi) 
Figure A-13 : Structure du diuron. 
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« lagunage naturel ». Ces travaux ont montré que l’introduction de diuron, à la concentration 
de 10 mg l-1, peut entraîner une augmentation de la densité bactérienne suite à une libération 
de matériel organique par les cellules autotrophes affectées par la présence de l’herbicide. 
L’analyse de la structure (par la méthode FISH) a montré une diminution significative de la 
proportion de cellules appartenant au groupe des CFB (Cytophaga-Flavobacterium-
Bacteroides) et des modifications importantes de la diversité bactérienne ont été visualisées à 
l’aide de la TTGE. Cependant, très peu de données concernent l’impact du diuron à une 
concentration réaliste sur des communautés bactériennes de milieux lotiques naturels qui sont 
pourtant susceptibles d’être exposées régulièrement à la présence de cette molécule.  
 
♦ LE GLYPHOSATE (N-(phosphonomethyl) glycine, Fig. A-14) est un herbicide à large 
spectre, non sélectif et systémique, commercialisé depuis une trentaine d’année (Baylis, 
2000 ; Woodburn, 2000). Il est absorbé par les feuilles et les tissus souples de la tige et agit en 
inhibant l’activité d’une enzyme jouant un rôle clé dans la voie de biosynthèse des acides 
aminés aromatiques : la 5-enolpyruvylshikimate-3-phosphate synthase (EPSPS). En présence 
de glyphosate, la voie de biosynthèse des ces acides aminés, indispensables à la synthèse de 
protéines, s’interrompt (Baylis, 2000). Il tue alors pratiquement tous les types de plantes qui 
meurent en quelques jours ou quelques semaines.  
 Le glyphosate est l’un des herbicides les plus employés (Baylis, 2000 ; Woodburn, 2000 ; 
Kolpin et al., 2006). Son usage dans l’agriculture, notamment aux Etats-Unis (Fig. A-15), ne 
cesse d’augmenter et compte tenu de son large spectre d’action, son utilisation est également 








 Malgré un temps de demi-vie relativement court en milieu aquatique (environ 100 heures 
dans une eau de rivière ; Mallat & Barceló, 1998), les analyses effectuées récemment dans 
divers cours d’eau mettent en évidence l’exposition régulière des organismes aquatiques à cet 
herbicide (Blanchoud et al., 2004 ; Skark et al., 2004 ; Battaglin et al., 2005 ; Kolpin et al., 
2006). 
 
glyphosate : N-(phosphonomethyl)glycine 
Figure A-14 : Structure du glyphosate. 














La plupart des tests réalisés sur des microorganismes autotrophes ont mis en évidence la 
faible toxicité du glyphosate (Tableau A-6). De plus, Sullivan et al. (1981) et Schaffer & 
Sebetich (2004) ont démontré que certaines espèces algales pouvaient être stimulées par la 
présence de cet herbicide. Toutefois, la plupart des études ont été réalisées à partir de cultures 
cellulaires et sur des périodes très courtes. Les résultats obtenus sont donc de ce fait 
difficilement extrapolables sur des communautés en milieu naturel.  
 Tsui & Chu (2003) ont également apprécié les effets du glyphosate sur la bactérie Vibrio 
fischeri à l’aide du test Microtox® (CE50=15,8-177mg l-1 en fonction de la formulation). 
Récemment, Enrich-Prast (2006) a démontré que le glyphosate n’affectait que faiblement le 
processus de nitrification dans des sédiments aquatiques. A notre connaissance, il n’existe 
actuellement aucune étude ayant appréhendé l’impact du glyphosate sur l’activité et la 


























Tableau A-6 : Exemples de toxicité du glyphosate sous différentes formulations sur des 
microalgues.  
Figure A-15 : Evolution de l’utilisation estimée d’herbicides dans l’agriculture de 9 états de 
l’Ouest des Etats-Unis (Battaglin et al., 2005)  * 1 livre = 453,6 grammes.
 
formulation organisme temps paramètre EC50 (mg Gly l-1) Référence
glyphosate communauté périphytique 4h fixation de carbone 8,9 - 89 Goldsborough & Brown, 1988
Rodeo® Ankistrodesmus sp. 96h densité cellulaire 0,07 - 0,41 Gardner et al. , 1997
glyphosate Scenedesmus acutus 96h taux de croissance 10,4 - 11,2 Sáenz et al. , 1997
glyphosate Scenedesmus quadricauda 96h taux de croissance 4,4 - 8,9 Sáenz et al. , 1997
Ron-do® Scenedesmus acutus 96h taux de croissance 8,4 - 9,7 Sáenz et al. , 1997
Ron-do® Scenedesmus quadricauda 96h taux de croissance 8,1 - 10,2 Sáenz et al. , 1997
glyphosate Selenastrum capricortunum 96h taux de croissance 22,8 - 26,7 Tsui & Chu, 2003
glyphosate Skeletonema costatum 96h taux de croissance 0,82 - 11,1 Tsui & Chu, 2003
Roundup® Selenastrum capricortunum 96h taux de croissance 2,36 - 8,14 Tsui & Chu, 2003
Roundup® Skeletonema costatum 96h taux de croissance 0,33 - 10,49 Tsui & Chu, 2003
Formulation           Organisme                        Temps          Paramètre       CE 50 (mg Gly.l-1)            Référence 
ri rnutum 
ri rnutum 
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Chapitre B – MATERIEL ET METHODES 
 
B.I.      Site d’étude et stratégies d’échantillonnage 
 
B.I.1. Les campagnes in situ 
B.I.1.1. Objectif 
 Deux campagnes d’échantillonnage de 11 mois ont été réalisées, sur le bassin versant du 
Jauron, en 2003 et 2004. L’objectif de ce travail était de suivre dans ce cours d’eau (d’ordre 1 
à 4) régulièrement exposé à la présence de pesticides, l’évolution saisonnière des 
communautés microbiennes étudiées en fonction de l’ensemble des paramètres 
environnementaux et plus particulièrement du contexte global de pollution. 
 
B.I.1.2. Choix des stations de prélèvements 
Le bassin versant choisi, présente une région d’élevage en zone amont et différentes 
sources de pollution par les pesticides plus aval, relativement bien localisées, à savoir, les 
rejets urbains, principalement au niveau de la ville de Billom et les pratiques de cultures 
intensives à proximité de l’exutoire.  
Les prélèvements ont été effectués sur le Jauron et un de ses affluents, l’Angaud, au 
niveau de trois stations, sélectionnées parmi sept points d’échantillonnage suivis 
chimiquement par le groupe Phyt’eauvergne. Le choix de ces trois stations a donc été effectué 



















sens  d’écoulement 
Figure B-1 : Localisation des stations de prélèvements choisies lors des campagnes in situ. 
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- la station codée "JAU1" correspond au point exutoire du bassin versant. Elle est située 
en zone de cultures intensives, à environ 100 mètres de la confluence avec la rivière 
Allier, et intègre l’ensemble de la pollution reçue par la rivière.  
- la station codée "JAU3" est également située sur le Jauron. Elle est considérée comme 
représentative des pratiques agricoles de la zone amont du bassin versant qui ont recours à 
une utilisation de pesticides très limitée (majoritairement de l’élevage de moyenne 
montagne). Cette station a été choisie comme station référence faiblement polluée. 
- la station codée "JAU4" est localisée sur l’Angaud. Elle est majoritairement alimentée 
par le rejet de la station d’épuration de Billom, situé à 30 mètres en amont et est de ce fait 
réceptrice de la pollution urbaine issue de cette localité. 
 
B.I.1.3. Echantillonnage 
Le calendrier des prélèvements suivi pour les deux campagnes in situ est détaillé dans le 
Tableau B-1. 
 
L’eau a été échantillonnée aux différentes stations à l’aide d’un seau préalablement rincé 
trois fois dans la rivière, puis transférée dans une bouteille stérile de 2 litres en pyrex et 
conservée au froid dans une glacière pendant le trajet avant d’être maintenue à 4°C jusqu’aux 
analyses. Chacune des sorties a été réalisée en début de matinée afin de réduire au maximum 
l’influence des variations journalières avec une durée totale entre le premier prélèvement et le 
retour au laboratoire n’excédant pas deux heures. Certains paramètres physico-chimiques (pH, 
température et oxygène) ont été mesurés directement in situ à l’aide de sondes immergées 
dans la colonne d’eau (voir le chapitre B.II). 
 












Tableau B-1 : Calendrier des échantillonnages effectués pour les campagnes in situ. 
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B.I.2. Les études expérimentales en microcosmes 
B.I.2.1. Objectif 
Parallèlement aux campagnes in situ, des études expérimentales ont été réalisées afin 
d’appréhender, en conditions contrôlées, les effets des principaux pesticides rencontrés dans le 
Jauron (le diuron, le glyphosate et l’alachlore) sur les communautés microbiennes naturelles 
issues de ce cours d’eau. Pour chacune des molécules choisies, les expériences ont été menées 
à partir d’une exposition unique à une concentration théorique de 10 µg l-1.  
 
B.I.2.2. Calendrier des expériences  
 Chacune des études expérimentales a été programmée afin d’échantillonner les 
communautés biologiques à des périodes caractérisées, si possible, par l’absence de la 
molécule étudiée dans l’eau. Ceci a donc permis de constituer des microcosmes témoins non 
contaminés et de reproduire au mieux une pollution en milieu naturel. Le calendrier des études 
expérimentales a donc été établi en fonction des caractéristiques propres à chacune des 
molécules sélectionnées. Pour ce faire, les prélèvements ont été effectués juste avant les 
périodes théoriques d’épandage en se basant sur les pratiques agricoles et sur les résultats des 
analyses chimiques effectuées les années précédentes (données Phyt’eauvergne). Ces périodes 
d’épandage ainsi que le temps de transfert des molécules vers les cours d’eau peuvent toutefois 
varier d’une année à l’autre en fonction des conditions météorologiques et des pratiques 
culturales. 
 Le diuron a une période d’utilisation assez restreinte sur le bassin versant du Jauron (fin du 
printemps et/ou début de l’été). Deux expériences ont donc été menées en mars 2003 et en mai 
2004, afin d’appréhender l’impact de cette molécule sur les communautés microbiennes 
prélevées avant l’épandage au cours de deux années successives. 
 Le glyphosate est actuellement une des molécules les plus régulièrement retrouvées dans 
les eaux de surface durant une grande partie de l’année. Trois expériences ont été menées au 
cours du mois d’avril (2003 et 2004) et du mois d’août (2004) pour apprécier son impact sur 
les communautés microbiennes en intégrant à la fois le facteur interannuel et le facteur 
saisonnier. 
 L’alachlore est retrouvé dans l’eau plus ponctuellement, mais à différentes périodes de 
l’année. Une expérience a été menée au cours du printemps (mai 2003) et une à la fin de l’été 
(septembre 2004) afin de comparer la réaction des organismes microbiens en fonction du 
paramètre saisonnier. Toutefois, les analyses n’ont pas été menées à leur terme et les résultats 
obtenus ne seront pas décrits dans ce manuscrit. 
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B.I.2.3. Constitution des microcosmes 
Pour chacune des études en microcosmes, les communautés microbiennes planctoniques et 
périphytiques ont été échantillonnées au niveau de la station "JAU1". Pour les 
microorganismes planctoniques, 25 litres d’eau ont été prélevés selon le procédé décrit 
précédemment. De retour au laboratoire, l’eau a été filtrée à 100 µm pour éliminer la majorité 
des organismes brouteurs puis homogénéisée dans un aquarium en verre d’une contenance 
totale de 50 litres. Le périphyton a été collecté à partir de substrats artificiels (lames de verre, 
voir chapitre B.III.1.) sauf pour l’expérience conduite avec le diuron en mai 2004 où les 
supports utilisés ont été vandalisés lors de la période de colonisation. Dans ce cas particulier, 
les organismes ont été prélevés directement sur des pierres présentant une surface totale 
équivalente à 10 lames de verre (environ 200 cm²).  Les organismes périphytiques ont été remis 
en suspension par "grattage" (voir chapitre B.III.1.) dans un volume final de 600 ml d’eau de 
rivière, filtrée à 100 µm et homogénéisée.  
Des Erlenmeyers de 3 litres (Duran Schott) contenant 2,23 litres de la colonne d’eau 
additionnés de 70 ml de la suspension obtenue après décollement du périphyton, ont servi de 
microcosmes. Des microcosmes contrôles, non contaminés, ont ainsi été constitués et le 
polluant a été ajouté dans les autres microcosmes à la concentration théorique finale de                
10 µg l-1. Les microcosmes (témoins et traités) ont été réalisés en duplicats pour les 














Figure B-2 : Photographie du dispositif expérimental utilisé pour les études en microcosmes. 
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Durant tout le suivi (21 à 24 jours suivant les expériences), les microcosmes ont été placés 
sur une plaque à agitation permanente, dans une étuve maintenue à une température constante 
et proche de celle mesurée in situ lors du prélèvement initial associé à chaque expérience (Fig. 
B-2). L’éclairage, d’intensité constante (environ 4000 lux), a été assuré par trois néons 
"lumière du jour" qui délivrent une lumière blanche couvrant l’essentiel du spectre visible 
(Mazda Prestiflux TFP 18W  JR/865, Fig. B-3). Le cycle nycthéméral a été adapté pour 
chacune des expériences en fonction de la période de l’année où elles se sont déroulées, pour 










A chaque temps d’échantillonnage, le volume d’eau nécessaire pour l’ensemble des 
analyses biotiques et abiotiques (200 à 300 ml suivant les paramètres mesurés) a été prélevé en 
conditions stériles et homogénéisé avant répartition. Les protocoles utilisés pour les différentes 
analyses sont décrits dans les paragraphes suivants.  
 
B.II.    Paramètres abiotiques mesurés 
 
B.II.1. Dosage des pesticides  
Les dosages de pesticides pour les campagnes in situ ont été réalisés par le laboratoire  
Santé-Environnement-Hygiène de Lyon (SEHL). Ce laboratoire a été choisi en 2000 par le 
groupe Phyt’eauvergne suite à un appel d’offre lancé auprès d’une dizaine de laboratoires 
d’analyses de résidus suivant un cahier des charges élaboré par la Direction Générale de 
l’Alimentation (DGAL). Il répond entre autre à une démarche qualité accréditée par le 
COFRAC (Comité Français d’Accréditation) selon le programme 100.1 ("Analyses physico-
chimiques des eaux", www.cofrac.fr). 
Figure B-3 : Spectre lumineux des néons utilisés dans le dispositif expérimental (néon MAZDA 
Fluor  TFP 18W JR /865 G13 ; données MAZDA). 
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Au cours des années 2003 et 2004, près de 280 matières actives ont été recherchées lors des 
dosages chimiques effectués à partir du couplage de différentes techniques d’extraction et 
d’analyses (chaînes de chromatographie en phase liquide et gazeuse, couplage 
chromatographie / spectrométrie de masse…). Lors des études expérimentales, ce même 
laboratoire a été chargé du suivi analytique de chacune des molécules considérées (ainsi que de 
l’AMPA dans le cadre des expérimentations avec le glyphosate), utilisées sous forme de 
produits purs. 
Pour les deux types d’études (in situ et expérimentales), les échantillons, destinés à 
l’analyse des pesticides (volumes variables en fonction des molécules recherchées et des 
recommandations du laboratoire d’analyse), ont été conservés à 4°C dans des bouteilles en 
verre fumé, afin de limiter les processus de bio- et de photo-transformation, jusqu’à analyse 
par le laboratoire accrédité. 
 
B.II.2. Mesure de la température, de l’oxygène dissous et du pH 
La température, la concentration en oxygène dissous et son pourcentage de saturation dans 
l’eau ont été mesurés à l’aide d’un oxymètre portable (WTW OXI 96). Le pH a été mesuré 
avec un pH-mètre muni d’une électrode de verre (Schott CG-818). 
 
B.II.3. Dosages des composés azotés et phosphorés 
Les concentrations en ammonium (N-NH4), nitrites (N-NO2), nitrates (N-NO3) et 
orthophosphates (P-PO4) ont été déterminées par dosages spectrophotométriques 
(spectrophotomètre Secoman S500) à l’aide des kits Spectroquants® (Merck) n° 
1.14752.0001, 1.14773.0001, 1.14776.0001 et 1.14842.0001 respectivement, suivant les 
protocoles décrits par les fabricants. 
 
B.II.4. Dosage du carbone organique dissous (COD) 
Le dosage du carbone organique dissous a été réalisé suivant le protocole décrit par Fajon 
(1998). Trente millilitres d’échantillon ont été filtrés sur filtre Whatman GF/F, préalablement 
passé au four (500°C, 10 heures,) à l’aide d’une seringue en verre préalablement lavée avec 
un mélange sulfochromique et rincée abondamment à l’eau distillée. Le filtrat a été collecté 
dans deux ampoules en verre passées préalablement au four (500°C, 10 heures) et fixé avec 
du chlorure mercurique (HgCl2, 5 mg.l-1). Les ampoules ont été scellées à la flamme et 
stockées à l’obscurité à 4°C jusqu’aux analyses. 
Le dosage a été réalisé sur un analyseur de carbone organique (TOC 5000, Shimatzu) 
fonctionnant selon le principe de l’oxydation catalytique à haute température. L’échantillon a 
été acidifié par l’ajout de 10 µl d’HCl 6N et décarbonaté par un bullage d’air pur (20% O2) 
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pendant 10 minutes afin d’éliminer le carbone inorganique dissous. Un volume de 100 µl a été 
alors injecté dans le tube à combustion chauffé à 680°C afin de décomposer le carbone en 
CO2. La mesure du CO2 a été effectuée au niveau d’une cellule de détection infrarouge non 
dispersif (NDIR) qui génère un pic dont l’aire est proportionnelle à la concentration en COD. 
Suite à un problème de contamination des échantillons lors de leur conservation, les seuls 
résultats exploitables étaient ceux relatifs à l’étude menée en 2004 avec le diuron (cf. 
Chapitre D.II). 
 
B.II.5. Mesure du débit et de la pluviométrie 
La station "JAU1" est utilisée par la DIREN Auvergne comme station hydrométrique 
(code hydro K2714010) dans le cadre de la surveillance du niveau des cours d’eau dans le 
Puy-de-Dôme (Fig. B-4A). De ce fait, elle est équipée d’une station d’acquisition permettant 
de mesurer automatiquement et d’enregistrer en continu le débit de l’eau (Fig. B-4B). En 
2003, ces données n’ont toutefois pu être récoltées entre le 31 juillet et le 10 novembre inclus, 















Les données de pluviométrie, mesurées quotidiennement à la station "Joze-bourg", située à 
environ 8 kilomètres au Nord-Est de la station "JAU1", ont été fournies par Météo France. 
 
Figure B-4 : Répartition des stations hydrométriques en service dans la région Auvergne (A) et 
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B.III.  Etude du compartiment algal planctonique (phytoplancton) et périphytique 
(phytobenthos) 
 
B.III.1. Collecte du phytobenthos 
Le phytobenthos a été collecté sur des lames de verre  (76 mm × 26 mm) fixées sur une 
plaque de plexiglas. L’utilisation de substrats artificiels permet de réduire l’hétérogénéité 
inhérente à l’utilisation de substrats naturels et facilite la comparaison entre plusieurs sites 
géographiques présentant des caractéristiques physiques différentes (Watanabe et al., 1988 ; 
Aloi, 1990 ; Dorigo et al., 2002). Les supports en verre présentent en outre l’avantage de 
posséder une surface uniforme, transparente et de taille précise à partir de laquelle il est aisé 
de décoller les organismes à l’aide d’une lamelle ou d’une lame de rasoir. Ils sont de ce fait 
souvent utilisés pour l’étude des communautés périphytiques (Guasch & Sabater, 1998 ; 
Masseret et al., 1998 ; Dorigo et al., 2002 ; Gustavson et al., 2003). L’objectif de cette étude 
étant de suivre l’évolution du phytobenthos en fonction du contexte de pollution, les lames de 
verre ont été placées en position verticale, parallèlement au courant, afin de favoriser la 
croissance des espèces "véritablement" périphytiques et de limiter l’accumulation de matière 
détritique (Aloi, 1990 ; Masseret et al., 1998). Les supports en plexiglas ont ainsi été fixés, à 
l’aide de piquets métalliques, au milieu du lit de la rivière à mi-hauteur de la colonne d’eau.  
D’après Watanabe et al. (1988), les conditions environnementales ont un impact plus 
marqué durant la phase de colonisation des substrats, avant que la communauté périphytique 
ne tende vers un stade climacique#. En outre, une période courte permet de limiter la 
prolifération des macro-invertébrés et le phénomène de broutage. Les supports utilisés ont 
donc été immergés durant deux semaines (voir chapitre D.I.2.), période de courte durée mais 
suffisante pour permettre la croissance des communautés algales (APHA, 1992 ; Guash & 
Sabater, 1998). Après colonisation, les lames de verre ont été récupérées et conservées au 
froid dans 30 ml d’eau distillée stérile durant le transport. Au laboratoire, chaque lame (10 par 
station) a été grattée à l’aide d’une lamelle et minutieusement rincée afin de détacher tous les 
organismes fixés et remettre ainsi en suspension le biofilm périphytique dans l’eau distillée. 
Pour chaque station, les échantillons issus des 10 lames ont été mélangés dans un volume 
final de 600 ml et homogénéisés avant l’analyse.  
Au cours de l’année 2003, les supports ont été régulièrement sujets à vandalisme durant la 
période de colonisation. De ce fait, l’évolution du compartiment périphytique au cours de la 
première année d’étude n’a pu être appréhendée que de façon très ponctuelle. 
 
 
                                                 
#  désigne ce qui se rapporte au climax c’est à dire au stade le plus évolué d’une succession écologique 
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B.III.2. Estimation de la biomasse algale 
Les biomasses algales planctoniques et périphytiques ont été déterminées par mesures 
spectrophotométriques des teneurs en chlorophylle a. Cent cinquante à 500 ml de la colonne 
d’eau pour le phytoplancton et 10 à 50 ml du biofilm remis en suspension pour le 
phytobenthos ont été filtrés sur un filtre en fibre de verre type GF/F (Whatman, diamètre 25 
mm). Le filtre a ensuite été immergé durant 1 minute dans l’azote liquide puis conservé à -
80°C jusqu’à analyse. L'extraction des pigments a été réalisée à l’obscurité pendant un 
minimum de 12 heures en plongeant le filtre préalablement découpé en petits morceaux dans 
3 ml d’acétone 90%. Après centrifugation pendant 15 minutes à 3000 g, le surnageant a été 
analysé par spectrophotométrie (SECOMAM  S.500) d’après l’équation trichromatique de 
SCOR-UNESCO (1964).  
La méthode spectrophotométrique nous a également permis d'effectuer une analyse 
pigmentaire plus large en évaluant notamment les teneurs en phaéopigments d'après l'équation 
de Lorenzen (1965). Toutefois, il a été montré que les valeurs obtenues par cette méthode, 
beaucoup moins résolutive qu'une analyse par HPLC, ne sont pas toujours très fiables et sont 
difficilement interprétables notamment pour l'appréciation de l'état physiologique des 
communautés algales (Louda & Monghkonsri, 2004). De ce fait, et au regard de certaines 
valeurs assez aberrantes, nous avons préféré ne pas en tenir compte dans notre travail. 
 
B.III.3. Mesure de l’abondance algale et analyse de la composition taxonomique  
Les échantillons à analyser (100 ml pour le phytoplancton et 30 ml pour le phytobenthos) 
ont été fixés au lugol (1%) et conservés à l’obscurité jusqu’à l’observation. Après 
sédimentation pendant une nuit d’un volume adapté pour chaque échantillon, l’identification 
(au niveau du genre) et le dénombrement des organismes a été effectué à l’aide d'un 
microscope inversé (Wild M40) d’après la méthode décrite par Utermöhl (1958).  
 
B.IV. Etude du compartiment bactérien 
 
B.IV.1. Paramètres quantitatifs 
B.IV.1.1. Mesure de l’abondance bactérienne 
B.IV.1.1.a. Principe 
L’énumération directe des cellules bactériennes en microscopie à épifluorescence est une 
méthode largement utilisée en écologie aquatique (Kepner & Pratt, 1994). Le dénombrement 
des bactéries totales a été réalisé après marquage de l’ADN par un fluorochrome, le DAPI (4’-
6 diamidino-2-phenylindole), spécifique des bases A-T. Sous excitation par une lumière U.V., 
le complexe ADN-DAPI fluoresce dans le bleu alors que le DAPI fixé sur du matériel "non-
ADN" fluoresce dans le jaune (Porter & Feig, 1980).  




Le protocole utilisé est celui décrit par Sumpono et al. (2003) d’après Hobbie et al. 
(1977). 2 ml d’échantillon ont été fixés au formaldéhyde (2% final) et conservés à l’obscurité 
à 4°C. Après marquage au DAPI (2,5 µg.ml-1 final) pendant 20 minutes à l’obscurité, 
l’échantillon a été filtré sur membrane noire de porosité 0,22 µm (GTBP, Millipore) et les 
cellules bactériennes ont été dénombrées à l’aide d’un microscope à épifluorescence de type 
Olympus BH2 (filtre UV, UG1 DM 400). 
  
B.IV.1.2. Estimation de la production bactérienne hétérotrophe 
B.IV.1.2.a. Principe 
Les méthodes les plus utilisées pour analyser la production bactérienne en milieu 
aquatique sont basées sur la mesure de la fréquence de division cellulaire (Hagström et al., 
1979 ; Newell & Christian, 1981), sur la détermination du taux de synthèse de l’ADN 
bactérien par incorporation de thymidine tritiée (Fuhrman & Azam, 1980, Riemann et al., 
1982) et sur la détermination du taux de synthèse protéique par incorporation de leucine tritiée 
(Kirchman et al., 1985 ; Simon & Azam, 1989). Les deux premières méthodes correspondent 
à une estimation du taux de division bactérienne, alors que l’estimation de l’incorporation de 
leucine tritiée dans les protéines mesure un accroissement de la biomasse bactérienne. 
    
B.IV.1.2.b. Protocole 
Dans cette étude, la production hétérotrophe bactérienne a été estimée par incorporation 
de thymidine tritiée ([methyl-3H] thymidine) suivant un protocole adapté de Fajon et al. 
(1999). La concentration saturante et le temps d’incubation optimal ont été déterminés à partir 
d’échantillons prélevés au début de l’étude.  
La solution mère de thymidine tritiée présentant une activité spécifique de 86 Ci.nmole-1 
(Ammersham International,) a été ajoutée à 10 ml d’échantillon afin d’obtenir une 
concentration finale de 10 nmole.l-1. Les échantillons, réalisés en duplicats, ont été incubés à 
température in situ pendant une heure. L’incorporation a été stoppée par ajout de 5 ml d’acide 
trichloroacétique (TCA, 20%) froid. Pour chaque duplicat, un témoin a été réalisé en ajoutant 
le TCA avant l’addition de 3H-thymidine. Les macromolécules précipitées par le TCA ont été 
collectées par filtration sur membrane de porosité 0,22 µm (GSWP, Millipore). Les filtres ont 
alors été rincés cinq fois avec 2 ml de TCA froid (5%) et une fois avec 5 ml d’éthanol (70%) 
puis placés dans des fioles à scintillation contenant 5 ml de liquide scintillant (Ready safe, 
Beckman Coulter). Après une heure d’incubation à température ambiante, la radioactivité a 
été mesurée à l’aide d’un compteur à scintillation (Beckman Coulter, LS6500) à partir du 
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calcul du nombre de désintégrations par minute (dpm). La production bactérienne, exprimée 
en nmole de thymidine incorporée par litre et par heure, a été déterminée alors à partir de 




dpm échantillon : nombre moyen de désintégrations par minute pour l’échantillon 
dpm témoin : nombre moyen de désintégrations par minute pour le témoin 
AS : activité spécifique de la thymidine tritiée en µCi.nmole-1 
2,22.106 : facteur de conversion de dpm en µCi 
V : volume incubé en ml 
t : temps d’incubation en minutes 
 
Ce taux d’incorporation a été converti en nombre de cellules produites par unité de temps 
et de volume à l’aide du facteur de conversion de 2 .1018 cellules bactériennes par molécule de 
thymidine tritiée incorporée (Bell, 1993). 
 
B.IV.1.3. Estimation de la proportion de bactéries présentant une activité 
respiratoire 
B.IV.1.3.a. Choix du marqueur d’activité 
La détection en milieu naturel de la fraction de cellules bactériennes vivantes présentant 
une activité physiologique est d’un grand intérêt en écologie microbienne (Joux & Lebaron, 
2000). Ces données n’ont longtemps été accessibles que via les méthodes culturales dont les 
limites ne se restreignaient qu’à la proportion de bactéries cultivables (Ward et al., 1990). De 
nouvelles techniques ont été développées, au cours de la dernière décennie, afin d’étudier la 
fraction bactérienne dite "viable mais non cultivable" (VNC ou VBNC) (Barer & Harwood, 
1999). Ces méthodologies sont basées sur des comptages directs à l’aide de divers 
fluorochromes. Différents critères sont utilisés pour déterminer la viabilité et éventuellement 
l’activité des bactéries : 
-  présence de matériel génétique : méthodes Nucc ("nucleoid-containing cells" ; Zweifel 
& Hagström, 1995 ; Choi et al., 1996) et HDNA ("high DNA content" ; Gasol et al., 
1999 ; Grégori et al., 2001 ; Lebaron et al., 2001) ; 
- potentiel membranaire : marquage à la rhodamine 123 (Kaprelyants & Kell, 1992 ; 
Porter et al., 1995) ; 
-  intégrité membranaire : couplage entre un fluorochrome capable de pénétrer à travers 
toutes les membranes bactériennes, intactes ou endommagées (SYBR green, SYTO 9…) 
et l’iodure de propidium qui ne marque que les cellules altérées (Gasol et al., 1999 ; 
Grégori et al., 2001) ;  
PRODUCTION= [(dpm échantillon – dpm témoin) / (2,22.106 × AS)] × (1000 / V) × (60 / t) 
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- activité estérase : utilisation de différents marqueurs tels que le diacétate de fluorescéine 
(FDA) ou le diacétate de carboxyfluorescéine (CFDA) (Porter et al., 1995 ; Yamaguchi et 
al., 1997 ; Catala et al., 1999 ; Parthuisot et al., 2000) ; 
-  activité respiratoire : utilisation de sels de tétrazolium qui s’intercalent dans la chaîne de 
transport d’électrons. Le marqueur le plus généralement utilisé est le 5-cyano-2,3-ditolyl 
tétrazolium chloride (CTC ; Rodriguez et al., 1992 ; Choi et al., 1996 ; Yamaguchi et al., 
1997 ; Berman et al., 2001). 
 
Dans cette étude, la mesure de l’activité respiratoire par marquage au CTC a été utilisée. 
Cette technique présente l’avantage de cibler la fraction bactérienne la plus active au sein de 
la communauté (Sherr et al., 1999 ; Nielsen et al., 2003) et d’être facilement détectable par 
microscopie à épifluorescence, même en présence de bactéries de petites tailles (Rodriguez et 
al., 1992). De plus, l’activité respiratoire demeure l’un des critères les plus utilisés pour 
caractériser l’état physiologique des communautés bactériennes en milieu lotique (Yamaguchi 
et al., 1997 ; Proctor & Souza, 2001 ; Klammer et al., 2002 ; Araya et al., 2003) ce qui 
favorise la comparaison des résultats obtenus avec ceux disponibles dans la littérature. 
    
B.IV.1.3.b. Protocole 
Après ajout d’une solution de CTC (Sigma, 5 mM final) et incubation à température 
ambiante pendant 4 heures, les échantillons (2 ml) ont été fixés avec du formaldéhyde (2% 
final) puis conservés à l’obscurité à 4°C (Joux & Lebaron, 1997). Avant l'observation, les 
cellules ont été marquées au DAPI (2,5 µg.ml-1 final) comme décrit précédemment et filtrées 
sur membrane Nucléopore noire (GTBP Millipore). Le comptage des bactéries a été effectué à 
l’aide d’un microscope à épifluorescence (Olympus BH2) muni d’un filtre UV (UG1, 
DM400) pour le dénombrement des bactéries totales et d’un filtre B (BP490, DM500) pour le 
dénombrement des bactéries CTC-positives. Le pourcentage de bactéries présentant une 
activité respiratoire a été exprimé par le rapport entre le nombre de cellules CTC-positives et 
le nombre total de cellules marquées au DAPI. 
 
B.IV.2. Paramètres visant à analyser la composition de la communauté bactérienne 
B.IV.2.1. Analyse de la structure de la communauté bactérienne par 
hybridation in situ (FISH) 
 
B.IV.2.1.a. Principe 
Depuis une quinzaine d’années, les sondes oligonucléotidiques ciblant l'ARN ribosomal 
(ARNr) 16S ou 23S sont des outils fréquemment utilisés pour la détection in situ de groupes 
ou d’espèces bactériennes (Amann et al., 1990, 2001). Les champs d’application de cette 
méthodologie sont vastes et incluent les domaines médicaux et environnementaux (voir pour 
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revue Moter & Göbel, 2000). La méthode FISH est utilisée "en routine" pour caractériser la 
structure globale des communautés bactériennes en milieu naturel, notamment dans les 
écosystèmes aquatiques, qu’ils soient marins (Glöckner et al., 1999 ; Cottrell & Kirchman, 
2000 ; Zubkov et al., 2001), estuariens (Castle & Kirchman, 2004 ; Cottrell & Kirchman, 
2004 ; Yokokawa et al., 2004) ou d’eau douce (Glöckner et al., 1999 ; Kenzaka et al., 2001 ; 
Klammer et al., 2002 ; Araya et al., 2003). 
 
B.IV.2.1.b. Sondes oligonucléotidiques utilisées dans cette étude 
Quatre sondes oligonucléotidiques marquées à l’indo-carbo-cyanine (CY3 ; Glöckner et 
al., 1996) ont été utilisées dans cette étude. Ces sondes sont spécifiques des bactéries 
appartenant aux sous-classes α-(Alf1b), β-(Bet42a), γ-(Gam42a) des Protéobactéries et aux 
genres Cytophaga et Flavobacterium (CF319a) (Tableau B-2). Ces groupes taxonomiques 
ont été particulièrement ciblés en raison de leur prédominance dans les milieux aquatiques 
lotiques (Kenzaka et al., 2001 ; Klammer et al., 2002 ; Araya et al., 2003).  
 
  a Chez E. coli   b Pourcentage de formamide (FA) utilisé dans le tampon d’hybridation  
 
B.IV.2.1.c. Hybridation et dénombrement  
Quarante millilitres d'échantillon ont été fixés avec du paraformaldéhyde (3% final), 
incubés à 4°C pendant 16 à 24 heures puis centrifugés 25 minutes à 8000 rpm (centrifugeuse 
BECKMAN, rotor JA 14). Le culot a été rincé avec 20 ml de PBS 1X et à nouveau centrifugé 
pendant 25 minutes à 8000 rpm. Les cellules présentes dans le culot ont été conservées dans 1 
ml d’un mélange PBS 1X/éthanol 70% (vol/vol) à -20°C jusqu’à l’hybridation. 
L’hybridation a été réalisée suivant le protocole décrit par Araya et al. (2003). Un volume, 
variable selon la densité cellulaire, a été filtré sur un filtre blanc Millipore (GTTP) de porosité 
0,22 µm, découpé ensuite en quatre sections destinées à l'hybridation des cellules bactériennes 
par une des quatre sondes décrites ci-dessus. Chaque section a été placée sur une lame de 
verre et recouverte avec 50 µl de tampon d’hybridation contenant la sonde (Tableau B-3A). 
L’hybridation a été réalisée dans une boîte noire à 46°C pendant 90 min. Du papier 
Whatmann, humidifié avec le tampon d’hybridation (dépourvu de sonde), a été placé dans les 
Tableau B-2 : Sondes oligonucléotidiques utilisées pour l’hybridation in situ. 
Sonde Cible Région ciblée a Séquence (5’ →3’) FAb Référence 
ALF1 α- Proteobacteria 16S, 19-35 GGT AAG GTT CTG CGC AGC 20 
BET42a β- Proteobacteria 23S, 1027-143 GCC TTC CCA CTT CGT TT 35 
GAM42a γ-  Proteobacteria 23S, 1027-1043 GCC TTC CCA CAT CGT TTT 35 
Manz et al. 1992 
CF319a Cytophaga-Flavobacterium 16S, 319-336 TGG TCC GTG TCT CAG TAC 35 Manz et al. 1996 
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boîtes afin de prévenir la déshydratation des sections de filtre durant le processus 
d’hybridation. 
Des sondes compétitrices non fluorescentes ont été utilisées en concentration double lors de 
l’hybridation avec les sondes BET42a et GAM42a, chacune de ces sondes servant de 
compétiteur mutuel l’une pour l’autre (Manz et al.,1992). A l’issu de l’étape d’hybridation, 
chaque section de filtre a été incubée 20 minutes à 48°C dans 20 ml d'une solution de lavage 










 Après séchage, les sections de filtre ont été placées sur une lame de verre en chambre 
humide (eau stérile) et recouvertes par 35 µl d'une solution de DAPI (10 µg l-1). Après 20 
minutes d’incubation à température ambiante et à l'obscurité, le DAPI en excès a été éliminé 
en filtrant progressivement 30 ml d'eau stérile sur les 4 sections. Les filtres ont été placés 
entre lame et lamelle dans un milieu glycérolé (huile Citifluor, Canterbury). Les bactéries sont 
dénombrées en microscopie à épifluorescence (Leica DM-IRB) sous filtre UV (DAPI) et sous 
filtre vert (λexcitation =512 nm ; λémission = 615 nm). La proportion relative de chaque groupe 
ciblé a été exprimée par rapport au nombre total de bactéries marquées au DAPI. 
 
B.IV.2.2. Analyse de la diversité génétique de la communauté bactérienne 
par électrophorèse sur gel à gradient temporel de température (TTGE). 
 
B.IV.2.2.a. Principe 
L’émergence des méthodes dites "d’empreinte génétique",  dans les années 1990, a permis 
une grande avancée dans l’étude de la diversité au sein des communautés microbiennes, 
mettant en évidence l’existence d’espèces bactériennes non encore décrites et non cultivables. 
Tableau B-3 : Composition des solutions d’hybridation (A) et des solutions de lavage (B) pour 
l’hybridation avec chacune des sondes. 
A
B
ALF1b BET42a GAM42a CF319a
NaCl 0,9 M 0,9 M 0,9 M 0,9 M
Tris/HCl 20 mM 20 mM 20 mM 20 mM
SDS 0,01% 0,01% 0,01% 0,01%
Formamide 20% 35% 35% 35%
Sonde 2,5 ng µl-1 2,5 ng µl-1 2,5 ng µl-1 2,5 ng µl-1
Compétiteur 5 ng µl-1 5 ng µl-1
ALF1b BET42a GAM42a CF319a
NaCl 180 mM 40 mM 40 mM 40 mM
Tris/HCl 20mM 20mM 20mM 20mM
SDS 0,01% 0,01% 0,01% 0,01%
EDTA 5mM 5mM 5mM 5mM
A 
B 
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Muyzer et al. (1993) furent les premiers à appliquer la technique de migration de fragments 
d’ADN amplifiés à partir d’une région de l’ARNr 16S sur un gel de polyacrylamide en 
conditions dénaturantes (DGGE) afin de caractériser le profil génétique d’une communauté 
bactérienne.  
Cette méthodologie permet la séparation de fragments de même taille mais présentant des 
séquences différentes. Cette séparation est basée sur la mobilité électrophorétique de 
molécules d’ADN doubles brins partiellement dénaturées, sur des gels dénaturants de 
polyacrylamide, en fonction d’un gradient linéaire de température (TTGE) ou d’agents 
dénaturants (DGGE). Lorsqu’une molécule d’ADN a atteint sa température de fusion (Tm), la 
migration de la molécule sur le gel est stoppée. Ainsi, des variations de séquences entre les 
fragments d’ADN (fonction du pourcentage G+C) conduisent à des variations de la Tm, et les 
fragments d’ADN présentant des séquences différentes stoppent leur migration à différentes 

























Amplification d’ADNg     
(PCR ciblée sur la région 
V6-V8 du gène codant 
l’ARNr 16S) 
-------  C5     C6      C7     C8 ---
---------V6   V7      V8 -----
GC-968f 1401r 
Séparation sur gel de 
polyacylamide contenant de 
l’urée, en fonction du %G/C 
dénaturation progressive suite à 
l’augmentation de la température
Ech 1 Ech 2Faible % G+C 
Fort % G+C 
TTGE
    ADNr 16S
Bactéries 
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Trois techniques sont ainsi fréquemment utilisées en écologie microbienne : 
l’électrophorèse sur gel de gradient dénaturant (DGGE : Denaturing Gradient Gel 
Electrophoresis ; Muyzer et al., 1993), l’électrophorèse sur gel à gradient temporel de 
température (TTGE : Temporal Temperature Gradient Gel Electrophoresis ; Bosshard et al., 
2000) et l’électrophorèse sur gel à gradient de température (TGGE : Temperature Gradient 
Gel Electrophoresis ; Brümmer et al., 2003). Ces techniques représentent des outils de choix 
pour l’analyse simultanée de plusieurs échantillons dans le cadre d’un suivi de l’évolution 
spatiale ou temporelle des communautés bactériennes (Muyzer, 1999), par exemple dans un 
contexte de pollution  (Cody et al., 2000 ; Brümmer et al., 2003). 
 
B.IV.2.2.b. Extraction de l’ADN génomique (ADNg) 
Le protocole utilisé pour l’extraction d’ADNg suit celui décrit par Sumpono (2002). 
Quarante à 120 ml d'échantillon ont été centrifugés (18000 rpm, 30 min, 4°C ; centrifugeuse 
Beckman, rotor JA 20). Le culot a été repris dans 545 µl de tampon TE (Tris 10 mM, 
pH8/EDTA 1mM) à pH 8 et conservé à –20°C jusqu’à l’extraction.  
Les bactéries ont été lysées par ajout de 25 µl de lysozyme (50 mg.ml-1, Sigma) pendant 30 
minutes à 37°C. Les protéines ont été solubilisées et digérées par addition de 30 µl de SDS 
10% et 3 µl de protéinase K (5 mg.ml-1, Sigma) à 37°C pendant 60 min. Cent microlitres de 
NaCl 5 M et 80 µl de CTAB/NaCl (1% poids/volume), préchauffés à 65°C, ont été ajoutés et 
le mélange a été placé 10 minutes à 65°C.  
785 µl de chloroforme/alcool isoamylique (24:1) ont été ajoutés. Après centrifugation (18000 
g, 15 min, 4°C),  l’ADN contenu dans la phase aqueuse a été précipité par addition de 0,7 
volume d'isopropanol. Le mélange a été plaçé à –20°C pendant un minimum de 45 minutes, 
puis centrifugé (18000 g, 15 min, 4°C). Le culot a été lavé avec 500 µl d'éthanol 70%, et 
centrifugé (18000 g, 10 min, 4°C). Le culot a été séché sous vide, repris dans 50 µl de tampon 
TE et conservé une nuit à 4°C pour permettre la dissolution des acides nucléiques dans le 
tampon. 
Cinq microlitres de RNaseA (1 mg.ml-1, Sigma) ont été ajoutés. Après une incubation de 30 
minutes à 37 °C, 445 µl de TE, 50 µl d’acétate de sodium 3 M (pH 5,2) et 350 µl 
d'isopropanol ont été ajoutés. L’ADNg a été précipité comme précédemment décrit. 
L’intégrité de l'ADNg a été vérifiée par électrophorèse sur gel d'agarose 0,8% (Sigma), après 
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B.IV.2.2.c. Amplification par "Polymerase Chain Reaction" 
(PCR) 
 
Les régions variables V6 à V8 du gène codant pour l'ARNr 16S (Fig. B-6) ont été 
amplifiées par PCR à partir des amorces GC-968f (5’-CGC CCG GGG CGC GCC CCG GGC 
GGG GCG GGG GCA CGG GGG GAA CGC GAA GAA CCT-3’) et 1401r (5’-CGG TGT 
GTA CAA GAC CC-3’) selon un protocole adapté de Lay et al. (2004).  
 
Figure B-6 : Carte de variabilité de la séquence du gène codant pour l’ARNr 16S chez E. coli et 
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La séquence riche en GC ("queue GC" ou "GC-clamp") ajoutée à l’extrémité 5’ de l’amorce 
968f joue le rôle d’un domaine hautement fusionné évitant une dissociation complète des 
doubles brins d’ADN en simples brins lors de la migration (Myers et al., 1985).  
Les amplifications PCR ont été réalisées à partir d’un mélange réactionnel (volume final 50 
µl) contenant du tampon (1X final), 2,5 mM de MgCl2, 200 µM de chaque dNTP, 20 pmol de 
chaque amorce, 2,5 unités de Taq polymérase HotStar (Qiagen) et 1 à 5 µl d’ADN génomique 
suivant les échantillons. Les amplifications PCR ont été réalisées sur un thermocycleur 









La taille des produits d’amplification PCR (450 pb) et leur intégrité sont vérifiées sur gel 
d’agarose 2,5% (wt/vol). Le dosage des produits PCR a été réalisé par spectrofluorimétrie 
avec le Kit "DNA Quantitation kit fluorescence Assay" (Sigma). 
 
B.IV.2.2.d. Temporal Temperature Gel Gradient Electrophoresis 
(TTGE) 
 
Les produits d’amplification PCR (300 ng) ont été déposés dans les puits à l’aide d’un tampon 
de charge (blue gel loading dye, Promega) sur gel de polyacrylamide 8% contenant de l’urée 
(7 M), du tampon Tris Acétate EDTA (TAE, 1,25X), du Temed (0,06%) et de l'ammonium 
persulfate (6 ,25%). Après une pré-migration à 20 V et 66°C pendant 15 minutes, la migration 
a été effectuée pendant 17 h à 68 V, avec un incrément thermique de 0,2°C/h (66°C à 69,7°C) 
avec le DcodeTM System (Bio-Rad).  
Les profils de migration ont ensuite été révélés après 30 min d’incubation à l’obscurité sous 
agitation légère dans une solution de GelStar (Nucleic Acid Gel Stain, 0,5 µg.ml-1, BMA) et 
numérisés avec l’analyseur d’images Versa DocTM Imaging System (Bio-Rad). Les profils 
TTGE obtenus ont été analysés avec le logiciel Quantity One-4.6 (Bio-Rad). 
 
B.IV.2.2.e. Analyse des profils électrophorétiques 
Les similarités entre les différents profils ont été calculées selon l'indice de Dice d’après 
les données présence/absence des bandes, avec la possibilité d’intégrer ou non l’intensité de 
1. DENATURATION INITIALE 
     ET ACTVATION DE LA TAQ : 95°C, 15 min 
2. DENATURATION : 97°C, 1 min 
3. HYBRIDATION : 58°C, 1 min 
4. ELONGATION : 72°C, 1 min 30 
5. ELONGATION FINALE : 72°C, 10 minutes 
30 cycles 
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celles-ci afin d’augmenter le pouvoir d’interprétation des résultats (Muylaert et al., 2002). A 
partir de la matrice obtenue, un dendrogramme a été construit suivant l'algorithme UPGMA 
(Unweighted Pair Group Method with Arithmetic mean).  
Pour permettre la comparaison de profils obtenus à partir de gels différents, une échelle a été 
constituée à partir de fragments de la même région d’ADNr 16S issus de souches bactériennes 
connues (Alcaligenes faecalis, Flavobacterium aquatile, Kurthia zopfii, Stenotrophomonas 
maltophilia) présentant un pourcentage de bases G+C différent sur la région amplifiée.  
 
B.IV.2.3. Identification des espèces bactériennes par séquençage 
B.IV.2.3.a. Excision des bandes et ré-amplification de l’ADN 
La TTGE offre l’avantage d’identifier des membres de la communauté par séquençage des 
bandes d’intérêt excisées du gel. L’identification des bandes peut, notamment, permettre le 
dessin de sondes spécifiques utilisées secondairement pour cibler les populations d’intérêt dans 
leur environnement naturel par hybridation in situ (Fig. B-7 ; Muyzer, 1999).  
 
Les bandes d’intérêt, excisées du gel ont été incubées une nuit à 37°C dans 200 µl de 
tampon d’élution (acétate d’ammonium 0,5 M, EDTA 1 M pH 8). Après centrifugation (18000 
g, 10 min), l’ADN contenu dans le surnageant a été précipité par ajout de 400 µl d’éthanol 
absolu et le mélange a été incubé au moins 1 heure à –20°C. Après centrifugation (18000 g, 15 
min, 4°C), le culot a été repris dans 200 µl de tampon TE (pH 8) puis précipité au moins 1 
heure à -20°C après addition de 25 µl d’acétate de sodium 3 M et de 160 µl d’isopropanol. 
Après centrifugation (18000 g, 15 min, 4°C), le culot a été lavé avec 500 µl d'éthanol 70%, 
Figure B-7 : Exemples de possibilités offertes par les méthodes d’électrophorèse sur gel 
dénaturant dans l’étude de la structure des communautés bactériennes (modifié d’après Muyzer, 1999)  
Communauté bactérienne
Extraction d’ADN, PCR, 
électrophorèse sur gel dénaturant
Excision et séquençage                 
des bandes d’intérêt
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centrifugé (18000 g, 10 min, 4°C), séché sous vide, puis conservé à 4°C dans 25 µl de tampon 
TE (Sumpono, 2002). 
  L’ADN ainsi élué a été réamplifié par PCR à l’aide des amorces GC-968f et 1401r 
selon le protocole décrit précédemment. Afin de vérifier la pureté des bandes et la distance de 
migration par rapport au profil initial, ces amplicons ont été déposés sur gel de TTGE avec 
l’échantillon initial. Ces différentes étapes (découpage, réamplification et migration) sont 
répétées plusieurs fois jusqu’à obtention d’une bande unique.  
Les amplicons ainsi purifiés ont été amplifiés par PCR (amorces 968f/1401r ; Filion et al., 
2004) à partir d’un mélange réactionnel (volume final 50 µl) contenant du tampon (1X final), 
1,5 mM de MgCl2, 200 µM de chaque dNTP, 10 pmol de chaque amorce, 2,5 unités de Taq 
Bioline (Abcyss) et 3,5 µl d’ADN. L’amplification a été effectuée selon le programme 
suivant : 95°C pendant 10 minutes ; 30 cycles comprenant une phase de dénaturation (30 
secondes à 97°C), une phase d’hybridation (30 secondes à 58°C) et une phase d’élongation 
(45 secondes à 72°C) ; élongation finale (10 minutes à 72°C). 
 
B.IV.2.3.b. Construction des banques de clones  
 Le fragment d’ADN réamplifié (amorce sans queue GC) a été cloné dans le plasmide 
pGEM-T-Easy (Promega) selon les instructions du fournisseur. La réaction de ligature a été 
incubée 16 heures à 4°C. La transformation a été réalisée dans des cellules compétentes E. coli 
XL1-Blue (Stratagene) par choc thermique. 5 µl de produit de ligature ont été incubés avec 100 
µl de suspension de bactéries compétentes dans la glace pendant 20 minutes, placés à 42°C 
pendant 2 minutes puis remis 5 minutes dans la glace. Après ajout de 500 µl de milieu Luria 
Bertani (LB) liquide, les tubes ont été incubés à 37°C sous agitation pendant 1 heure. 150 µl de 
suspension ont alors été étalés sur boîtes de milieu LB gélosé contenant 100 µg ml-1 
d'ampicilline, 40 µg ml-1 de 5-bromo-4-chloro-3-indoyl-β-D-galactopyranoside (X-gal) et de 32 
µg ml-1 d’isopropyl-beta-D-thiogalactopyranoside (IPTG). Les boîtes ont été placées à 37°C 
pendant une nuit. Les colonies ont été sélectionnées par criblage blanc/bleu. Les colonies 
blanches ont alors été ensemencées dans 5 ml de LB liquide contenant 100 µg ml-1 
d’ampicilline et cultivées une nuit à 37°C sous agitation. 
  
B.IV.2.3.c. Mini-préparation de l’ADN plasmidique et séquençage 
1,5 ml de la culture bactérienne ont été centrifugés (18000 g, 5 minutes), le culot a été 
repris dans 150 µl de solution P1 contenant de la RNase A (100 mg l-1), 200 µl de tampon de 
lyse P2 et 150 µl de solution P3 (Tableau B-4). Le mélange a été placé pendant 10 minutes 
dans la glace avant d’être centrifugé 30 minutes à 18000 g. Le surnageant contenant l’ADN 
plasmidique a été précipité avec ajout de 2 volumes d’éthanol absolu et incubé 1 heure à  
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-20°C. Après centrifugation (18000 g, 30 minutes, 4°C), le culot a été lavé avec 500 µl 
d'éthanol 70%, centrifugé (18000 g, 10 minutes, 4°C), séché sous vide, et repris dans 50 µl 
d’eau milliQ.  
 
 L’ADN plasmidique a été amplifié par PCR (amorces GC-968f/1401r). Les produits 
PCR ont été analysés par la méthode de TTGE comme décrit précédemment pour contrôler 
leur distance de migration éléctrophorétique par rapport à celle de la bande initiale. L’ADN 
plasmidique correspondant aux fragments et présentant une migration correcte a alors été dosé 
par spectrométrie (λ= 260 nm). Le séquençage a été réalisé par la société MWG-Biotech. 
 
B.IV.2.3.d. Analyses phylogénétiques 
 Les séquences ont été préalablement analysées à l’aide du programme CHECK CHIMERA 
2.7. (Ribosomal Database Project ; http://rdp.cme.msu.edu/) afin de détecter la présence 
éventuelle de séquences chimériques. Les séquences non suspectes ont été alignées avec les 
séquences d’ADNr 16S de la base de données GenBank à l’aide du programme BLASTn 
disponible sur le site de NCBI (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST/ ; Altschul et al., 1990). 
L’insertion des séquences dans la base de données ARB (Ludwig et al., 2004) a été réalisée 
après un alignement manuel des séquences et vérification de la structure secondaire de 
l’ARNr16S. L’insertion des nouvelles séquences a été réalisée sans modification de la 
topologie de l’arbre phylogénétique initial. 
 
B.V. Traitement statistique 
 
 Lors des études in situ, les corrélations entre les différents paramètres (biotiques et 
abiotiques) ont été appréciées deux à deux à l’aide du coefficient de corrélation linéaire de 
Pearson et de manière globale à partir d’Analyses en Composantes Principales (ACP) à l’aide 
du logiciel R (version 1.7.1).  Pour les études expérimentales, les résultats obtenus en présence 
ou non de polluant ont été comparés à l’aide d’analyses de variances (ANOVA) à deux facteurs 
(présence de pesticide/temps) en tenant compte de la répétition des mesures à l’aide du logiciel 
Minitab. Pour l’ensemble des études statistiques, le seuil de significativité a été fixé à p=0,05. 
La normalité des données a été testée avec le logiciel Minitab et les valeurs ont été 
transformées selon la formule "log (x+1)" si nécessaire. 
Tableau B-4 : Composition des solutions P1, P2 et P3 utilisées pour la mini-préparation de 
l’ADN plasmidique. 
P1 Tris Base (6,06 g) ; Na2EDTA.2H20 (3,72 g) ; HCl (pour ajuster à pH 8) ; dH2O (qsp 1L)
P2 NaOH (8 g) ; SDS 20% (50 ml) ; dH2O (qsp 1L)








Evolution des communautés 
microbiennes dans un cours d’eau 
soumis à l’apport régulier de 
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Chapitre C - EVOLUTION DES COMMUNAUTES MICROBIENNES 
DANS UN COURS D’EAU SOUMIS A L’APPORT REGULIER DE 
PESTICIDES (JAURON, PUY-DE-DOME). COMPARAISON AU COURS 




 L’impact des pesticides sur les communautés microbiennes a été largement appréhendé de 
manière expérimentale (voir par exemple pour revue DeLorenzo et al., 2001 et Fleeger et al., 
2003) mais peu d’études décrivent ces effets dans des écosystèmes naturels (Dorigo et al., 
2002 ; 2004). Parmi ces écosystèmes, les rivières sont particulièrement polluées par les 
pesticides, surtout celles caractérisées par un petit bassin versant. Ainsi, dans une revue 
récente, Schulz (2004) a montré que la contamination des cours d’eau par les insecticides est 
généralement d’autant plus élevée que la surface du bassin versant correspondant est faible 











 Le Jauron est une rivière présentant un bassin versant d’environ 120 km². La présence 
régulière de pesticides dans ses eaux, associée à des zones de pollution bien déterminées, en 
font un site de choix pour étudier l’impact de ces polluants dans le milieu naturel (voir 
chapitre B.I.). Ce chapitre, est consacré à la caractérisation de l’évolution saisonnière des 
microorganismes, d’un point de vue quantitatif et qualitatif, en fonction du niveau de 
pollution par les pesticides, afin d’apprécier l’influence de ces molécules sur les communautés 
microbiennes algales et bactériennes .  
























Figure C-1 : Relation entre la surface du bassin versant et les concentrations maximales en 
insecticides détectées dans des eaux de rivière (d’après Schultz, 2004). 
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 Pour ce faire, l’activité et la diversité de ces deux communautés ont été mesurées et 
comparées au niveau de trois stations d’échantillonnage caractérisées par des profils de 
pollution différents (voir chapitre B.I.2.2 et Fig. B-2): la station JAU1, localisée à l’exutoire 
du bassin versant en zone de culture intensive (pollution agricole), la station JAU4, alimentée 
par le rejet de la station d’épuration de la ville de Billom (4300 habitants) et située sur un 
affluent du Jauron (pollution urbaine), et la station JAU3, située en aval d’une zone d’élevage 
de moyenne montagne et peu exposée à la présence de pesticides. 
 Ce travail a été mené à partir de prélèvements mensuels effectués pendant deux années 
successives (2003 et 2004). Les résultats obtenus au cours de ces deux années seront décrits et 
discutés séparément avant d’être comparés et analysés de manière globale. Le suivi effectué 
au cours de l’année 2004 a donné lieu à une publication (Pesce et al., soumisa).  
 




  C.II.1.1. Caractéristiques physico-chimiques des trois stations 
 Au cours de l’année 2003 (année de forte canicule estivale), les évolutions moyennes de la 
température de l’eau, de la concentration en oxygène dissous et du pH aux trois stations de 
prélèvement sont illustrées sur la Figure C-2. La température de l’eau fluctue entre 1,8°C et 
20,6°C. Le pH reste relativement stable avec des valeurs moyennes comprises entre 7,4 et 8,0. 
La concentration en oxygène dissous suit une évolution saisonnière classique, inversement  
corrélée à la température (R=-0,82 ; n=33 ; p< 0,001). 
 








Figure C-2 : Evolution moyenne (et écarts-types) de la température de l’eau (°C), de la 
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 Malgré des épisodes pluvieux importants, notamment au cours du mois de juin (50,2 mm 
de pluie le 17 juin), le débit mesuré à l’exutoire du bassin versant reste relativement stable et 
inférieur à 1 m3 s-1 entre le 15 février et le 30 juillet (Fig. C-3). Toutefois, les mesures n’ont 
pas pu être effectuées entre le 31 juillet et le 10 novembre pour cause de vandalisme 
(destruction de l’appareillage de mesure automatique). 
 
 
 Le contexte nutritif illustré par les concentrations en composés inorganiques azotés et en 
orthophosphates, varie fortement au cours du temps, mais une distinction nette est enregistrée 
entre les trois stations d’échantillonnage (Fig. C-4).  
 A la station JAU1, située en zone agricole, les nitrates qui constituent plus de 87% des 
ressources en azote inorganique, présentent des valeurs élevées comprises entre 3,5 et 8,3 mg 
N l-1 (Fig. C-4A). Les teneurs en nitrites et en ammonium, respectivement inférieures à 0,32 
mg N l-1 et 0,64 mg N l-1, suivent une évolution caractérisée par une augmentation des valeurs 
entre mai et octobre (Fig. C-4B et C-4C). Les concentrations en orthophosphates (Fig. C-
4D), supérieures à 0,1 mg P l-1 à partir du printemps, atteignent des valeurs particulièrement 
élevées en août (0,66 mg P l-1) et en novembre (0,65 mg P l-1). L’analyse de ces résultats met 
en évidence une bonne disponibilité en azote (majoritairement sous forme de nitrates) et en 
phosphore pour les communautés microbiennes sur la quasi-totalité de l’année. 
 A JAU3, les conditions nutritives sont plus faibles qu’aux deux autres stations. La 
différence la plus marquée est enregistrée au niveau des concentrations en orthophosphates 
qui, à l’exception de décembre (0,47 mg P l-1), sont inférieures à 0,19 mg P l-1 sur l’ensemble 





































































































































































































































































































































Janv. Févr. Mars Avr. Mai Juin Juil. Août Sept. Oct. Nov. Dec.
Figure C-3 : Evolution journalière du débit (▬ ; m3 s-1) à l’exutoire du bassin versant (JAU1) et 
de la pluviométrie (— ; mm) à la station météo France de Joze-bourg.  
*  Les étoiles vertes indiquent les dates d’échantillonnage
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 A JAU4, site qui reçoit les rejets d’une station d’épuration (STEP), l’eau de la rivière 
présente des propriétés eutrophes caractérisées par des concentrations en orthophosphates très 
élevées (moyenne de 0,56 ± 0,48 mg P l-1) surtout entre mai et septembre (0,49 à 1,44 mg P l-1 
Fig. C-4D). Des pics en nitrites et en ammonium, qui atteignent respectivement 0,68 mg N l-1 
(Fig. C-4B) et 10,52 mg N l-1 (Fig. C-4C) en septembre, sont également enregistrés en 
période estivale. L’irrégularité des concentrations observées, ainsi que la forte représentativité 
des différentes formes azotés, peut être expliquée par les variations de la nature des apports 
via le rejet de la STEP. 
 
 
  C.II.1.2. Contexte de pollution  
  Les dosages des pesticides mettent également en évidence une différence très nette entre 
les trois stations d’échantillonnage (Fig. C-5 ; Tableau C-1). 
 A JAU1, la période de pollution s’échelonne majoritairement entre les mois d’avril et 
d’octobre. Elle peut être décrite comme une « vague de pollution », avec toutefois deux mois 
(mai et août) pour lesquels les concentrations sont plus faibles. Au niveau de cette station, 
située dans une zone de culture intensive, le résultat des analyses mensuelles fait apparaître 
une très nette dominance des herbicides qui représentent 95,8% des concentrations mesurées 
(contre 3,7% pour les fongicides et 0,5% pour les insecticides). Parmi ces herbicides, on 
retrouve majoritairement le glyphosate et surtout son principal produit de transformation, 
l’AMPA (acide aminométhylphosphonique), qui est détecté à six reprises dans l’année (0,21 à 
4,17 µg l-1) et qui assure à lui seul 61,8% de la pollution mesurée en 2003 à JAU1. 
Figure C-4 : Evolution mensuelle des concentrations (mg l-1) en N-NO3 (A), N-NO2 (B), N-NH4 
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 A JAU4, située en aval du rejet de la station d’épuration de Billom, 90,2% de la pollution 
mesurée est associée à la présence d’herbicides, 9,6% à celle d’insecticides et 0,2% à celle de 
fongicides. A cette station, les analyses chimiques mettent en évidence des pics de pollution, 
exceptionnellement élevés en avril, juillet et septembre (respectivement 17,4 µg l-1, 15,3 µg l-1 
et 12,7 µg l-1). Les concentrations observées sont deux à trois fois plus fortes que les valeurs 
maximales observées à JAU1. On observe en avril une forte dominance de deux  herbicides 
de la famille des amides : l’alachlore et le métolachlore. Le profil de pollution en juillet est 
relativement complexe (9 molécules distinctes) avec une forte proportion d’AMPA (49,4%), 
d’oxadiazon (20,3%) et de glyphosate (8,5%). En septembre, seuls quatre herbicides sont 
détectés avec une majorité d’AMPA (56,3%) et d’aminotriazole (39,6%). On constate 
également en octobre un épisode de pollution (3,46 µg l-1) caractérisé par la forte présence 
d’un insecticide et d’un adjuvant, la perméthrine et le piperonyle butoxide. 
 A JAU3, les analyses chimiques effectuées mettent en évidence la présence exclusive 
d’herbicides avec des concentrations beaucoup plus faibles qu’à JAU1 et JAU4. Ainsi, les 
concentrations enregistrées restent inférieures ou proches des normes de potabilité (0,5 µg l-1 
pour l’ensemble des molécules), à l’exception du mois de septembre où le glyphosate (0,23 
µg l-1) et surtout l’AMPA (1,01 µg l-1) atteignent des concentrations relativement élevées. 
Compte tenu de ces résultats, cette station peut donc être considérée comme « station de 
référence » dans le cadre de notre suivi. 
Figure C-5 : Evolution mensuelle des concentrations (µg l-1) en pesticides aux stations JAU1, 

















































































Tableau C-1 : Evolution des concentrations en pesticides (µg l-1) dans la colonne d’eau du 
Jauron aux stations JAU1, JAU3 et JAU4 au cours de l’année 2003.    (* : <seuil de détection) 
JAU1 Févr. Mars Avr Mai Juin Juil Août Sept Oct Nov Déc
Alachlore (H) * * * 0,07 * * 0,08 * * * *
AMPA (H) * * 1,80 * 2,83 3,47 * 3,76 4,17 * 0,21
Atrazine (H) * * 0,32 0,03 * 0,07 0,03 * * * *
Diuron (H) * * * 0,09 * * 0,27 * 0,21 * *
Glyphosate (H) * * 0,54 * 0,21 0,26 0,74 * * *
Linuron (H) * 0,05 * * 0,24 * 0,28 * * 0,08 *
Métolachlore (H) * * 0,13 0,06 * * 0,08 * 0,05 * 0,05
Norflurazon (H) * * * * 1,06 * * * * * *
Oxadiazon (H) * * * * * 0,26 0,10 0,20 0,15 0,17 *
Prométryne (H) 0,08 0,09 0,37 * * * 0,05 * * * *
Simazine (H) * * * * 0,42 * * * * * *
Terbumeton (H) * * * * 0,11 * * * * * *
Terbuthylazin (H) * * * * 1,95 * * * * * *
Total Herbicides 0,08 0,14 3,16 0,25 6,82 4,06 0,89 4,70 4,58 0,25 0,26
Chlorfenvinphos (I) * * * 0,12 * * * * * * *
Fipronil (I) * * * * * * * * * * *
Total Insecticides 0,00 0,00 0,00 0,12 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00
Oxadixyl (F) * * * * 0,84 0,07 * * * * *
Procymidone (F) * * * * * * 0,06 * * * *
Total Fongicides 0,00 0,00 0,00 0,00 0,84 0,07 0,06 0,00 0,00 0,00 0,00
JAU3 Févr. Mars Avr Mai Juin Juil Août Sept Oct Nov Déc
AMPA (H) * * * * * 0,17 * 1,01 * * *
Atrazine (H) * * 0,04 0,08 0,20 0,04 * 0,05 * * *
Bromacil (H) * * * 0,06 * * * * * * *
Chlortoluron (H) * * * * * * * * * 0,29 *
Diuron (H) * * * 0,08 * * * * * * *
Glyphosate (H) * * * * * * * 0,23 * * *
Linuron (H) * * * 0,05 0,08 * * * * * *
Metribuzine (H) * * * * * 0,48 * * * * *
Monolinuron (H) * * * * * * * * * 0,44 *
Trifluraline (H) * 0,63 * * * * * * * * *
Total Herbicides 0,00 0,63 0,04 0,27 0,28 0,69 0,00 1,29 0,00 0,73 0,00
JAU4 Févr. Mars Avr Mai Juin Juil Août Sept Oct Nov Déc
Alachlore (H) * * 9,40 * * * * * * * *
Aminotriazole (H) * * * * * 0,87 * 5,03 * * *
AMPA (H) * * * * * 7,56 * 7,15 * * *
Atrazine (H) 0,03 * 2,20 0,06 0,06 0,44 0,05 * * * *
Chlortoluron (H) * * * * * * * * * * *
Diflufenicanil (H) * * * * * 0,28 0,12 * * * *
Diuron (H) * * * * 0,05 0,19 * * * *
Glyphosate (H) * * * * * 1,60 * 0,28 * * *
Linuron (H) * 0,07 * 0,12 0,40 * * * * * *
Métolachlore (H) * * 5,80 * * * * * * * *
Oxadiazon (H) * * * * * 3,10 1,28 0,28 0,15 0,06 *
Total Herbicides 0,03 0,07 17,40 0,18 0,51 13,85 1,64 12,74 0,15 0,06 0,00
Chlorfenvinphos (I) * * * 0,19 * * * * * * *
Diazinon (I) * * * 0,06 * * * * * * *
Fipronil (I) * * * * * 0,06 * * * * *
Permethrine (I) * * * * * 0,36 * * 0,35 * *
Piperonyle butoxide (I) * * * * * 0,96 * * 2,96 * *
Total Insecticides 0,00 0,00 0,00 0,25 0,00 1,38 0,00 0,00 3,31 0,00 0,00
Procymidone (F) * * * * * * 0,09 * * * *
Total Fongicides 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,09 0,00 0,00 0,00 0,00
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Sur la base de la fréquence d’échantillonnage utilisée, les trois stations étudiées peuvent 
donc être caractérisées par des profils de pollution distincts : 
- JAU1 est soumise à une pollution de type « chronique », entre avril et octobre, 
engendrée majoritairement par la présence d’AMPA ; 
- JAU4 est caractérisée par une pollution de type « ponctuelle et aiguë » avec trois 
pics majoritaires d’herbicides en avril, juillet et septembre et deux pics moins 
importants en août (herbicides) et octobre (insecticides) ; 
- JAU3 présente des concentrations en pesticides proches du seuil de potabilité, très 
inférieures à celles observées à JAU1 et JAU4, et a donc été choisie comme station 
de référence.  
 
  C.II.1.3. Evolution des concentrations en chlorophylle a dans la colonne d’eau 
 Les substrats artificiels utilisés pour la collecte du périphyton ayant été régulièrement 
vandalisés en 2003 (voir chapitre B.III.1.), seule l’évolution du compartiment algal libre sera 
décrite et discutée en fonction du contexte de pollution. L’évolution des concentrations en 









 Au niveau des trois stations, les concentrations en chlorophylle a sont très faibles en 
période hivernale (0,3 à 3,4 µg l-1 en février et en décembre). 
 A JAU3, station de référence, un profil saisonnier « classique » est observé, caractérisé 
par un développement printanier (9,6 µg chlo a l-1 en mars) suivi d’une diminution des 
concentrations jusqu’à la fin de l’année. Une seconde augmentation est observée en août (11,7 
µg chlo a l-1 ) mais, à l’exception de ce « pic » estival, les concentrations mesurées à JAU3 




















Figure C-6 : Evolution mensuelle des concentrations (µg l-1) en chlorophylle a aux stations JAU1 
(■), JAU3 (○) et JAU4 (▲) en 2003. 
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 A JAU1, un bloom printanier deux fois plus intense qu’à JAU3, est enregistré entre février 
et avril (23,2 µg chlo a l-1). Il est suivi dès le début de la vague de pollution, d’une forte chute 
des concentrations jusqu’en juillet (2,3 µg chlo a l-1). Une reprise est toutefois observée dès la 
fin de l’été et sur la période automnale malgré une forte exposition des organismes aux 
pesticides. La teneur en chlorophylle a atteint 15,4 µg l-1 en novembre, du fait de la forte 
disponibilité en orthophosphates. 
 A JAU4, l’évolution de la biomasse algale présente plus d’irrégularités. Après la première 
efflorescence algale printanière, comparable à celle observée à JAU1, on enregistre à nouveau 
des biomasses algales élevées au cours de l’été (respectivement 15,9 et 12,1 µg chlo a l-1, en 
juin et en juillet). Les fortes concentrations en chlo a, mesurées en avril et en juillet, sont 
détectées en même temps que des pics de pollution. Les chutes de biomasse, enregistrées 
entre avril et mai puis entre juillet et septembre sont donc consécutives à deux pics aigus de 
pollution. A l’exception d’une légère stimulation en novembre, les teneurs en chlorophylle a 
diminuent ainsi fortement depuis le début de l’été jusqu’à la fin de l’année où elles se 
maintiennent entre 0,5 et 4,5 µg l-1. 
  
  C.II.1.4. Evolution des densités phytoplanctoniques 
 L’évolution des densités phytoplanctoniques aux trois stations est représentée sur la 
Figure C-7. Au niveau des stations JAU1 et JAU4, l’évolution des densités mesurées n’est 
pas corrélée avec celle de la chlo a (p>0,05). A JAU3, en revanche, densité et biomasse sont 









 A JAU3 et JAU4, les densités phytoplanctoniques suivent une évolution parallèle, bien 
que celles mesurées à JAU4 soient généralement plus élevées. Au niveau de ces deux stations, 
trois pics démographiques (>500 cell. ml-1) sont observés au cours de l’année, en mars, août et 
Figure C-7 : Evolution mensuelle des densités phytoplanctoniques (cell ml-1) aux stations JAU1 
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novembre. A JAU4, ces mois de fortes densités correspondent à des périodes de faible 
pollution et les densités minimales, enregistrées à cette station en avril, juillet, septembre et 
octobre, correspondent à des périodes de fortes teneurs en pesticides. 
 A JAU1, le nombre de cellules phytoplanctoniques est globalement plus élevé qu’aux 
deux autres stations, en particulier entre avril et septembre, et ceci malgré une forte chute de 
l’abondance algale en juillet. Durant cette période qui correspond pourtant à la vague de 
pollution à cette station, les densités sont ainsi deux à cinq fois supérieures à celles 
enregistrées au niveau de JAU3.  
   
  C.II.1.5. Evolution de la structure de la communauté phytoplanctonique 
 L’analyse taxonomique de la communauté algale a permis de détecter au niveau des trois 
stations, un total de 14 genres différents sur l’année (Fig. C-8) et de mettre en évidence la 
prédominance de deux genres majoritaires : le genre Navicula, constitutivement présent, et le 
genre Nitzschia, absent uniquement en juillet à JAU1 et JAU3. Ces deux genres, au même 
titre que les Gomphonema, bien représentés également mais de manière plus ponctuelle, 
appartiennent au groupe des diatomées pennées, largement prédominant (54-100%) tout au 
long de l’année, quelle que soit la station de prélèvement. Les Chlorophycées du genre 



















































































































Ankistrodesmus Cocconeis Craticula Cyclotella Diatoma 
Diploneis Euglena Gomphonema Navicula Nitzschia
Pediastrum Phacus Scenedesmus Scoliopleura
JAU JAU JA
Ankistrodesmus Cocconeis Craticula Cyclotella Diatoma 
Diploneis Euglena Gomphonema Navicula Nitzschia
Pediastrum Phacus Scenedesmus Scoliopleura
Figure C-8 : Abondance relative des différents genres phytoplanctoniques détectés 
mensuellement aux stations JAU1, JAU3 et JAU4 en 2003. 
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Il existe cependant quelques différences assez marquées entre les trois stations, 
essentiellement en période estivale. Sur l’ensemble de l’année, 13 genres sont détectés à 
JAU1, 11 à JAU3 et 9 à JAU4. En juillet, seuls deux genres sont communs aux trois stations 
(Gomphonema et Navicula). En août, la station JAU4 se distingue par une diversité très faible 
puisque seuls deux genres, Navicula et Nitzschia, sont recensés alors que la structure de la 
communauté, composée d’au moins six genres différents, est assez comparable à JAU1 et 
JAU3. En septembre, on observe également une forte différence entre la station de référence 
(six genres représentés) et les deux stations contaminées (trois genres). 
 
  C.II.1.6. Evolution de la production hétérotrophe et des densités bactériennes 
 La production (Fig. C-9A) et la densité (Fig. C-9B) bactériennes suivent globalement la 
même évolution (R=0,40 ; n=30 ; p<0,05) aux trois stations, la corrélation la plus forte 
existant au niveau de JAU4 (R=0,83 ; n=10 ; p<0,01).  
 La production bactérienne hétérotrophe semble majoritairement régulée par la température 
(R²=0,65 ; n=30 ; p<0,001), sans différence marquée entre les trois stations. Les valeurs 
restent ainsi proches de 1.104 cell. ml-1 h-1 au cours des mois les plus froids et sont supérieures 
à 2,5.105   cell. ml-1 h-1 à la fin du printemps (juin) et de l’été (août-septembre). 
 
 L’évolution des densités bactériennes est, quant à elle, très fortement corrélée avec celle 
des densités phytoplanctoniques (R²=0,36 ; n=33 ; p<0,001) surtout à JAU3 (R²=069 ; n=11 ; 
p<0,001). Les densités les plus faibles sont observées au niveau de la station de référence où 
elles fluctuent entre 1,5.106 et 7,0.106 cell. ml-1 au cours de l’année et présentent des valeurs 
maximales en août et en novembre. L’évolution observée à JAU1 suit la même tendance, mais 
les valeurs observées en août et en novembre sont beaucoup plus importantes et sont proches 
de 1,2.107 cell. ml-1. A JAU4, on enregistre une augmentation importante de la densité 































































Figure C-9 : Evolution mensuelle de la production bactérienne hétérotrophe (x 104 cell ml-1 h-1, A) 
et des densités bactériennes (x 106 cell ml-1, B) aux stations JAU1 (■), JAU3 (○) et JAU4 (▲) en 
2003. 
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  C.II.1.7. Evolution de la fraction de bactéries CTC-positives 
 Les bactéries CTC-positives représentent la fraction la plus active au sein de la 
communauté (Nielsen et al., 2003 ; Sherr et al., 1999). L’évolution de l’abondance relative de 









  A JAU1 et à JAU3, le pourcentage de cellules CTC-positives reste relativement constant 
au cours de l’année et oscille entre 5,0% et 12,6%.  
 A JAU4, l’évolution de la proportion des cellules les plus actives suit une variation 
saisonnière très marquée, corrélée avec la température (R²=0,66 ; n=11 ; p<0,05) et la 
production bactérienne (R=0,74 ; n=10 ; p<0,01). Dans les périodes les plus froides (février-
mai et octobre-décembre), cette proportion est du même ordre que celle existant aux deux 
autres stations mais dès la fin du printemps, le pourcentage de cellules CTC-positives 
augmente fortement, simultanément à la chute des teneurs en chlorophylle a. Il est ainsi 
multiplié par 8 entre mai (3,9%) et septembre (30,2%).  
 
  C.II.1.8. Evolution de la structure de la communauté bactérienne 
 Les quatre sondes oligonucléotidiques choisies pour caractériser la structure de la 
communauté bactérienne (ALF1b, GAM42a, BET42a et CF319a) ont permis de cibler 
environ 35% à 70% des bactéries présentes dans la colonne d’eau à JAU1 et JAU3, et 65% à 
95% des bactéries présentes à JAU4 (Fig. C-11). 
 A JAU3, la proportion des cellules appartenant aux genres Cytophaga et Flavobacterium 
(CF) est assez stable et inférieure à 8% sur l’ensemble de l’année. Concernant les 
Protéobactéries, on observe une évolution saisonnière, marquée par trois périodes bien 
distinctes. (1) De février au début de l’été, les pourcentages associés aux trois subdivisions 
ciblées sont relativement stables. (2) Un remaniement important de la structure de la 




























Figure C-10: Evolution mensuelle du pourcentage de bactéries CTC-positives aux stations JAU1 
(■), JAU3 (○) et JAU4 (▲) en 2003. 
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et des β-Protéobactéries est multipliée par trois environ entre juin et septembre alors que, dans 
le même temps, celle des γ-Protéobactéries diminue dans les mêmes proportions. (3) Le 
pourcentage associé à chacune de ces trois subdivisions se stabilise à la fin de l’automne et en 
hiver à des valeurs proches (γ-Protéobactéries) ou deux fois plus élevées  (α- et β-
Protéobactéries) que celles existant au début du cycle annuel. 
 A la station JAU1, on observe pour les α- et γ-Protéobactéries, et pour les CF, une 
répartition et une évolution du même type que celles décrites pour JAU3. Par opposition, les 
β-Protéobactéries sont deux fois plus représentées dès le début d’année et montrent un 
pourcentage relativement stable sur l’ensemble du suivi. 
 La station JAU4 se distingue fortement des deux autres stations. Les différences les plus 
marquées concernent les CF qui sont quatre à cinq fois plus représentées sur l’ensemble de 
l’année, et les γ-Protéobactéries. La proportion de ces dernières, du même ordre que celles 
existant aux deux autres stations au printemps et en hiver, triple en période estivale et devient 
proche de 30% entre août et octobre. Cette évolution est comparable à celle observée pour les 
cellules CTC-positives (R=0,75 ; n=11 ; p<0,01). Le pourcentage des α-Protéobactéries, 
compris entre 13% et 20%, est relativement stable pendant l’année à l’exception du mois de 
juin où ces bactéries représentent environ 25% de la population totale ciblée. L’évolution des 


































































































Figure C-11: Evolution mensuelle du pourcentage de bactéries ciblées par les sondes CF319a 
(CF), ALF1b (ALPHA), BET42a (BETA) et GAM42a (GAMMA) aux stations JAU1 (■), JAU3 
(○) et JAU4 (▲) en 2003. 
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  C.II.1.9. Evolution de la diversité bactérienne 
La diversité bactérienne a été appréciée par l’analyse de la diversité génétique sur gels 
d’électrophorèse à gradient temporel de température (TTGE). Le nombre de bandes détectées 
sur les profils varie entre 27 et 38 à JAU1 (Fig. C-12A) et entre 19 et 34 à JAU3 (Fig. C-12B) 
alors qu’il est beaucoup plus stable à JAU4 (25 à 30, Fig. C-12C). 
Lors de l’analyse des dendrogrammes construits à partir des profils de diversité observés 
dans le milieu naturel, il est difficile de définir a priori un seuil de similarité théorique pour 
caractériser un niveau de regroupement. Ainsi dans la littérature, le seuil de similarité choisi, 
parfois inférieur à 50% (Castle & Kirchman, 2004), semble relativement arbitraire et 
fortement variable selon les études (Kostanjšek et al., 2005 ; Freitag et al., 2006). Dans notre 
approche in situ, l’appréciation du niveau de regroupement s’est donc principalement basée 
sur la « géométrie » du dendrogramme, privilégiée par rapport au pourcentage de similarité.  
 A JAU3 (Fig. C-12B), deux périodes sont clairement dissociées sur le dendrogramme. On 
retrouve ainsi un groupe constitué par les mois qui correspondent à la période la plus chaude 
de l’année (juin à septembre). Durant cette période, les pourcentages de similarité, supérieurs 
à 77%, soulignent une proximité des profils de diversité bactérienne (pour les espèces les plus 
dominantes). Le deuxième groupe est constitué des sept autres mois et fait apparaître une 
évolution progressive de la diversité au début et à la fin de l’année. 
 A JAU1(Fig. C-12A), le dendrogramme décrit une évolution plus « saccadée ». Trois 
regroupements principaux sont ainsi illustrés (février-avril ; mai-juillet ; août-décembre). Les 
remaniements les plus importants au sein de la communauté bactérienne sont observés après 
les mois d’avril et de juillet. 
A JAU4 (Fig. C-12C) la diversité bactérienne évolue également de manière « chaotique », 
surtout au début de l’année. La communauté bactérienne est ainsi fortement modifiée après le 
mois de février qui présente un profil assez singulier, différant de plus de 40% des autres 
profils. La diversité se stabilise entre mars et avril puis varie à nouveau de manière 
significative. Deux groupes se dessinent alors : un premier regroupant les mois de mai à juillet 
(similarité > 75%), et un second rassemblant les mois d’août à décembre (similarité > 84%), 
après qu’un remaniement important se soit produit entre juillet et août (similarité < 70%).  
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Figure C-12 : Evolution de la diversité bactérienne aux stations JAU1 (A), JAU3 (B) et JAU4 
(C) en 2003, appréciée par une analyse « présence/absence » des profils TTGE selon la méthode 
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  C.II.1.10. Analyse statistique 
 Afin d’avoir une vision plus globale des résultats, une analyse en composantes principales 
(ACP) a été réalisée pour chacune des trois stations en intégrant l’ensemble des paramètres 
physiques, chimiques et biologiques mesurés (Fig. C-13). Les deux premiers axes choisis 
pour représenter les résultats expliquent 46,5% (JAU1, Fig. C-13A), 49,2% (JAU3, Fig. C-
13B) et 51,0% (JAU4, Fig. C-13C) de la variance totale.   
 A JAU1 et JAU3, la température et les concentrations en oxygène dissous s’opposent sur 
le premier axe, qui explique environ 30% de la variance. A JAU3 (Fig. C-13B), les mois sont 
répartis suivant ce premier axe d’après leur caractère saisonnier. L’ACP met en évidence une 
évolution progressive de l’écosystème au cours de l’année, compte tenu de l’ensemble des 
paramètres considérés, sans faire apparaître de regroupements particuliers.  
 A JAU1 (Fig. C-13A), trois regroupements temporels sont révélés par l’ACP. Deux 
groupes dissocient ainsi clairement les mois les plus « froids » (février-avril et octobre-
décembre) des mois les plus « chauds » (mai-septembre). Cependant, les mois d’août et de 
novembre, caractérisés par les plus fortes teneurs en orthophosphates et par des densités 
bactériennes élevées, se retrouvent relativement isolés et forment ainsi un troisième groupe. 
 A JAU4 (Fig. C-13C), l’évolution de l’écosystème est fortement conditionnée par les 
conditions climatiques, mais aussi par les apports en nutriments qui proviennent 
vraisemblablement majoritairement de la station d’épuration. L’évolution de ces paramètres 
permet de distinguer d’une part les mois hivernaux, d’autre part les mois printaniers, et enfin 
la période de juin à octobre, caractérisée par de fortes teneurs en phosphates, nitrites et 
ammonium. Ces caractéristiques abiotiques engendrent en effet une forte productivité# 
microbienne, notamment au mois de septembre qui se retrouve discriminé au sein de ce 
groupe. 
 
                                                 
#  en écologie, la productivité désigne la quantité de biomasse produite par unité de surface et par unité de 
temps (Ramade, 1998). Dans ce manuscrit, nous utiliserons ce mot en tant que terme générique pour 
désigner le niveau d’activité global de communautés microbiennes tel qu’il est perçu par l’ensemble des 
paramètres mesurés. 
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Figure C-13 : Analyse en composantes principales des données abiotiques et microbiennes 
récoltées aux stations JAU1 (A), JAU3 (B) et JAU4 (C) entre février et décembre 2003. 
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ALPHA : a-Protéobactéries 
BandesTTGE : nombre de bandes détectées par TTGE
BETA : b-Protéobactéries 
CFB : Cytophaga Flavobacterium 
CFB : Cytophaga Flavobacterium 
ChloPlan : chlorophylle a planctonique 
CTC : bactéries CTC-positives 
DensBac : densité bactérienne 
DensPhyto : densité phytoplanctonique 
FON : fongicides 
GAMMA : g-Protéobactéries 
HERB : herbicides 
INS : insecticides  
MES : matières en suspension 
NH4 : ammonium 
NO2 : nitrites 
NO3 : nitrates 
O2 : oxygène dissous 
PH : pH 
Pluvio : pluviométrie 
PO4 : orthophosphates 
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C.II.2. Discussion 
  C.II.2.1. Caractéristiques abiotiques des trois stations d’échantillonnage 
 Les stations de prélèvements sélectionnées pour ce travail sont proches géographiquement 
(distance maximale entre deux stations inférieure à 10 km). De ce fait, les variations du débit, 
mesuré uniquement à l’exutoire du bassin versant (JAU1), sont transposables aux deux autres 
stations et les conditions climatiques, telles que la température de l’air et la pluviométrie, sont 
sans doute similaires pour les trois sites. Le pH, l’oxygène dissous et la température de l’eau 
présentent effectivement de faibles variations entre les stations. A l’opposé, on observe une 
différence nette entre celles-ci au niveau du contexte de pollution par les pesticides et des 
conditions nutritives.  
 Les analyses de pesticides effectuées à la station de référence (JAU3) mettent en évidence 
un faible niveau de contamination. Ainsi, et à l’exception du mois de septembre, les 
concentrations totales de l’ensemble des polluants sont inférieures ou proches de la limite de 
potabilité des eaux de consommation (0,5 µg l-1) durant tout le suivi. Cette portion de rivière 
est également caractérisée par les concentrations en orthophosphates les plus faibles, 
inférieures à 0,2 mg P l-1 de février à novembre. 
 A l’exutoire du bassin versant, on détecte la présence de pesticides tout au long de l’année 
(0,08 à 7,66 µg l-1) avec une période de pollution plus significative entre avril et octobre. 
Dans cette zone de culture intensive, l’eau de la rivière est caractérisée par de fortes teneurs 
en nitrates (6,10 ± 1,43 mg l-1) et en orthophosphates, surtout entre mai et novembre (0,17 à 
0,65 mg P l-1). Ces apports en nutriments dans les milieux aquatiques, spécialement en 
nitrates, sont fréquemment observés en Europe dans les zones agricoles (Salvia-Castellví et 
al., 2005 ; Neal et al., 2006), et sont majoritairement engendrés par les pratiques culturales 
nécessitant une forte quantité de fertilisants.  
 En aval du rejet de la station d’épuration de la localité de Billom, les apports en 
nutriments et en polluants sont beaucoup plus irréguliers et sont caractérisés par des pics 
ponctuels. Les analyses de pesticides font ainsi apparaître trois événements majeurs de 
pollution, en avril, en juillet et en septembre, avec des concentrations totales 
exceptionnellement hautes, comprises entre 12,7 et 17,4 µg l-1, et deux autres moins 
importants (concentrations inférieures à 3,5 µg l-1) en août et en octobre. Les concentrations 
en orthophosphates, qui sont les plus élevées à cette station, atteignent également des valeurs 
très fortes (supérieures à 1 mg P l-1) en mai, en  juillet et en septembre. Contrairement aux 
autres stations, de fortes variations sont enregistrées au niveau des concentrations en nitrites et 
en ammonium qui augmentent significativement entre juin et octobre pour atteindre 
respectivement des valeurs supérieures à 0,2 mg N l-1 et 1,6 mg N l-1. L’ammonium est la 
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forme azotée inorganique majoritaire en septembre avec une concentration proche de 10,5 mg 
N l-1, cinq fois plus importante que celle des nitrates. Les apports importants de nitrites, 
d’ammonium et de phosphates, enregistrés de mai à octobre dans la rivière, peuvent traduire 
un fonctionnement non optimal de la station d’épuration et donc un rejet important d’eau peu 
ou mal épurée, constituant une source potentielle majeure de ces composés (Montuelle et al., 
1996 ; Masseret et al., 1998). Ces flux de composés inorganiques sont vraisemblablement 
amplifiés par les fortes pluies, enregistrées à cette période, lors des jours précédant les 
prélèvements.  
Nos résultats font donc apparaître de fortes différences entre les trois stations tant au 
niveau du contexte de pollution que des conditions nutritives. Ces différences sont 
directement liées aux caractéristiques du bassin versant et à l’origine des eaux de la rivière. 
En se basant sur la classification proposée par Dodds et al. (1998), la rivière est ainsi 
globalement caractérisée par des conditions mésotrophes (JAU3) à eutrophes (JAU1, 
JAU4) avec de fortes variations temporelles.  
 
C.II.2.2. Evolution des communautés microbiennes au niveau de la station de 
référence 
 Lors des études écotoxicologiques en milieu naturel, une des difficultés majeures réside  
dans le choix d’un site pouvant servir de témoin, la « quête du référentiel » étant une 
interrogation pour de nombreux scientifiques. Dans notre étude, nous avons sélectionné, au 
regard des caractéristiques du bassin versant et des analyses chimiques effectuées depuis 
plusieurs années par le groupe Phyt’eauvergne, une station théoriquement peu exposée à la 
présence de pesticides. Excepté en mars, où la présence d’un herbicide (le trifuraline) n’est 
détectée qu’à cette seule station, les résultats des dosages mettent effectivement en évidence 
un niveau de pollution inférieur à celui des deux autres sites d’échantillonnage, malgré une 
concentration en AMPA supérieure à 1 µg l-1 en septembre. La présence ponctuelle de faibles 
teneurs en pesticides, et le contexte nutritif moins riche que celui existant aux deux autres 
stations, soulignent les limites des approches in situ, qui n’offrent souvent pas la possibilité de 
disposer d’un véritable témoin permettant d’apprécier très précisément les effets des polluants 
et de les discriminer avec certitude des variations liées à l’ensemble des autres contraintes 
environnementales. 
 A la station définie comme référence, on observe une évolution classique de la 
communauté phytoplanctonique (Ibelings et al.,1998 ; Balbi, 2000) caractérisée par une 
efflorescence algale au printemps (mars) et une en été (août). L’atténuation, après le mois de 
mars, de la croissance phytoplanctonique, qui se poursuit jusqu’en avril au niveau des deux 
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autres stations, semble toutefois être induite par la présence de trifuraline dans le milieu. La 
stimulation des organismes autotrophes au cours du mois d’août est très certainement 
favorisée par un contexte environnemental général favorable, caractérisé notamment par une 
forte température de l’eau (18,9°C), une bonne disponibilité en orthophosphates (0,16 mg P l-
1) et l’absence totale de pesticides (pour les molécules recherchées et au seuil de détection 
utilisé). La présence d’AMPA en septembre paraît cependant limiter la durée de cette 
stimulation estivale et induire une diminution de la diversité taxonomique phytoplanctonique 
(seulement trois genres recensés en octobre). 
 Au niveau de cette station, les biomasses et les densités phytoplanctoniques suivent une 
évolution comparable, excepté en novembre où le nombre de cellules augmente 
significativement, suite notamment à un fort développement de Chlorophycées appartenant au 
genre Scenedesmus. Comme l’ont montré Ibelings et al. (1998) dans des rivières allemandes, 
c’est à la fin de l’été que la communauté phytoplanctonique présente une diversité maximale 
avec respectivement six et sept genres recensés en août et en septembre. 
 La production bactérienne hétérotrophe est fortement corrélée positivement à la 
température (p<0,001) et présente des valeurs maximales au cours de l’été avec un pic plus 
marqué en août. La forte influence de la température sur la production bactérienne dans des 
rivières tempérées a été démontrée depuis de nombreuses années (Servais, 1989 ; Findlay et 
al., 1991). Malgré des variations temporelles significatives au niveau de la production 
hétérotrophe, avec des valeurs multipliées par environ 50 entre les périodes froides et l’été, la 
densité bactérienne et le pourcentage de cellules CTC-positives restent relativement stables 
sur l’ensemble du suivi. La proportion de bactéries actives, comprise entre 5 et 12%, est 
comparable à celle observée dans une rivière autrichienne par Klammer et al. (2002) avec un 
autre marqueur d’activité respiratoire à base de tétrazolium, l’INT (2-(4-iodophenyl)-3-(4-
nitrophenyl)-5-phenyltetrazolium chloride). Yamaguchi et al. (1997) ont également obtenu au 
Japon des résultats similaires, avec un pourcentage moyen de bactéries CTC-positives 
compris entre 8% et 9% dans des petites rivières non polluées. 
 Sur un autre plan, nous avons observé une corrélation positive entre l’abondance 
bactérienne et l’abondance phytoplanctonique (p<0,01). De précédentes études menées en 
milieux lotiques ont fait état de relations variables entre les communautés algales et 
bactériennes en fonction des caractéristiques des rivières considérées (Findlay et al., 1991 ; 
Rier & Stevenson, 2002 ; Castillo et al., 2004 ; Gao et al., 2004). D’après Rier & Stevenson 
(2001), les co-variations entre ces deux compartiments microbiens sont plus nettes lorsque la 
production autotrophe joue une part prépondérante dans le fonctionnement du cours d’eau par 
rapport aux apports allochtones.  
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 A la station de référence, les bactéries appartenant aux sous classes α-, β- et γ-
Protéobactéries et aux genres Cytophaga et Flavobacterium représentent au total environ 30% 
à 60% de la communauté. La forte représentation de ces différents groupes dans les rivières a 
déjà été soulignée par de nombreux auteurs (Kenzaka et al., 1998 ; Klammer et al., 2002 ; 
Araya et al., 2003). Comme dans la plupart des milieux dulcicoles (Glöckner et al., 1999 ; 
Araya et al., 2003), nous avons observé une dominance des β-Protéobactéries (21,3 ± 7,1 %). 
Alors que la proportion d’espèces appartenant aux genres Cytophaga et Flavobacterium reste 
stable et relativement faible (6,0 ± 1,3 %) au cours de l’année, on observe une restructuration 
au sein des Protéobactéries pendant l’été. Ainsi, entre juin et septembre, les pourcentages des 
β- et des α- Protéobactéries sont multipliés par trois tandis que parallèlement la proportion de 
γ- Protéobactéries diminue dans les mêmes proportions. Ce remaniement estival engendre des 
variations importantes au niveau de la diversité bactérienne puisque l’analyse par TTGE met 
en évidence une forte distinction des profils obtenus pour les mois de juin à septembre, avec 
notamment une diminution du nombre de bandes détectées.  
 L’analyse en composantes principales, effectuée avec l’ensemble des paramètres 
abiotiques et biotiques, fait apparaître une évolution temporelle régulière pour cette station. 
D’après l’axe 1, qui explique 28% de la variance totale des données, le facteur le plus 
discriminant est la température, inversement corrélé aux teneurs en oxygène dissous. Il est 
intéressant de noter que le mois de septembre se retrouve relativement isolé, 
vraisemblablement du fait des teneurs en AMPA (1,01 µg l-1) et en glyphosate (0,23 µg l-1) 
enregistrées dans l’eau à cette période. 
Globalement, on observe donc, au niveau de la station de référence, une évolution annuelle 
des communautés microbiennes relativement classique, très comparable à celles décrites 
dans la littérature pour les petites rivières non ou peu polluée.  
Cependant , la communauté phytoplanctonique paraît assez sensible à la présence 
d’herbicides, qui semblent affecter la biomasse et induire une diminution de la diversité 
taxonomique à des concentrations totales relativement modérées (0,63 µg l-1 en mars et 1,29 
µg l-1 en avril). 
 
C.II.2.3. Effets d’une pollution de type chronique en zone agricole sur les 
communautés microbiennes 
 A l’exutoire du bassin versant, la présence de pesticides est observée tous les mois de 
l’année avec une très forte prédominance des herbicides tant au niveau du nombre de 
molécules identifiées (13/16) que des concentrations totales mesurées (environ 96% de la 
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pollution détectée). Ce constat est en cohérence avec les profils de pollution observés depuis 
plusieurs années dans de nombreux cours d’eau français (IFEN, 2004). Au cours de notre 
suivi, la période de contamination la plus forte s’échelonne globalement entre avril et octobre, 
avec toutefois des teneurs totales en pesticides assez limitées en mai (0,37 µg l-1) et en août 
(0,95 µg l-1). Le niveau de pollution le plus élevé est enregistré en juin (7,66 µg l-1). Carabias-
Martỉnez et al. (2003) ont également constaté dans une rivière espagnole située en zone 
agricole, la forte présence de pesticides lors du mois de juin, résultant de leur utilisation en 
traitement post-levée des cultures à la fin du printemps. Dans notre étude, le transfert des 
polluants vers le milieu aquatique et la détection maximale d’herbicides en juin ont 
probablement été favorisés par les épisodes pluvieux enregistrés à la fin du mois de mai 
(Blanchoud et al., 2004).  
 Les molécules majoritairement responsables de la pollution détectée dans la zone agricole 
sont le glyphosate et surtout l’AMPA. Ces observations confirment l’utilisation prononcée du 
glyphosate et la forte contamination des eaux superficielles par cette molécule et par son 
principal métabolite, l’AMPA (Battaglin et al., 2005 ; Kolpin et al., 2006).  
  
 Au regard de l’évolution des teneurs en chlorophylle a, deux périodes semblent se 
dessiner au cours de la « vague » principale de pollution, la première s’échelonnant entre avril 
et juillet, mois où la biomasse algale est la plus faible, et la seconde entre juillet et octobre. 
 Le début de la période de pollution est associé à une diminution drastique de la biomasse 
algale. Après le bloom phytoplanctonique printanier, on constate ainsi une chute des 
concentrations en chlorophylle a qui décroissent d’un facteur neuf entre avril et juillet, malgré 
une augmentation régulière de la température et une bonne disponibilité en phosphore dans le 
milieu. Cette diminution,  beaucoup plus marquée que celle observée à la station de référence, 
est attribuable en grande partie à la toxicité des herbicides à l’égard des microorganismes 
autotrophes (DeLorenzo et al., 2001). Alors que la biomasse algale diminue très fortement 
durant cette période, la densité des cellules phytoplanctoniques est multipliée par trois entre 
avril et mai. Cette différence s’explique certainement par un remaniement taxonomique au 
sein de la communauté algale avec la disparition des espèces du genre Gomphonomena au 
profit du développement d’organismes plus petits, appartenant aux genres Cyclotella et 
Cocconeis. On constate en particulier que les espèces du genre Cocconeis ne sont présentes au 
mois de mai qu’à cette seule station. De par leur petite taille qui leur confère un fort potentiel 
de « stratèges r » (Dos Santos & Calijuri, 1998), notamment en présence de pesticides (Van 
Den Brink et al., 2000), elles bénéficient vraisemblablement, de manière opportuniste, des 
modifications environnementales découlant de la contamination par les herbicides.  




 D’autre part, Van Den Brink et al. (1997) ont montré que des algues appartenant à ce 
même genre pouvaient survivre pendant deux semaines en présence de linuron (0,5 à             
150 µg l-1), en puisant dans leur propre réserve d’énergie. Cette utilisation du stock 
énergétique entraîne alors une diminution significative des biovolumes cellulaires qui pourrait 
également expliquer, en partie, la forte baisse de la concentration en chlorophylle a existant 
durant cette période. 
 
 Le mois de juillet, caractérisé par les plus faibles teneurs en chlorophylle a et une densité 
phytoplanctonique très faible, représente un mois charnière dans l’évolution de la 
communauté algale. La diminution du niveau de pollution en août et le contexte climatique et 
nutritif favorable entraînent une augmentation de la biomasse et surtout de la densité 
phytoplanctonique, qui devient supérieure à 2000 cell ml-1. Les concentrations en 
chlorophylle a se maintiennent à des niveaux supérieurs à 7 µg l-1 après le mois d’août malgré 
de fortes teneurs en herbicides dans la rivière en septembre et en octobre (> 4,5 µg l-1). Les 
polluants semblent donc avoir un effet moins marqué sur le phytoplancton. Cette différence 
ne peut pas être attribuée à la nature des molécules présentes, la pollution étant assurée 
majoritairement par la présence d’AMPA, comme au début de l’été. L’hypothèse la plus 
probable pour expliquer l’effet plus modéré de ce toxique, fait appel à un niveau de résistance 
plus important des organismes autotrophes présents, induit par leur exposition répétée à 
l’AMPA au cours de l’année (notion de PICT ; Bérard & Benninghoff, 2001). Dorigo et al. 
(2004) ont ainsi démontré que ce phénomène, généralement observé chez les organismes 
périphytiques, peut également être perçu en rivière pour le phytoplancton. La communauté 
phytoplanctonique est composée en septembre de seulement trois genres à JAU1 alors que six 
genres sont recensés à la station de référence. Les espèces appartenant à ces trois genres 
(Navicula, Nitzschia et Scenedesmus) sont vraisemblablement particulièrement résistantes à 
l’AMPA. Il est d’autre part intéressant de noter que l’épisode de pollution enregistré en 
septembre à la station de référence (concentration en AMPA supérieure à 1 µg l-1), entraîne 
également, en octobre, la sélection de ces trois mêmes genres qui composent alors la totalité 
de la communauté.  
 En novembre, le retour à un seuil de pollution de l’eau très faible (<0,3 µg l-1) associé à un 
pic d’orthophosphates (0,65 mg l-1), stimule l’activité autotrophe, entraînant une augmentation 
de la biomasse algale, corrélée au développement des espèces du genre Gomphonema. 
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 Globalement, au cours de l’année, aucune différence significative n’est enregistrée au 
niveau de la production hétérotrophe et de la densité bactérienne entre la station de référence 
et la station située en zone agricole, et ce malgré des contextes anthropiques très différents. 
L’impact des herbicides sur la communauté microbienne autotrophe n’engendre donc pas de 
fortes modifications quantitatives au sein de la communauté hétérotrophe. Cela s’explique 
peut-être par l’absence, dans cette section de rivière, d’interactions fortes entre l’activité 
bactérienne et la biomasse phytoplanctonique. A l’inverse, la température et les 
concentrations en phosphates influent positivement et fortement, de manière respective, sur la 
production hétérotrophe (p<0,001) et l’abondance bactérienne (p<0,01). Les flux de 
nutriments qui proviennent sans doute majoritairement des cultures, semblent donc jouer un 
rôle important dans le fonctionnement de l’écosystème. Ceci suggère un processus écologique 
de type « hétérotrophe » (respiration > production primaire) qui minimise les interactions 
algues-bactéries (Findlay et al., 1991). Les microorganismes hétérotrophes sont par 
conséquent moins exposés aux effets indirects des herbicides découlant de l’impact sur les 
organismes autotrophes, notamment en terme de compétition pour les ressources, compte tenu 
de la forte disponibilité nutritive dans le milieu à partir de la fin du printemps. 
 L’importance de la fraction bactérienne présentant une forte activité respiratoire (bactéries 
CTC-positives) parait également indépendante du contexte de pollution et de l’impact des 
herbicides sur la communauté algale.  
 Concernant la structure générale de la communauté bactérienne, les hybridations in situ 
révèlent une légère diminution de la proportion des β- et des γ-Protéobactéries au cours de la 
période de forte pollution par rapport aux pourcentages enregistrés à la station de référence. A 
un niveau de résolution plus fin, l’analyse de la diversité génétique bactérienne par TTGE met 
en évidence un remaniement important au sein de la communauté après le premier événement 
majeur de pollution observé au mois d’avril. Si des variations notables semblent aussi se 
produire après les autres périodes majeures de pollutions (juin, juillet, septembre et octobre), 
il est cependant très difficile de lier avec certitude ces changements de diversité aux 
événements de pollution. 
 L’analyse en composante principale, effectuée avec l’ensemble des données abiotiques et 
microbiennes, permet de distinguer trois groupes. Le premier rassemble les mois de février, 
mars, avril, octobre et décembre, caractérisés par une température de l’eau inférieure ou égale 
à 10°C et par une forte teneur en oxygène. Le deuxième regroupe les mois d’août et de 
novembre, qui présentent de faibles niveaux de pollution, de fortes concentrations en 
orthophosphates et des densités microbiennes élevées. Le troisième groupe relie les mois de 
mai à septembre (à l’exception du mois d’août), caractérisés par des températures élevées, 
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associées à une forte production bactérienne. Ces mois correspondent également à la 
principale période de pollution par les herbicides.  
 
C.II.2.4. Effets d’une pollution urbaine, ponctuelle et aiguë, sur les 
communautés microbiennes 
 En aval du rejet de la station d’épuration de Billom, l’apport de pesticides est enregistré de 
manière ponctuelle, mais à des concentrations très élevées. Trois pics de très forte pollution 
sont ainsi observés en avril, juillet et septembre.  
 Le premier pic (avril), qui est le plus important, correspond à la présence de trois 
herbicides : l’alachlore, le métolachlore, et l’atrazine. Les deux amides sont largement 
prédominantes et sont responsables de plus de 87% de la contamination. Ces molécules sont 
destinées à un usage essentiellement agricole (Tomlin, 1994 ; Gerecke et al., 2002), mais leur 
présence dans les eaux résiduelles urbaines a déjà été signalée (Kolpin et al., 2004). Les 
valeurs exceptionnellement élevées observées ne sont pas la conséquence d’événements 
pluvieux importants qui auraient pu être à l’origine du transfert de ces pesticides vers le 
milieu aquatique (Müller et al., 1997 ; Gerecke et al., 2002), car pendant les dix jours qui ont 
précédé le prélèvement mensuel, une pluviométrie inférieure à 4 mm d’eau a été enregistrée. 
Il est ainsi très difficile d’identifier les raisons de ce fort déversement de pesticides dans la 
rivière. 
 Entre avril et mai, la concentration en chlorophylle a est divisée par 3,5 alors que dans le 
même temps, la disponibilité en orthophosphates dans le milieu est multipliée par 10 et que le 
contexte climatique et nutritif global semble favorable aux microorganismes autotrophes. La 
chute drastique de la biomasse phytoplanctonique enregistrée dans le mois qui suit le pic 
printanier de pollution est donc très certainement attribuable à la présence des trois herbicides 
précités. Peu de données concernent les effets du métolachlore sur les communautés algales 
dulcicoles (Hartgers et al., 1998) mais cet herbicide semble présenter une toxicité sur ces 
organismes deux à dix fois moins importante que celles de l’atrazine et de l’alachlore 
(Fairchild et al., 1998). En 1997, Spawn et al. ont montré expérimentalement, à partir de 
communautés naturelles issues d’une rivière américaine, que l’alachlore peut affecter la 
biomasse algale à partir de concentrations proche de 10 µg l-1. L’atrazine, qui est un des 
herbicides qui a été le plus considéré dans les études écotoxicologique, présente généralement 
des effets néfastes sur les algues à des concentrations plus élevées (voir pour revue 
DeLorenzo et al., 2001). Toutefois, Carder & Hoagland (1998) ont mis en évidence une 
additivité des effets toxiques de ces deux herbicides sur les algues, les effets étant sans doute 
amplifiés dans notre cas par la présence de métolachlore.  
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 Contrairement à la teneur en chlorophylle a, la densité cellulaire phytoplanctonique 
présente une faible valeur en avril, en même temps que la détection du pic de pollution. La 
forte similitude concernant l’évolution des densités phytoplanctoniques au niveau de cette 
station et au niveau de la station de référence suggère un effet limité des pesticides sur ce 
paramètre dans la zone urbaine. En avril comme en mai, la densité cellulaire algale et la 
structure de la communauté sont ainsi similaires à celles observées à la station non polluée. 
Ce résultat est en accord avec les conclusions de Spawn et al. (1997) qui n’ont observé un 
effet de l’alachlore sur la densité algale et la structure de la communauté qu’à partir d’une très 
forte concentration (30 µg l-1). 
 Les autres pics de pollution observés en juillet et en septembre sont, comme en zone 
agricole, majoritairement dus à la présence de glyphosate et surtout d’AMPA, qui 
représentent à eux deux environ 60% de la pollution détectée lors des prélèvements. Ces 
résultats confirment les analyses effectuées en milieux urbains, révélant la présence accrue de 
ces molécules (Blanchoud et al., 2004 ; Skark et al., 2004 ; Kolpin et al., 2006). Deux autres 
herbicides sont également prédominants à cette station à savoir l’oxadiazon (3,10 µg l-1 en 
juillet et 1,28 µg l-1 en août) et l’aminotriazole (5,03 µg l-1 en septembre), fréquemment 
détectés en milieux urbains du fait de leur utilisation dans les traitements de la voirie et des 
espaces verts (Ramwell et al., 2002 ; Blanchoud et al., 2004). La pollution urbaine engendre 
aussi un apport de molécules à propriétés insecticides, spécialement en juillet (1,38 µg l-1) et 
en octobre (3,31 µg l-1) avec une forte prédominance de la perméthrine et surtout du 
piperonyle butoxide. Les communautés microbiennes sont donc exposées, en zone urbaine, à 
une forte diversité de molécules qui peuvent présenter des effets très différents. 
 La présence d’herbicides en quantités importantes entre juillet et septembre affecte à 
nouveau la biomasse algale, qui diminue fortement consécutivement au pic enregistré en 
juillet et ceci jusqu’en octobre. Les concentrations en chlorophylle a sont alors divisées par 
17, atteignant des valeurs très faibles (<1 µg l-1) malgré des teneurs en orthophosphates 
importantes (0,35-1,44 mg P l-1). La densité algale présente cependant des valeurs élevées en 
août suite au développement, comme dans la zone agricole polluée, des Navicula et des 
Nitzschia, ainsi qu’en septembre, avec le développement des Scenedesmus. La présence 
systématique et récurrente des espèces appartenant à ces genres en présence d’AMPA suggère 
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 En novembre, la stimulation de l’activité autotrophe, illustrée par une augmentation d’un 
facteur huit de la teneur en chlorophylle a ne peut s’expliquer ni par une meilleure 
disponibilité nutritive par rapport à octobre, où les teneurs en composés azotés et phosphatés 
sont environ deux fois supérieures, ni par des conditions climatiques particulièrement 
favorables (5°C). Il est envisageable que ce développement autotrophe soit une conséquence 
indirecte des fortes concentrations en insecticides qui peuvent favoriser la croissance algale 
par suite du déclin des organismes brouteurs (Caquet et al., 1992 ; Barry & Logan, 1998).  
 
 Comme en zone agricole, l’évolution quantitative du compartiment bactérien n’est pas 
significativement corrélée avec celle du phytoplancton. Au niveau de cette portion de rivière, 
cela s’explique vraisemblablement par la forte influence des rejets de la station d’épuration 
(matières organiques et minérales, apport de bactéries allochtones…) sur le fonctionnement 
de la composante procaryote. 
  Une stimulation très importante de l’activité respiratoire bactérienne est observée entre 
mai et septembre. La fraction des cellules CTC-positives atteint alors un pourcentage proche 
de 30%, exceptionnellement élevé pour un milieu lotique, même dans un environnement 
urbain eutrophe (Araya et al., 2003). Dans le même temps, l’abondance relative des γ-
Protéobactéries est multipliée par trois. Cette forte augmentation se produit durant une période 
caractérisée par une contexte nutritif très eutrophe et une température élevée, supérieure à 
15°C. A proximité du rejet de la station d’épuration, la proportion des cellules appartenant à 
la subdivision γ des Protéobactéries est fortement corrélée à celle des cellules CTC-positives 
(p<0,01). Il est donc vraisemblable que certaines bactéries de ce groupe taxonomique, 
stimulées par les conditions abiotiques favorables, présentent un taux d’activité respiratoire 
très important. L’augmentation des teneurs en ammonium, qui atteignent des valeurs très 
élevées à la fin de l’été, est également corrélée avec celle de l’abondance relative des γ-
Protéobactéries (p<0,01) et avec le pourcentage de cellules CTC-positives (p<0,01). Il est 
donc envisageable que ces bactéries jouent un rôle important dans le cycle de l’azote. Deux 
hypothèses peuvent alors être émises. (1) Ces bactéries pourraient être favorisées par les 
fortes teneurs en ammonium, ce qui suggèrerait leur intervention dans l’étape de nitrosation. 
Cependant, même si la majorité des bactéries nitrifiantes fait partie des Protéobactéries, les 
bactéries nitrosantes appartiennent essentiellement à la subdivision β et seul le genre 
Nitrosococcus est un représentant connu de la subdivision γ (Féray, 2000). (2) Ces bactéries 
pourraient être à l’origine de l’accumulation d’ammonium, suite à une forte activité de 
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décomposition. Dans ce cas, ces bactéries pourraient avoir une origine allochtone et provenir 
majoritairement des eaux usées.  
  La représentation maximale des γ-Protéobactéries, proche de 30%, est enregistrée entre 
juillet et septembre, dans une période marquée par de fortes concentrations en pesticides. 
Même si la stimulation de ce groupe taxonomique, associée à une forte activité respiratoire, 
semble majoritairement engendrée par un contexte nutritif favorable, il n’est pas à exclure que 
la présence des pesticides puisse influer en partie sur le développement de ces organismes.  
 Sur un autre plan, il est intéressant de constater que le pourcentage de Cytophaga-
Flavobacterium est trois à quatre fois plus important en zone urbaine qu’au niveau des autres 
stations. Cette forte proportion, similaire à celle observée par Araya et al. (2003) dans une 
rivière urbaine eutrophe, s’explique certainement par leur fort potentiel d’utilisation des 
matières organiques de hauts poids moléculaires, abondantes dans les eaux usées (Kirchman, 
2002). Leur distribution, comme celles des α- et β-Protéobactéries, semble évoluer 
indépendamment de la présence des polluants.  
 
 A la station réceptrice des eaux usées urbaines, l’apport simultané de nutriments et de 
pesticides dans le milieu, rend difficile la caractérisation des effets spécifiques des polluants 
sur les organismes microbiens, en particulier sur les bactéries. L’ACP, réalisée à partir des 
différents paramètres abiotiques mesurés, confirme le rôle important à la fois des apports en 
nutriments et en pesticides, sur l’évolution des communautés microbiennes.  
 Les fluctuations observées à l’aide de la TTGE au niveau de la diversité bactérienne sont 
similaires à celles observées en zone agricole malgré une pollution beaucoup plus intense et 
ponctuelle. Les variations importantes enregistrées après les deux premiers pics de pollution 
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C.III. Influence des pesticides sur les communautés microbiennes au cours de l’année  
2004. Comparaison avec 2003 
  
C.III.1. Résultats 
  C.III.1.1. Caractéristiques physico-chimiques des trois stations 
 En 2004, la température de l’eau, comprise entre 3°C et 18°C, est légèrement inférieure à 
celle mesurée en 2003, notamment en été (Fig. C-14). Comme l’année précédente, le pH est 
relativement stable et fluctue entre 7,6 et 8,9, sauf à JAU4 où il atteint 10,3 en septembre. La 
concentration en oxygène dissous suit, comme en 2003, une évolution saisonnière classique, 









 A l’exutoire du bassin versant, le débit fluctue fortement en début et en fin d’année (0,26 à 
4,13 m3 s-1, Fig. C-15). Il reste cependant relativement stable et faible entre juin et octobre 
(<0,42 m3 s-1), sauf après les fortes pluies du mois d’août (195,3 mm d’eau en un mois). 
Figure C-14 : Evolution moyenne (et écarts-types) de la température de l’eau (°C), de la 
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Figure C-15 : Evolution journalière du débit (▬ ; m3 s-1) à l’exutoire du bassin versant (JAU1) et 
de la pluviométrie (— ; mm) à la station météo France de Joze-bourg.  
*  Les étoiles vertes indiquent les dates d’échantillonnage 
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 L’évolution des concentrations en azote inorganique et en orthophosphates est illustrée sur 
la Figure C-16. Globalement, le niveau trophique est assez comparable entre les deux années, 
sauf au niveau des nitrates, qui présentent des concentrations deux à trois fois plus élevées en 
2004. La différenciation entre les trois stations est toutefois similaire à celle soulignée l’année 
précédente. 
 La station JAU3 présente ainsi le contexte nutritif le moins favorable pour les organismes 
microbiens, caractérisé notamment par des concentrations en orthophosphates inférieures à 
0,2 mg P l-1 (Fig. C-16D) et une disponibilité en azote majoritairement sous forme de nitrates 
(Fig. C-16A) . 
  Comme en 2003, les concentrations en nitrates (Fig. C-16A) les plus élevées sont 
mesurées à JAU1, en zone agricole. A cette station, elles représentent plus de 98% des 
concentrations mesurées en composés inorganiques azotés. Mis à part en février, avril et 
juillet, les teneurs en orthophosphates (0,08-0,27 mg P l-1 ; Fig. C-16D), traduisent une bonne 
disponibilité en phosphore pour les microorganismes. 
 A JAU4, le contexte nutritif est très proche de celui enregistré à JAU1, sauf en juillet et en 
octobre où l’on enregistre de fortes concentrations en nitrites (Fig. C-16B), en ammonium 
(Fig. C-16C), et en orthophosphates (> 1 mg P l-1) (Fig. C-16D). 
 













Figure C-16 : Evolution mensuelle des concentrations (mg l-1) en N-NO3 (A), N-NO2 (B), N-
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  C.III.1.2. Contexte de pollution  
 En 2004, la présence de pesticides dans le Jauron n’a été détectée qu’à partir du mois 
d’avril (Fig. C-17). Les niveaux de pollution, mais également les profils de pollution, 
enregistrés  en zone agricole et urbaine sont assez différents de ceux observés en 2003. 
 
  La station de référence (JAU3) est caractérisée par un niveau de pollution encore plus 
faible qu’en 2003 (Fig. C-17B). Les concentrations en pesticides détectées entre mai et 
septembre sont comprises entre 0,03 et 0,11 µg l-1 et sont toujours inférieures au seuil de 
potabilité défini pour l’ensemble des molécules présentes (0,5 µg l-1). Toutefois, ce seuil est 
légèrement franchi en octobre (0,55 µg l-1), suite à la présence majoritaire de métazachlore à 
raison de 0,33 µg l-1  (Tableau C-2). 
 A JAU1, l’analyse des polluants confirme la dominance des herbicides en zone 
agricole, ces molécules représentant plus de 96% de la pollution mesurée à cette station. 
Toutefois, la durée de la période de pollution (plus restreinte), ainsi que le niveau de 
contamination mesuré (cinq fois plus faible), sont très différents de la situation décrite en 
2003 (Fig. C-17A).  En effet, seuls deux pics majoritaires sont observés en juin (2,90 µg l-1) 
et en octobre (1,41 µg l-1) et sont caractérisés principalement par la présence de glyphosate et 
surtout d’AMPA (plus de 80% de la pollution détectée) (Tableau C-2). Les valeurs relevées 
les autres mois de l’année sont toujours inférieures au seuil de potabilité se référant à la 
concentration totale en pesticides. 
Figure C-17 : Evolution mensuelle des concentrations (µg l-1) en pesticides aux stations JAU1, 
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 A JAU4, la période de pollution pour laquelle les concentrations totales sont 
supérieures à 0,5 µg l-1 s’étale de mai à juillet (Fig. C-17C). Elle est caractérisée par une 
répartition plus diversifiée entre les herbicides (60% des concentrations détectées), les 
insecticides (20%) et les fongicides (20%). Par rapport à 2003, le niveau de pollution est 
également très faible puisque la concentration maximale en pesticides, relevée en juillet (2,60 
µg l-1 dont 37% de l’herbicide alachlore, 33% du fongicide procymidone et 13% de 
l’insecticide piperonyle), est environ six fois plus faible que celle mesurée l’année précédente 
(Tableau C-2). En mai, la pollution (0,91 µg l-1) est causée à 62% par l’insecticide phoxime 

























Tableau C-2 : Evolution des concentrations en pesticides (µg l-1) dans la colonne d’eau du 
Jauron aux stations JAU1, JAU3 et JAU4 au cours de l’année 2004.    (* : <seuil de détection) 
JAU1 Févr. Mars Avr Mai Juin Juil Août Sept Oct Nov Déc
AMPA (H) * * 0,09 * 2,10 * * * 0,89 * 0,15
Atrazine (H) * * 0,03 0,04 0,15 * 0,03 0,03 0,04 * *
Desethylatrazine (H) * * * * 0,05 * * * * * *
Diuron (H) * * * * 0,07 * * * 0,07 * *
Glyphosate (H) * * * * 0,22 * * * 0,26 * *
Linuron (H) * * * * * * * 0,08 * * *
Norflurazon (H) * * * * * * * * 0,15 * *
Oxadiazon (H) * * * * * * 0,16 0,05 * * *
Sulcotrione (H) * * * * 0,31 * * * * * *
Total Herbicides 0,00 0,00 0,12 0,04 2,90 0,00 0,19 0,16 1,41 0,00 0,15
Phoxime (I) * * 0,19 * * * * * * * *
Total Insecticides 0,00 0,00 0,19 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00
JAU3 Févr. Mars Avr Mai Juin Juil Août Sept Oct Nov Déc
Atrazine (H) * * * 0,03 0,04 * 0,04 0,04 0,03 * *
Desethylatrazine (H) * * * * * * 0,05 0,07 0,05 * *
Linuron (H) * * * * * 0,06 * * * * *
Metazachlore (H) * * * * * * * * 0,33 * *
Metoxuron (H) * * * * * * * * 0,06 * *
Oxadiazon (H) * * * * * * * * 0,08 * *
Total Herbicides 0,00 0,00 0,00 0,03 0,04 0,06 0,09 0,11 0,55 0,00 0,00
JAU4 Févr. Mars Avr Mai Juin Juil Août Sept Oct Nov Déc
Alachlore (H) * * * * * 0,97 * * * * *
Aminotriazole (H) * * * * * 0,07 * * * * *
AMPA (H) * * * * 0,61 * * * * * *
Atrazine (H) * * * 0,04 0,11 0,05 0,03 0,03 * * *
Desethylatrazine (H) * * * * * 0,05 0,05 0,05 * * *
Glyphosate (H) * * * * 0,11 0,19 * * * * *
Linuron (H) * * * 0,06 * * * * * 0,08 *
Metolachlore (H) * * * 0,25 * * * * * * *
Oxadiazon (H) * * * * * 0,07 0,16 * * * *
Total Herbicides 0,00 0,00 0,00 0,35 0,83 1,40 0,24 0,08 0,00 0,08 0,00
Phoxime (I) * * * 0,56 * * 0,05 * * 0,08 *
Piperonyle (I) * * * * * 0,33 * * * * *
Total Insecticides 0,00 0,00 0,00 0,56 0,00 0,33 0,05 0,00 0,00 0,08 0,00
Oxadixyl (F) * * * * * * * 0,09 * * *
Procymidone (F) * * * * * 0,87 * * * * *
Total Fongicides 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,87 0,00 0,09 0,00 0,00 0,00
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En 2004, d’après les analyses effectuées mensuellement au niveau des trois stations, le 
Jauron semble « recevoir » moins de pollution que l’année précédente. Les modes de 
contamination décrits en 2003, pour JAU1 (plutôt chronique), et pour JAU4 (plutôt 
ponctuel et aigu), ne se sont pas renouvelés. 
 Les trois stations sont cependant encore bien différenciées :  
- JAU3, qui présente un niveau de pollution encore plus faible qu’en 2003, peut être à 
nouveau considérée comme station de  référence pour le suivi annuel ; 
- JAU1 est soumise à deux pics de pollution majeurs, en juin et octobre, dominés par 
la présence de glyphosate et d’AMPA ; 
- JAU4 est caractérisée par une courte « vague de pollution » s’étalant 
essentiellement entre mai et juillet, avec une présence significative d’herbicides, 
mais aussi d’insecticides et de fongicides.   
 
  C.III.1.3. Evolution des biomasses algales planctoniques  
 L’évolution des concentrations en chlorophylle a (chlo a) dans la colonne d’eau est 










 A JAU3, l’évolution de la biomasse algale planctonique est relativement comparable à 
celle enregistrée en 2003, caractérisée par un développement printanier (15 µg chlo a l-1 en 
mars) puis une baisse jusqu’à la fin de l’année. La reprise d’activité photosynthétique, 
soulignée au mois d’août en 2003, est ici observée deux mois plus tôt, en juin.  
 A JAU1, les concentrations en chlo a sont inférieures à 9 µg l-1 et sont donc globalement 



















Figure C-18 : Evolution mensuelle des concentrations (µg l-1) en chlorophylle a planctonique 
aux stations JAU1 (■), JAU3 (○) et JAU4 (▲) en 2004. 
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évolution saisonnière, caractérisée par deux développements distincts, l’un au printemps 
(mars-mai) et l’autre à la fin de l’été (juillet-octobre). Aux mois de juin et octobre, 
caractérisés par des teneurs élevées en herbicides, les concentrations en chlorophlle a sont 
respectivement divisées par sept et par deux. Contrairement à 2003, où l’atteinte du 
compartiment algal est constatée après le début de la période de pollution , les fortes baisses 
de biomasse algale coïncident ici avec les pics de détection des polluants (au pas 
d’échantillonnage utilisé). 
 A JAU4, l’évolution de la biomasse algale planctonique met en évidence, comme en 2003, 
plusieurs efflorescences : un bloom printanier  (>15 µg chlo a l-1 en mars-avril), un bloom 
estival (16,6 µg chlo a l-1 en juillet malgré un niveau de pollution maximal) et un bloom 
automnal (22,5 µg chlo a l-1 en octobre). Ces deux derniers sont enregistrés dans des périodes 
marquées par une forte disponibilité en composés azotés (>10 mg N l-1) et phosphatés (>1 mg 
P l-1). Comme au niveau de JAU1, la baisse de chlo a enregistrée en mai et en juin coïncide 
avec le début de la vague de pollution (au pas d’échantillonnage utilisé). 
   
  C.III.1.4. Evolution des biomasses algales périphytiques  
 A JAU3 et à JAU1, les biomasses algales périphytiques suivent une évolution similaire 
(Fig. C-19). Les plus fortes concentrations en chlo a sont ainsi enregistrées en avril (4,23 µg 
cm-2) et correspondent au développement printanier, puis elles restent inférieures à 0,50 µg 
cm-2 entre juin et décembre (les substrats ont été vandalisés en mai). 
 A JAU4, la biomasse algale périphytique est globalement supérieure à celle des deux 
autres stations et est caractérisée par un pic majeur en avril (14,30 µg chlo a cm-2), et deux 
développements significatifs (> 2 µg chlo a cm-2) en juillet et au début de l’automne 
(septembre-octobre). Ces efflorescences algales périphytiques sont détectées en même temps 
































Figure C-19 : Evolution mensuelle des concentrations (µg l-1) en chlorophylle a périphytique aux 
stations JAU1 (■), JAU3 (○) et JAU4 (▲) en 2004. 
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  C.III.1.5. Evolution des densités phytoplanctoniques 
 Comme en 2003, l’évolution des densités phytoplanctoniques n’est pas reliée à celle de la 
biomasse algale (Fig. C-20). Les profils obtenus sont toutefois très différents de ceux 
observés l’année précédente. 
 A JAU3 et à JAU1, les densités phytoplanctoniques suivent une évolution saisonnière 
positivement corrélée avec la température (respectivement R=0,66 ; n=11 ; p<0,05 et R=0,79 ; 
n=11 ; p<0,01). Globalement, à ces deux stations, les densités augmentent entre le printemps 
et la fin de l’été (330 à 970 cell. ml-1), puis chutent environ d’un facteur quatre, dès le début 
de l’automne (< 200 cell ml-1 en décembre). 
 A JAU4, on enregistre, après un bloom printanier (750 cell ml-1 en mai), une diminution 
de la densité algale qui est divisée par deux entre mai et juin, ce qui correspond au début de la 
période de pollution. Elle se stabilise alors autour de 400 cell ml-1 jusqu’au début de 
l’automne où elle chute à nouveau avant l’hiver. La baisse de chlorophylle a enregistrée entre 











  C.III.1.6. Evolution de la structure de la communauté phytoplanctonique 
 Sur l’ensemble des trois stations, seuls sept genres algaux ont été recensés en 2004, soit 
deux fois moins qu’en 2003 (Fig. C-21). Parmi ces genres, quatre sont récurrents aux trois 
stations et présents toute l’année (pendant et hors périodes de pollution) à savoir 
Gomphonema, Navicula, Nitzschia et Scenedesmus (sauf à JAU4, en juillet, où le niveau de 
pollution est maximal). Les diatomées pennées sont donc encore largement prédominantes et 




























Figure C-20 : Evolution mensuelle des densités phytoplanctoniques (cell ml-1) aux stations JAU1 
(■), JAU3 (○) et JAU4 (▲) en 2004. 
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 On observe à JAU3, au cours du printemps, un développement d’espèces appartenant aux 
genres Ankistrodesmus et Cyclotella, non détectés à JAU1 et JAU4. A l’inverse, des 
diatomées du genre Asterionella sont dénombrées ponctuellement à JAU1 et JAU4 alors 
qu’elles sont absentes à la station de référence. 
 
 
C.III.1.7. Evolution de la production hétérotrophe et des densités 
bactériennes 
 Comme en 2003, l’évolution de la production bactérienne hétérotrophe (Fig. C-22A) est 
positivement corrélée à celle de la température (R=0,73 ; n=33 ;p<0,001). Aux trois stations, 
ce paramètre bactérien décrit donc une évolution saisonnière très nette, caractérisée par de 
faibles valeurs en hiver et jusqu’à la fin du printemps (<4.104 cell. ml-1 h-1) suivie d’une 
stimulation en période estivale. Les valeurs maximales (1,35.105 cell. ml-1 h-1), obtenues en 
été, sont toutefois trois à quatre fois plus faibles que celles enregistrées en 2003, du fait 
probablement de la forte canicule enregistrée cette année là. A JAU1, une importante 
stimulation du compartiment bactérien est cependant observée après le mois de mai, 





Figure C-21 : Abondance relative des différents genres phytoplanctoniques détectés 
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 Contrairement à 2003, aucune corrélation statistique n’est enregistrée, à partir des 
paramètres mesurés, entre le compartiment algal et la densité bactérienne, qui suit 
globalement une évolution très similaire au niveau des trois stations (Fig. C-22B). Le nombre 
de cellules est compris entre 2.106 cell ml-1 et 6.106 cell ml-1, sauf en période estivale où une 
légère baisse est observée. En octobre, une augmentation du nombre de cellules est toutefois 
enregistrée à JAU4, qui présente une densité deux fois plus importante (1,2.107 cell ml-1) que 
celles des deux autres stations.  
  
  C.III.1.8. Evolution de la fraction de bactéries CTC-positives 
 Le pourcentage de bactéries CTC-positives fluctue fortement au cours de l’année entre les 
trois stations (Fig. C-23), sans corrélation évidente avec les paramètres microbiens  
précédemment décrits.  
 A JAU3, la proportion des cellules actives est comprise entre 3% et 7% d’avril à 
septembre. Un pic très important est enregistré en mars (23,6%) et une stimulation de 
l’activité est observée au début de l’automne, entraînant un doublement du pourcentage de 
bactéries CTC-positives (9,0% à 13,3% entre septembre et octobre). 
 A JAU1, après une augmentation printanière moins marquée (12,5% en mars), le  
pourcentage de bactéries CTC-positives se stabilise autour de 5% jusqu’à la fin de l’année. La 
forte stimulation observée en juin en terme de production hétérotrophe n’est donc pas 
décelable au niveau de la fraction bactérienne la plus active. 
 A JAU4, l’évolution de la proportion de cellules actives est très proche de celle décrite à 
JAU1 à l’exception des deux pics enregistrés en juillet, où le niveau de pollution est maximal, 
et en octobre, en parallèle aux fortes augmentations des teneurs en composés azotés et 
phosphatés. 
Figure C-22 : Evolution mensuelle de la production bactérienne hétérotrophe (x 104 cell ml-1 h-1, 











































































  C.III.1.9. Evolution de la diversité bactérienne  
 Au cours de l’année 2004, l’évolution qualitative de la communauté microbienne n’a été 
appréciée qu’à partir d’une analyse de la diversité génétique par TTGE (Fig. C-24).  
 Le nombre de bandes détectées mensuellement sur les profils électrophorétiques est 
comparable à celui observé en 2003. Il varie entre 21 et 34 à JAU1 (Fig. C-24A), entre 16 et 
30 à JAU3 (Fig. C-24B) et entre 19 et 40 à JAU4 (Fig. C-24C). 
 A JAU3 (Fig. C-24B), le dendrogramme réalisé montre une évolution progressive de la 
diversité, illustrée par des variations graduelles au sein de la communauté bactérienne.  
 A JAU1 (Fig. C-24A), l’analyse fait apparaître, pour un seuil de similarité supérieur à 
70%, trois groupements principaux illustrant des variations saisonnières. Le premier réunit 
ainsi les mois correspondants aux périodes les plus froides (hiver et printemps), le second, 
juin et juillet, et le troisième, les mois d’août, septembre et octobre. Des variations 
importantes sont donc enregistrées au moment du premier pic de pollution (juin) et après 
l’épisode automnal de pollution (en octobre). 
 A JAU4 (Fig. C-24C), d’importants remaniements de la diversité bactérienne sont 
observés à l’échelle mensuelle, notamment pendant les mois de mai à septembre, qui 
recouvrent la période principale de pollution par les pesticides (mai à juillet). La similarité 
entre les profils observés pour deux mois successifs est alors toujours inférieure à 60%. A 
l’opposé, la diversité de la communauté subit moins de remaniements au début (février à mai) 
et à la fin de l’année (novembre-décembre).  
Figure C-23 : Evolution mensuelle du pourcentage de bactéries CTC-positives aux stations 
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Figure C-24 : Evolution de la diversité bactérienne aux stations JAU1 (A), JAU3 (B) et JAU4 
(C) en 2004, appréciée par une analyse « présence/absence » des profils TTGE selon la méthode 
DICE/UPGMA.     * N=nombre de bandes détectées sur la piste  
 Feb  Mar Apr  May June Jul         Aug Sep Oct  Nov  Dec
N 29     28    29    34     29    34           33     28     24     21    23
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  C.III.1.10. Analyse statistique 
 Afin d’avoir une vision plus globale des résultats, une analyse en composantes principales 
(ACP) a été réalisée, comme en 2003, pour chacune des trois stations en intégrant l’ensemble 
des paramètres physiques, chimiques et biologiques mesurés (Fig. C-25). Les deux premiers 
axes choisis expliquent 52% à 58% de la variance totale, suivant les stations.  
 A JAU3 (Fig. C-25B), l’ACP montre une évolution temporelle et régulière de 
l’écosystème, en fonction des paramètres considérés. Les mois semblent donc majoritairement 
répartis selon un caractère saisonnier.  
 A JAU1 (Fig. C-25A), l’ACP met en évidence, pour un seuil de similarité de 70%, deux 
regroupements principaux. Ces deux groupes rassemblent ainsi clairement, d’une part, les 
mois les plus « froids » (février, novembre et décembre) et d’autre part, les mois caractérisés 
par les plus fortes teneurs en pesticides (juin, août et octobre). Les cinq autres mois sont plus 
dispersés  et sont répartis suivant les valeurs du débit, qui semble être un paramètre important 
dans le fonctionnement des communautés microbiennes (en 2003, il n’avait pas pu être 
intégré dans l’analyse du fait de l’absence de mesures pendant plusieurs mois). 
 A JAU4 (Fig. C-25C), l’ACP distingue très nettement juillet des autres mois, de part ses 
fortes teneurs en pesticides et en nutriments, notamment en orthophosphates et en ammonium.  
L’analyse met également en évidence des homologies très marquées entre les mois de 
novembre et de décembre. Les huit autres mois sont, comme à JAU1, répartis en fonction du 
débit. 
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Figure C-25 : Analyse en composantes principales des données abiotiques et microbiennes 
récoltées aux stations JAU1 (A), JAU3 (B) et JAU4 (C) entre février et décembre 2004. 
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ALPHA : a-Protéobactéries 
BandesTTGE : nombre de bandes détectées par TTGE 
BETA : b-Protéobactéries 
CFB : Cytophaga Flavobacterium 
CFB : Cytophaga Flavobacterium 
ChloPlan : chlorophylle a planctonique 
CTC : bactéries CTC-positives 
DensBac : densité bactérienne 
DensPhyto : densité phytoplanctonique 
FON : fongicides 
GAMMA : g-Protéobactéries 
HERB : herbicides 
INS : insecticides  
MES : matières en suspension 
NH4 : ammonium 
NO2 : nitrites 
NO3 : nitrates 
O2 : oxygène dissous 
PH : pH 
Pluvio : pluviométrie 
PO4 : orthophosphates 
ProdBac : production bactérienne 
Temp : température 
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C.III.2. Discussion 
C.III.2.1. Caractéristiques abiotiques générales des trois stations 
d’échantillonnage  
 Même si les paramètres climatiques et nutritifs ont pu varier d’une année sur l’autre, en 
fonction notamment du contexte météorologique, les trois stations étudiées dans le cadre de ce 
travail présentent des caractéristiques abiotiques qui leur sont spécifiques. Elles peuvent ainsi 
être classées de manière très globale suivant un « gradient d’eutrophisation » (Dodds et al., 
1998) : station JAU3 (mésotrophe), station JAU1 (méso-eutrophe) et station JAU4 (eutrophe). 
La caractérisation trophique des différentes portions de cette rivière s’explique par les 
activités anthropiques sur le bassin versant. Les fortes teneurs en nitrates enregistrées au 
niveau de l’exutoire (JAU1) sont ainsi attribuables aux pratiques propres à l’agriculture 
intensive, tandis que la station située en zone urbaine (JAU4) est régulièrement soumise à des 
apports élevés en composés azotés et phosphorés, issus des rejets d’eau usée, en provenance 
de la ville de Billom. 
  
 A ce gradient d’eutrophisation, s’ajoute un gradient de contamination en pesticides, depuis 
la station de référence (JAU3), relativement peu exposée, jusqu’à la station JAU4, réceptrice 
d’eau chargée en polluants. Cependant, on enregistre en un an une baisse significative du 
niveau de pollution, cinq à dix fois plus faible en 2004. Plusieurs hypothèses, non exclusives, 
peuvent être émises pour expliquer la baisse des teneurs en pesticides détectées dans le Jauron 
entre les deux années : 
(1) une utilisation moins conséquente de ces molécules sur le bassin versant du Jauron 
en 2004 ; 
(2) un transfert vers le milieu aquatique plus limité en 2004, l’intervalle de temps entre 
les épisodes pluvieux et les périodes d’épandage des produits phytosanitaires étant 
un des facteurs qui conditionne fortement ce processus ; 
(3) une différence liée au risque « d’erreurs » induit par le pas d’échantillonnage 
utilisé. 
 
 Les périodes et modes de pollution sont également différents entre les deux années. En 
zone de culture, on observe ainsi une contamination plutôt chronique en 2003 (avril à octobre) 
alors qu’elle est beaucoup plus ponctuelle en 2004. Toutefois, la nature de la pollution, dictée 
majoritairement par les pratiques agricoles, est fortement similaire entre les deux années :  
- 2004 : 96% d’herbicides dont 65% d’AMPA et 10% de glyphosate ; 
  - 2003 : 84% d’herbicides dont 65% d’AMPA et 7% de glyphosate. 
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 En zone urbaine, on observe une pollution ponctuelle et aiguë en 2003, alors qu’elle 
s’étale, de manière plus modérée, sur un trimestre en 2004 (mai à juillet). En revanche, la 
nature des polluants est ici très différentes entre les deux années : 
 - 2004 : 90% d’herbicides et 10% d’insecticides ; 
   - 2003 : 60% d’herbicides, 20% d’insecticides et 20% de fongicides.  
Cette forte variation annuelle, perçue à la fois au niveau de la période de pollution et de la 
nature des polluants, traduit le caractère « plus aléatoire » d’une pollution d’origine non-
agricole, qui est fonction du type d’activités associées à l’utilisation des pesticides (espaces 
verts publics ou privés, entretien de la voirie et des voies ferrées…). 
 
C.III.2.2. Evolution « saisonnière » des communautés algales et bactériennes 
dans le Jauron 
 Au niveau de la station de référence, la biomasse phytoplanctonique, plus faible qu’aux 
deux autres stations du fait d’un contexte nutritif moins favorable, suit une évolution 
saisonnière  « classique » (Balbi, 2000 ; Castillo et al., 2004), globalement similaire au cours 
des deux années. Elle est caractérisée par un premier développement au début du printemps, 
puis un second en période estivale, l’intensité et la période d’apparition des efflorescences 
algales semblant, en partie, être  fonction de la disponibilité en orthophosphates dans le 
milieu.  
 Malgré la forte similitude entre les deux années au niveau de l’évolution de la biomasse 
algale planctonique, de fortes variations sont observées au niveau de la densité 
phytoplanctonique et de la diversité taxonomique. En 2003, la communauté algale est ainsi 
relativement diversifiée (11 genres différents recensés) alors que seulement six genres 
composent cette communauté en 2004. Quatre genres (Gomphonema, Navicula, Nitzschia et 
Scenedesmus) semblent relativement ubiquistes et sont représentés globalement toute l’année 
lors des deux suivis, malgré les variations saisonnières. 
 L’évolution des teneurs en chlorophylle a périphytique n’a pu être évaluée qu’en 2004. 
Comme pour la communauté planctonique, la biomasse algale périphytique suit une évolution 
proche de celle décrite dans la littérature (Madigou, 2005), caractérisée par un développement 
printanier, puis de faibles valeurs, inférieures à 0,3 µg chlo a cm-2, après le mois de juin.  
 
 Quelle que soit l’année considérée, le niveau de production bactérienne hétérotrophe, au 
niveau de la station de référence, est majoritairement conditionné par l’évolution de la 
température de l’eau et n’est pas systématiquement relié à celui du compartiment algal. 
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  L’absence de co-variations fortes entre les communautés algales et bactériennes est 
généralement observée dans des sections de cours d’eau caractérisées par une faible biomasse 
algale, concernant notamment le périphyton (<5 µg chlo a cm-2 ; Rier & Stevenson, 2001), et 
où les apports allochtones jouent un rôle prépondérant sur l’activité de la communauté 
bactérienne. 
 Au cours des deux années successives, l’analyse par TTGE de la diversité bactérienne, 
montre une modification graduelle au sein de la communauté en fonction de l’évolution 
saisonnière des conditions environnementales. Cette évolution est illustrée par les résultats 
des deux analyses par ACP, qui semblent traduire, à partir des paramètres utilisés, une 
progression régulière de l’écosystème au cours de l’année. 
 
Même si elle n’est pas tout à fait identique à celle observée l’année précédente, l’évolution 
des communautés microbiennes s’effectue donc de manière très progressive à la station de 
référence, en fonction des paramètres saisonniers.  
 
C.III.2.3. Impact d’une pollution d’origine agricole sur l’évolution des 
communautés algales et bactériennes  
 Dans la zone agricole, les communautés microbiennes sont fortement exposées à la 
présence des herbicides, avec une nette prédominance du glyphosate et de l’AMPA. Le niveau 
total de contamination (cinq fois plus fort en 2003) et le mode d’exposition (de type chronique 
en 2003 et ponctuel en 2004) varient fortement au cours des deux années successives. Malgré 
cela, la contamination récurrente en herbicides au printemps affecte significativement la 
biomasse algale. Au pas d’échantillonnage réalisé, le délai constaté pour l’impact est toutefois 
variable entre les deux années, puisque les effets sont perçus consécutivement au pic de 
pollution en 2003 alors que la baisse de la biomasse est enregistrée simultanément au début de 
la vague de contamination en 2004. Cette différence est attribuable aux limites dues au pas 
d’échantillonnage utilisé pour les analyses chimiques qui, effectuées mensuellement, 
traduisent une situation ponctuelle et ne donnent aucune information, ni sur la durée de 
l’épisode de pollution, ni sur le niveau maximal de la contamination.  
 La réponse de la fraction algale fixée est différente de celle de la fraction planctonique. En 
effet, le maintien pendant six mois d’une faible biomasse algale périphytique, suite à une 
contamination ponctuelle en herbicides, suggère un effet plus chronique de ces polluants sur 
les algues fixées. Cette différence de « productivité » entre les fractions algales libres et fixées 
peut être attribuée aux propriétés du périphyton, qui, du fait de son caractère sessile, ne peut 
échapper aux événements successifs de contamination. La réponse du périphyton est par 
conséquent dépendante de nombreux facteurs, tels que la durée d’exposition et le délai entre 
 Chapitre C : Etudes « in situ » 
 105
les pollutions successives, qui conditionne fortement la capacité de « récupération » des 
microorganismes (Gustavson et al., 2003).  
 L’impact de la contamination d’origine agricole sur la biomasse algale n’est pas 
systématiquement associé à une diminution forte de la densité phytoplanctonique, ni à de 
fortes modifications de la composition taxonomique de la communauté algale, 
particulièrement en 2004. La plus faible diversité et la présence quasi-exclusive des genres 
Gomphonema, Navicula, Nitzschia et Scenedesmus, qui caractérisent alors cette communauté, 
suggèrent une forte résistance aux herbicides de la part de ces organismes. Cette hypothèse est 
cohérente avec les résultats observés en 2003. Comme l’ont montré précédemment Bérard et 
al. (1999a) et Dorigo et al. (2004), la composition taxonomique de la communauté 
conditionne fortement son niveau de sensibilité aux herbicides. D’autre part, la diminution de 
la teneur cellulaire en chlorophylle a, déjà observée notamment chez des organismes 
phytoplanctoniques exposés aux herbicides (DeLorenzo et al., 2004), fait partie des 
hypothèses qui peuvent être avancées pour expliquer l’absence de relation marquée entre les 
concentrations en chlorophylle a et les densités cellulaires. 
  
 Quelle que soit la station considérée (JAU1 ou JAU3), la production bactérienne 
hétérotrophe suit une évolution saisonnière, conditionnée essentiellement par la température 
de l’eau. Entre 2003 et 2004, des différences d’intensité de cette production sont toutefois 
enregistrées pour les communautés évoluant dans la portion de rivière soumise à la 
contamination agricole et celles évoluant au niveau de la station de référence. Ainsi, la forte 
production enregistrée en juin 2004 à JAU1 ne peut pas être expliquée par des conditions 
climatiques plus favorables. La stimulation du compartiment bactérien est probablement 
engendrée dans ce cas par l’altération des microorganismes photosynthétiques suite au pic 
d’herbicides détecté en mai.  
 Même au sein d’une rivière où les interactions « algues-bactéries » ne sont pas très 
marquées, une altération notable du compartiment autotrophe par les herbicides peut donc 
engendrer une forte stimulation de l’activité bactérienne. Ce phénomène a déjà été observé 
(Downing et al., 2004) et peut résulter (1) du relargage par les algues de matières organiques 
directement assimilables (Baines & Pace, 1991) ou (2) d’une diminution de la compétition 
entre ces deux compartiments pour les ressources (DeLorenzo et al., 1999). La première 
hypothèse semble plausible du fait d’un contexte nutritif non limitant et de l’augmentation en 
juillet des teneurs en nutriments inorganiques qui suggèrent une forte activité de 
décomposition de la matière organique dans la période précédant le prélèvement. La forte 
production hétérotrophe n’est toutefois pas accompagnée d’une augmentation de la densité 
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bactérienne ou du pourcentage de bactéries CTC-positives. Servais et al. (2001) ont montré 
que ces deux paramètres ne sont pas forcément corrélés. D’autres explications peuvent être 
avancées telles qu’une pression de broutage par les protistes, notamment les nanoflagellés 
hétérotrophes, facteur primordial dans la régulation de l’abondance des bactéries, en 
particulier des plus actives (Del Giorgio et al., 1997). Elle peut donc jouer un rôle déterminant 
dans la rivière, surtout au début et à la fin de l’été (Karrasch et al., 2001). 
 Pour les deux années, les pics de pollution ou le début des périodes de contaminations 
plus chroniques coïncident généralement avec des bouleversements dans l’évolution graduelle 
annuelle de la diversité génétique bactérienne. Ainsi, en 2004, le pic majeur de pollution 
observé en juin s’accompagne d’une redistribution des espèces majoritaires au sein de la 
communauté bactérienne, le pourcentage de similarité entre mai et juin étant inférieur à 65%. 
Ces changements peuvent être induits par des changements du contexte nutritionnel suite à 
l’apport massif de détritus algaux dans le milieu (Van Hannen et al., 1999) et/ou par le 
développement d’espèces bactériennes adaptées aux modifications environnementales 
engendrées par la présence des herbicides. Plusieurs études ont ainsi montré les effets de ces 
xénobiotiques sur la composition des communautés bactériennes au niveau du sol (El 
Fantroussi et al., 1999 ; Johnsen et al., 2001 ; Seghers et al., 2003) mais peu de travaux 
concernent le milieu aquatique.  
 
En zone agricole, la contamination régulière de la rivière par les herbicides, en particulier 
le glyphosate et l’AMPA, engendrent donc des perturbations au niveau des communautés 
microbiennes.  
Les communautés autotrophes sont les plus exposées aux effets  des polluants, compte tenu 
des propriétés toxiques des herbicides détectés. Les biomasses phytoplanctoniques sont 
affectées ponctuellement lors des événements majeurs de pollution, alors que l’effet semble 
plus chronique au niveau du périphyton qui présente des teneurs en chlorophylle a très 
faibles sur une grande partie de l’année. Certaines algues paraissent toutefois 
particulièrement indifférentes et/ou résistantes aux herbicides, notamment les espèces 
appartenant aux genres Nitzschia, Navicula, Gomphonema et Scenedesmus. Leur présence 
récurrente, et parfois exclusive, dans le Jauron aux périodes de fortes pollutions semble 
soutenir cette hypothèse. 
L’impact des herbicides sur les communautés algales se répercute de manière moins 
systématique et/ou moins prononcée sur le compartiment bactérien. La stimulation de 
l’activité hétérotrophe suite au déclin des microorganismes autotrophes n’est pas toujours 
perceptible du fait vraisemblablement de l’apport allochtone de matière organique dans la 
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rivière, venant réduire ou masquer les relations de co-variation entre ces deux 
communautés. Cependant, l’analyse de la diversité génétique bactérienne met 
régulièrement en évidence des remaniements importants dans les périodes de forte 
pollution. 
   
C.III.2.4. Impact d’une pollution d’origine urbaine sur l’évolution des 
communautés algales et bactériennes  
 En zone urbaine en 2004, (1) le niveau de contamination, dix fois plus faible, (2) le type 
de pollution, étalé principalement sur une période de seulement trois mois, entre mai et juillet, 
et (3) la nature et la diversité des pesticides détectés (60% d’herbicides, 20% d’insecticides et 
20% de fongicides) sont très différents de la situation observée en 2003. 
 Malgré ces variations marquées du contexte de contamination, la biomasse 
phytoplanctonique évolue de manière similaire les deux années, en faisant apparaître trois 
périodes de fort développement et trois périodes de baisse majeure. Le déclenchement des 
efflorescences algales, leur durée et leur intensité sont principalement conditionnés par la 
forte disponibilité nutritive liée aux rejets d’eau usée. Les premières périodes de diminution 
de la biomasse qui surviennent à la fin du printemps et de l’été sont reliées aux périodes de 
contaminations. L’atteinte du compartiment algal survenant en hiver est, quant  à elle, dictée 
par les conditions thermiques. 
 En dépit de l’altération évidente de l’activité autotrophe, l’absence de changements 
majeurs dans la composition taxonomique de la communauté phytoplanctonique en 2004 peut 
également être expliquée par la présence exclusive d’espèces appartenant aux genres 
Gomphonema, Navicula, Nitzschia et Scenedesmus.  
 Les biomasses algales planctoniques et périphytiques suivent, en zone urbaine, une 
évolution parallèle. La reprise de l’activité autotrophe périphytique, qui fait suite aux 
différents épisodes de contaminations, est certainement favorisée en partie par la forte teneur 
en nutriments, qui stimule la faculté de « récupération » du périphyton après l’impact des 
herbicides (Barreiro Lozano & Prat, 1994 ; Guasch et al., 1998), et par la présence régulière 
d’insecticides, pouvant réduire significativement la pression de broutage sur ces organismes 
(Caquet et al., 1992 ; Barry & Logan, 1998). 
 
 En 2004, l’événement majeur de pollution, enregistré en juillet (2,60 µg l-1), est 
caractérisé par une grande diversité des molécules détectées. Cependant, les effets sur la 
communauté autotrophe sont relativement modérés. Deux hypothèses peuvent être émises 
pour expliquer ce résultat : 
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- (1) A cette période, la contamination est due à la présence de huit molécules, avec une 
prédominance de l’herbicide alachlore (0,97 µg l-1), du fongicide procymidone (0,87 
µg l-1) et de l’insecticide piperonyle (0,33 µg l-1). Théoriquement, les herbicides 
présentent une toxicité directe importante sur les microalgues alors, qu’au contraire, 
les insecticides peuvent indirectement favoriser le développement des communautés 
microbiennes autotrophes par suite d’une réduction du contrôle descendant exercé par 
certains brouteurs (Caquet et al., 1992 ; Barry & Logan, 1998). Van den Brink et al. 
(2000) ont montré que les fongicides, au même titre que les insecticides, peuvent aussi 
présenter un effet négatif sur le zooplancton, engendrant alors un effet positif sur le 
phytoplancton. Peu d’informations sont actuellement disponibles quant aux effets d’un 
mélange de différents types de pesticides sur les communautés microbiennes 
aquatiques (Van Wijngaarden et al., 2004) et les possibles interactions entre les 
molécules rencontrées (synergie, additivité, antagonisme…) restent inconnues. 
-  (2) Le pic de pollution est associé, à cette période, à des apports très importants en 
azote et en phosphore inorganiques qui peuvent alors exercer conjointement des effets 
positifs sur les microorganismes photosynthétiques. 
  
 Lors des deux années d’étude, aucune stimulation significative n’a été perçue au niveau de 
la production hétérotrophe ou de la densité bactérienne suite au déclin des communautés 
autotrophes. L’évolution de la communauté hétérotrophe est certainement influencée 
majoritairement par les rejets de la station d’épuration, qui représentent une source importante 
de composés inorganiques et organiques (Servais et al., 1999). L’évolution du pourcentage de 
bactéries CTC-positives est d’ailleurs fortement corrélée à celle des teneurs en ammonium au 
cours des deux années (p<0,001).  
 La diversité bactérienne à cette station est également fortement conditionnée par les rejets 
de la station d’épuration. Les nombreux remaniements observés par TTGE au niveau de la 
diversité génétique peuvent être expliqués par les variations quantitatives et qualitatives des 
apports en nutriments et en matières organiques, mais aussi par l’apport en bactéries 
allochtones qui peuvent ainsi directement modifier la composition de la communauté (Cébron 
et al., 2004).  
 
En zone urbaine, la rivière est soumise à une forte contamination provenant des rejets 
d’eau usée issus de la station d’épuration, qui représentent une source majeure de 
pesticides mais aussi de divers composés inorganiques et organiques. Les apports 
simultanés en pesticides et en nutriments, mais aussi probablement en diverses matières 
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organiques et en microorganismes allochtones, rendent difficile la discrimination des effets 
engendrés par les polluants, particulièrement au niveau du compartiment bactérien.  
Il semble cependant indéniable que les forts apports en herbicides génèrent dans la plupart 
des cas une chute des biomasses algales, notamment au printemps et en été. Les effets sont 
moins perceptibles en présence de profils de pollution plus complexes, du fait des 
























Effets individuels de deux herbicides 
(le diuron et le glyphosate) sur les 
communautés microbiennes d’un 
cours d’eau récepteur : 
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Chapitre D – EFFETS INDIVIDUELS DE DEUX HERBICIDES (LE 
DIURON ET LE GLYPHOSATE) SUR LES COMMUNAUTES 
MICROBIENNES  D’UN COURS D’EAU RECEPTEUR : ETUDES EN 
MICROCOSMES. 
 
D.I. Validation du protocole expérimental 
 
D.I.1. Choix du dispositif expérimental 
 Les études à l’aide de systèmes simplifiés se révèlent indispensables pour appréhender les 
effets de polluants sur les communautés aquatiques dans des conditions expérimentales et de 
contamination contrôlées. De ce fait, les dispositifs de types microcosmes ou mésocosmes 
représentent des outils bien adaptés qui sont couramment utilisés en écotoxicologie aquatique 
(voir chapitre A.III.4.1). Toutefois, dans ces études, le choix du dispositif employé s’avère 
primordial afin de trouver un compromis acceptable entre trois critères majeurs qui sont : la 
faisabilité, la représentativité (réalisme écologique) et  l’interprétation des données (tenant 
compte de la reproductibilité et de la répétabilité des expérimentations) (Perez, 1995 ; Caquet 
et al., 2001). Ce choix est généralement fortement conditionné par les caractéristiques 
biologiques du système (compartiment(s) choisi(s), complexité du réseau trophique…), le 
nombre de prélèvements et la durée de l’étude (Caquet et al., 2000). 
 Pour ce travail de thèse, nous avons choisi d’appréhender les effets des pesticides sur deux 
compartiments microbiens, les microalgues et les bactéries (pour les raisons précédemment 
évoquées), dans des dispositifs de type microcosme, sans prendre en compte les interactions 
avec les niveaux trophiques supérieurs (voir chapitre B.I.2.3). Ces microorganismes 
possèdent des cycles de vie courts, entraînant des réponses rapides aux changements 
environnementaux (McCormick & Stevenson R., 1998 ; Lavoie et al., 2004). Nous avons 
donc défini une durée n’excédant pas 24 jours dans le cadre de nos études expérimentales. La 
taille réduite des microcosmes permet de travailler avec un bon niveau de réplication (Kangas 
& Adey, 1996). Afin de limiter la variabilité inter-microcosmes, nous avons utilisé un volume 
initial réduit (2,3 litres d’eau dans des erlens d’une capacité de 3 litres), permettant le 
maintien d’un volume final suffisant (35% du volume initial) pour éviter une dérive excessive 
des communautés lors des derniers jours de suivi (Fajon, 1998). Les microcosmes ainsi 
constitués ont été placés sous agitation continue à une température constante proche de celle 
de l’eau de la rivière, mesurée au moment de l’échantillonnage des communautés. Le cycle 
d’éclairement a été défini en fonction des conditions naturelles observées aux mêmes périodes 
(voir chapitre B.I.2.3). La reproductibilité satisfaisante des résultats obtenus lors de travaux 
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antérieurs de DEA (Pesce, 2002 ; Le Jeune, 2003) a permis de valider ce dispositif 
expérimental. 
 
 D.I.2. Intégration de la fraction algale périphytique dans les études expérimentales 
  D.I.2.1. Objectifs des expériences préliminaires  
 Au regard du rôle primordial que jouent les microorganismes périphytiques dans les cours 
d’eau (voir chapitre A.III.3), il est important d’intégrer cette communauté fixée dans les 
études visant à appréhender les effets des pesticides sur les communautés microbiennes en 
milieu lotique.  
 L’utilisation de substrats artificiels (lames, tuiles…), préalablement colonisés par les 
organismes périphytiques dans le milieu naturel et disposés directement dans les micro/méso-
cosmes,  est le procédé le plus communément employé dans les études expérimentales (Pérès 
et al., 1996 ; Van den Brink et al., 2000 ; Schmitt-Jansen & Altenburger R., 2005). Cette 
méthode, qui nécessite le prélèvement et l’analyse d’un ou plusieurs substrats lors de chaque 
échantillonnage, se révèle fastidieuse et impose une taille importante de microcosmes. Afin de 
définir au mieux la stratégie à adopter pour intégrer ce compartiment, et d’appréhender ainsi 
la réponse des microorganismes libres et fixés à la présence des herbicides, nous avons 
cherché à valider trois points importants.  
 (1) Nous avons apprécié la variabilité entre chacune des lames utilisées comme substrats 
lors de leur colonisation par le périphyton dans le Jauron. Ce paramètre se révèle en effet 
primordial pour vérifier la nécessité d’utiliser des réplicats et pour définir, le cas échéant, le 
nombre de lames à utiliser pour intégrer cette variabilité.  
 (2) Nous avons ensuite apprécié la réponse de la communauté algale périphytique à la 
présence d’un herbicide, le diuron, lorsque les organismes sont toujours fixés à leur substrat 
(lame de verre) ou lorsqu’ils ont été préalablement décollés et remis en suspension. Cette 
dernière méthode, qui a l’avantage d’assurer l’homogénéité de la communauté avant 
l’introduction du polluant, peut toutefois présenter quelques inconvénients. Certaines cellules 
peuvent être affectées physiologiquement lors du grattage des lames à l’aide de la lamelle et 
peuvent alors devenir sénescentes ou plus sensibles aux polluants suite à leur fragilisation. Il 
est aussi envisageable qu’une partie de la communauté puisse se fixer sur un nouveau substrat  
et coloniser ainsi rapidement les parois du microcosme. Dans ce cas, un prélèvement effectué 
uniquement dans la colonne d’eau ne permettrait pas d’intégrer ces organismes dans les 
analyses. La remise en suspension du matériel fixé peut également conduire à une libération 
de composés inorganiques dans la colonne d’eau, notamment de phosphore, initialement 
retenus dans la matrice périphytique (Dodds, 2003). Ces différents points ont donc été évalués 
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afin de définir au mieux la stratégie à adopter pour appréhender, de manière rigoureuse et 
« pratique », les effets des polluants sur le périphyton dans nos expériences en microcosmes. 
Les réponses des communautés algales périphytiques, en fonction de l’approche utilisée 
(maintenues sur substrat ou mises en suspension) ont alors été comparées entre elles, mais 
aussi à celle de la communauté phytoplanctonique afin d’apprécier parallèlement la sensibilité 
de ces différents compartiments au polluant. 
 (3) Nous avons aussi souhaité apprécier l’influence du temps de colonisation des lames 
sur la densité et la diversité algale, à partir de substrats immergés pendant deux et trois 
semaines dans le Jauron, durées qui sont les plus utilisées dans la littérature (Watanabe et al., 
1988 ; Guash & Sabater, 1998 ; Dorigo et al., 2002 ; Rier & Stevenson, 2002 ; Bernhardt & 
Likens, 2004) 
 
D.I.2.2. Estimation de la variabilité taxonomique algale sur les substrats 
artificiels colonisés par le périphyton dans la rivière 
 Cette estimation a été réalisée en février 2003, à partir de lames immergées dans le Jauron 
à la station JAU1. L’objectif n’étant pas ici, de déterminer le temps optimal de colonisation 
des substrats, nous avons opté pour la durée la plus fréquemment signalée dans la littérature. 
Quatre lames (codées a, b, c et d), fixées sur le même support de colonisation, ont donc été 
prélevées après deux semaines de colonisation. L’analyse taxonomique de la communauté 
algale a été effectuée par identification et comptages au microscope (40 champs observés pour 





























Figure D-1 : Comparaison de la diversité taxonomique sur quatre lames (a, b, c, d) prélevées à 
JAU1 après deux semaines d’immersion et représentation des valeurs moyennes et des écarts-types 
obtenus pour l’ensemble des lames. 
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 Les résultats obtenus pour chacune des quatre lames ainsi que les moyennes et les écarts-
types sont présentés sur la Figure D-1. La densité algale totale mesurée sur chacune des 
lames varie entre 2,15.104 et 2,54.104 cellules par cm² et est comparable aux densités 
observées par Gold et al. (2003) sur des substrats colonisés pendant deux semaines en rivière. 
La communauté algale périphytique est composée exclusivement de diatomées, avec une 
dominance des espèces pennées du genre Navicula et Gomphonema qui représentent 
respectivement 49 à 60% et 17 à 31% de l’ensemble des cellules dénombrées.   
 Une analyse de la variance à un facteur a été effectuée pour apprécier la variabilité entre 
les lames (Tableau D-1). Au seuil de significativité statistique de 5%, aucune différence 
significative n’est observée entre les quatre lames à l’exception du genre Melosira, absent sur 
une d’entre elles (lame c). Au seuil de 10%, on observe également des différences pour 
Navicula sp. et pour les espèces du genre Gomphonema. Ces résultats témoignent donc d’une 
composition taxonomique relativement proche mais différente entre les quatre lames. Compte 
tenu de ces possibles variations, l’intégration de plusieurs lames semble préférable lors de 










D.I.2.3. Influence de la remise en suspension sur la réponse de la communauté 
périphytique à la présence du diuron. Comparaison avec le phytoplancton 
   D.I.2.3.a. Protocole expérimental 
 Pour appréhender d’une part, l’effet du détachement des algues périphytiques sur la 
réponse de ces organismes à la présence d’un herbicide, et comparer d’autre part, leur 
sensibilité avec celle du phytoplancton, une expérience a été menée en mars 2003 à l’aide de 
microcosmes (erlens de 1 litre), contaminés au diuron, à la concentration nominale de 6 µg l-1. 
Trois types de dispositifs (Fig. D-2) ont été utilisés : 
Tableau D-1 : Résultat de l’analyse de variance à un facteur utilisée pour comparer la diversité 
taxonomique entre les quatre lames. 
* au seuil de 5%
F Probabilité
Asterionella formosa 1,30 0,28
Gomphonema constrictum 2,53 0,06
Gomphonema sp. 2,34 0,08
Melosira italica 3,21 0,02
Navicula grimmei 0,81 0,49
Navicula sp. 2,24 0,09
Nitzschia romana 0,33 0,80
Nitzschia sp. 0,98 0,40
Synedra sp. 0,72 0,54
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-  Microcosme codé « PHYTO »,  destiné à suivre l’évolution du phytoplancton en 
présence du diuron et constitué de 750 ml d’eau, filtrée à 100 µm pour éliminer les 
organismes brouteurs ; 
- Microcosme codé « PERI-1 », destiné à suivre l’évolution du périphyton, fixé sur 
lame, en présence du diuron. Cinq lames préalablement colonisées sont placées dans 
750 ml d’eau filtrée à 1,7 µm (élimination du phytoplancton et des brouteurs). Une 
lame est prélevée de manière aléatoire lors de chaque échantillonnage ; 
- Microcosme codé « PERI-2 », destiné à suivre l’évolution du périphyton, remis en 
suspension, en présence du diuron. Quatre lames préalablement colonisées ont été 
grattées délicatement à l’aide d’une lamelle, afin de remettre le périphyton en 
suspension. Après homogénéisation, un quart de cette suspension (soit l’équivalent 
d’une lame : 9,88 cm²) est introduit dans 750 ml d’eau filtrée à 1,7 µm (élimination du 
phytoplancton et des brouteurs). Cette équivalence nous a permis de calculer par une 
simple conversion et à partir des résultats obtenus sur la lame prélevée dans le 
microcosme PERI-1, les valeurs théoriques (exprimées dans la même unité) qui 












Les trois microcosmes ont été placés pendant 10 jours sous agitation continue à 8°C 
(température de l’eau mesurée in situ au moment du prélèvement des communautés à JAU1), 
avec une photopériode 12h/12h. Les paramètres abiotiques (oxygène et éléments nutritifs) et 
biologiques (teneur en chlorophylle a, densité algale et identification taxonomique) considérés 
pour ce travail préliminaire, ont été mesurés selon le pas d’échantillonnage suivant : Jours 0, 
2, 4, 7 et 10. Les résultats obtenus ont été comparés entre les différents contextes 
expérimentaux. 
Figure D-2 : Dispositif expérimental utilisé pour définir la stratégie à adopter en vue de la mise 
en place des études expérimentales en microcosmes. 
PHYTO PERI-1 PERI-2
750 ml eau (JAU1)
(préfiltration à 100 µm)
Évolution du 
phytolancton
Évolution du périphyton fixé 
aux substrats artificiels
Évolution du périphyton          
remis en suspension
750 ml eau (JAU1)
(préfiltration à 1,7 µm)
+ 2 lames immergées
750 ml eau (JAU1)
(préfiltration à 1,7 µm)
+ périphyton décollé d’une lame
+ diuron (6 µg l-1) + diuron (6 µg l-1) + diuron (6 µg l-1)
5 + périphyton décollé (équivalent à 1 lame) 
5 temps d’échantillonnage : J0, J2, J4, J7, J10
+ diuron (6 µg l-1)
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  D.I.2.3.b. Résultats et discussion 
 Dans un premier temps, nous avons comparé la densité et la composition taxonomique 
algale initiale (à J0) dans les trois types de microcosmes (Fig. D-3). La composition 
taxonomique de la communauté algale diffère fortement entre la fraction planctonique où six 
genres sont représentés (PHYTO) et la fraction périphytique où seulement trois genres 









 On observe également une différence notable entre les deux microcosmes « PERI » au 
niveau de l’abondance relative des principaux genres représentés (Gomphonema, Navicula, 
Nitzschia). Compte tenu de la variabilité décrite précédemment, cette différence est peut-être 
attribuable à une faible représentativité de la lame prélevée à J0 dans le microcosme PERI-1.  
 Sur un autre plan, si on calcule, à partir de la densité mesurée sur la lame prélevée dans le 
microcosme PERI-1 (4,93.105 cell.cm-2), la valeur qui devrait être observée dans le 
microcosme PERI-2 suivant le protocole utilisé (densité équivalente à une lame de 9,88 cm² 
mise en suspension dans 750 ml d’eau), on obtient une densité théorique de 6494 cell. ml-1 
très proche de la valeur trouvée (6332 cell. ml-1). Les densités initiales obtenues à partir des 
deux contextes (PERI-1 et PERI-2) sont donc relativement similaires. 
 La Figure D-4 illustre l’évolution des communautés algales, dans les trois contextes, en 
présence de diuron au cours du suivi. Les communautés algales planctoniques et 
périphytiques suivent une évolution comparable dans les trois types de microcosmes. Les 
teneurs en chlorophylle a (Fig. D-4A) et les densités cellulaires (Fig. D-4B) mettent ainsi en 
évidence un fort déclin des organismes autotrophes dans les deux premiers jours puis une 
stabilisation de la communauté jusqu’à la fin de l’expérience. Ce déclin peut 
vraisemblablement être principalement attribué à la présence de diuron car les conditions 
abiotiques mesurées ne semblent pas être défavorables aux microorganismes (Tableau D-2). 
Les effets de l’herbicide sont donc perceptibles pour le phytoplancton et le périphyton avec 
une intensité et un délai globalement identique. 

















N= 1092 cell. ml-1 
PERI-1
 
N= 4,93.105 cell. cm-2
PERI-2 
 
N= 6332 cell. ml-1 
 
Asterionella Gomphonema Melosira Navicula Nitzschia Synedra
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 La densité algale théorique contenue dans PERI-2, calculée selon les explications 
précédentes à partir des valeurs mesurées dans PERI-1 et représentée à l’aide des pointillés 
rouges (Fig. D-4B), est très proche de celle observée. Les densités algales dans les 
microcosmes PERI-1 et PERI-2 sont donc similaires sur l’ensemble du suivi. La remise en 
suspension des organismes périphytiques ne semble donc pas avoir d’incidence importante sur 
l’évolution quantitative de la communauté.  
 Cela suggère (1) que les cellules périphytiques remises en suspension ne sont globalement 
pas plus sensibles au diuron que les cellules fixées sur lame et (2) que le nombre de cellules 
susceptibles de coloniser la surface des microcosmes et d’échapper ainsi aux prélèvements 
effectués dans la colonne d’eau est extrêmement limité.  
  
 Une légère différence est tout de même observée au niveau de la biomasse algale. En 
effet, les concentrations théoriques en chlorophylle a, calculées à partir des valeurs obtenues 
sur les lames prélevées dans le microcosme PERI-1, sont deux à quatre fois inférieures à 
celles mesurées dans le microcosme PERI-2 (Fig. D-4A). Malgré une densité cellulaire très 
Figure D-4 : Evolution de la concentration en chlorophylle a (A), de la densité algale (B) et de la 
composition taxonomique (C) dans les trois types de microcosmes. 
















































































































































 Chapitre D : Etudes en microcosmes 
 117
proche, la biomasse algale est significativement supérieure au sein de la communauté 
périphytique remise en suspension. Toutefois, cette différence est enregistrée dès le deuxième 
jour et les biomasses algales suivent ensuite une évolution relativement parallèle dans les 
deux types de microcosmes. Hormis cette différence, la remise en suspension des cellules 
périphytiques ne semble pas engendrer de fortes variations au niveau de la composition 
taxonomique de la communauté (Fig. D-4C).  
Malgré un nombre de taxons initial supérieur au sein de la communauté phytoplanctonique, 
les compositions taxonomiques observées en fin d’expérience sont très proches dans les trois 
types de microcosmes (Fig. D-4C) et mettent en évidence une évolution algale comparable 
dans les fractions planctoniques et périphytiques.  
 L’évolution des paramètres abiotiques au cours du suivi ne fait pas apparaître de 
différence significative entre les trois contextes (Tableau D-2). La remise en suspension du 
matériel périphytique ne semble donc pas, comme nous avions pu l’envisager, engendrer des 
modifications perceptibles des conditions environnementales, notamment au niveau de la 
disponibilité des nutriments.  
 
D.I.2.4. Influence de la durée d’immersion des substrats artificiels sur la 
colonisation et la structure de la communauté périphytique  
 Pour définir la durée de colonisation des substrats par le périphyton dans le Jauron, nous 
avons comparé la densité et la composition taxonomique des communautés ayant colonisé les 
substrats pendant deux semaines à celles ayant colonisé les substrats pendant trois semaines 
(Fig. D-5). 
 Les résultats obtenus mettent en évidence des changements dans la composition 
périphytique pendant la troisième semaine de développement sur les substrats artificiels. Ce 
remaniement est attribué à un fort développement des espèces appartenant au genre Navicula, 
qui deviennent largement prédominantes au sein de la communauté (69-84%), au détriment 
notamment des genres Asterionella, Melosira et Synedra qui disparaissent totalement. La 
disparition des espèces minoritaires au profit de genres opportunistes a déjà été soulignée par 
Tableau D-2 : Moyennes (et intervalles) des paramètres abiotiques mesurés dans les trois types 
de microcosmes pendant les 10 jours d’expérience  (<sd : inférieur au seuil de détection). 
PHYTO PERI-1 PERI-2
oxygène dissous (mg l-1) 9,8 (8,9 - 11,0) 10,1 (9,4 - 11,0) 10,1 (9,2 - 11,1)
N-NO3 (mg l-1) 5,39 (3,24 - 6,39) 5,09 (3,44 - 6,39) 5,08 (3,66 - 6,43)
N-NO2 (mg l-1) 0,07 (0,04 - 0,11) 0,07 (0,04 - 0,09) 0,07 (0,04 - 0,11)
N-NH4 (mg l-1) 0,04 (0,02 - 0,12) 0,03 (0,02 - 0,04) 0,03 (0,02 - 0,05)
P-PO4 (mg l-1) 0,08 (0,03 - 0,12) 0,07 (<sd - 0,12) 0,07 (<sd - 0,13)
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Gold et al., en 2003. Cette forte croissance des organismes adaptés s’accompagne 
généralement d’une augmentation significative de la densité algale dans le biofilm au cours 
des troisième et quatrième semaines de colonisation (Rodriguez, 1987 ; Gold et al., 2003). 
Effectivement, dans le Jauron, la densité algale sur les substrats artificiels a été multipliée par 
20 entre le 14ème jour de colonisation (2,44.104 cell. cm-2 ; Fig. D-5A) et le 21ème jour 








 Pour obtenir une diversité maximale lors de la collecte du périphyton, une durée de 
colonisation de deux semaines nous semble donc préférable. Watanabe et al. (1988) ont 
d’ailleurs montré que les communautés périphytiques sont plus sensibles aux variations 
environnementales lors de la phase de colonisation des substrats, avant qu’elles n’atteignent 
un stade climacique. Compte tenu de notre approche écotoxicologique, ce facteur est très 
important pour percevoir au mieux les effets des pesticides sur la fraction algale périphytique. 
Synthèse des résultats 
Ces travaux préliminaires nous ont permis de tirer plusieurs conclusions applicables pour 
la suite de notre travail : 
- la variabilité entre les lames colonisées est limitée mais nécessite d’être prise en 
compte. Cela nous à conduit à envisager l’utilisation d’un mélange de 
périphyton issu de plusieurs lames,  
- la remise en suspension du périphyton dans les microcosmes permet de faciliter 
la réalisation des études expérimentales sans l’altérer et sans fortement influer 
sur la réponse du compartiment algal et sur les caractéristiques abiotiques du 
milieu, 
- une durée de colonisation de deux semaines des substrats artificiels par le 
périphyton permet d’obtenir un compromis acceptable entre une bonne richesse 


















Figure D-5 : Comparaison de la densité et de la diversité taxonomique moyenne sur quatre lames 
prélevées après deux semaines d’immersion (A) et deux lames prélevées après trois semaines 
d’immersion (B). 
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D.II. Caractérisation des effets du diuron 
 
 D.II.1. Introduction  
 Le diuron (N-(3,4-dichlorophényl)-N', N'-diméthylurée) est un herbicide fréquemment 
rencontré dans les rivières françaises, notamment dans le Jauron (voir chapitres A.II.3. et 
A.IV.2.2). Nous avons donc cherché à évaluer les effets du diuron à la concentration de  
10 µg l-1, représentative d’événements de pollutions extrêmes en milieux naturels (Nitschke & 
Schüssler, 1998 ; Thurman et al., 2000 ; Mitchell et al., 2005), sur des communautés algales 
et bactériennes (planctoniques et périphytiques) prélevées dans le Jauron (JAU1). Une 
approche expérimentale en microcosmes a ainsi été mise en place durant le printemps, à une 
période précédant l’épandage du diuron.  
 Cette expérience a été reproduite deux fois, sur deux années consécutives (2003 et 2004), 
afin d’intégrer l’éventuelle variabilité du contexte environnemental et de l’état initial des 
communautés et de valider plus rigoureusement les hypothèses émises quant à l’effet du 
diuron  sur les communautés biologiques étudiées. Compte tenu des réponses observées, nous 
avons choisi de présenter les résultats de l’expérience menée en 2004 en premier dans ce 
manuscrit, puis de les comparer à ceux obtenus en 2003. L’étude menée en 2004 a donné lieu 
à deux articles (Pesce et al., 2006 ; Pesce et al., soumisb).  
 
D.II.2. Effets du diuron sur les communautés microbiennes (expérience menée en 
2004) 
 D.II.2.1. Conditions expérimentales 
 Le protocole expérimental utilisé pour les études en microcosmes est décrit dans le 
chapitre B.I.2. En 2004, les effets du diuron ont été appréhendés sur des communautés 
prélevées le 11 mai dans le Jauron. Durant la période de colonisation du périphyton, les 
substrats artificiels ont été vandalisés. Pour cette étude, les organismes périphytiques ont donc 
été collectés directement sur des pierres localisées au centre du lit de la rivière (voir chapitre 
B.I.2.3.).  Les trois microcosmes contaminés au diuron à la concentration nominale de                
10 µg l-1 (D1, D2 et D3) et les trois microcosmes témoins (T1, T2 et T3) ont été maintenus à 
la température de 14°C et soumis à une photopériode 12h/12h. L’expérience a été conduite 
pendant 21 jours et les échantillonnages ont été effectués aux jours 0, 1, 3, 6, 10, 14 et 21. 
Toutefois, certains paramètres bactériens ont été mesurés dans les premières heures du suivi 
(8h et 16h) pour apprécier les effets liés notamment au confinement sur ces microorganismes.  
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 D.II.2.2. Résultats 
  D.II.2.2.a. Concentrations  en diuron  
 Aucune trace de diuron n’a été détectée dans l’eau du Jauron utilisée pour constituer les 
microcosmes. L’évolution des concentrations en diuron dans les trois microcosmes 
expérimentalement contaminés est détaillée dans le Tableau D-3. 
 Les concentrations initiales mesurées dans ces trois microcosmes sont comparables (8,20 ± 
0,17 µg l-1) et  inférieures à la concentration théorique attendue (10 µg l-1). Ces concentrations 
restent relativement stables sur l’ensemble du suivi (8,15  ± 0,15 µg l-1) et mettent en évidence 
une forte persistance de la molécule dans la colonne d’eau durant les 21 jours d’expérience. 
 
 
  D.II.2.2.b. Paramètres physico-chimiques  
L’évolution des paramètres physico-chimiques mesurés est illustrée dans la Figure D-6. 
Le pH (Fig. D-6A) reste proche de 8,5 dans les microcosmes contaminés sur l’ensemble du 
suivi alors qu’il diminue légèrement dans les témoins à partir du 10ème jour (8,26 ± 0,05 à J21). 
Les concentrations en oxygène dissous varient de façon similaire pour l’ensemble des 
microcosmes et atteignent un pic au 6ème jour (environ 92% de saturation) avant de diminuer 
durant les deux dernières semaines jusqu’à environ 69% de saturation à J21 (Fig. D-6B). Les 
teneurs en nitrates varient fortement entre tous les microcosmes et restent élevées sur 
l’ensemble du suivi (>3,4 mg N l-1) sans différence significative entre les microcosmes 
témoins et contaminés (Fig. D-6C). Les concentrations en nitrites (Fig. D-6D) se 
maintiennent à un niveau constant et relativement faible dans les témoins (0,10 ± 0,02 mg N l-1) 
et augmentent significativement (p<0,01) dans les microcosmes contaminés entre J3 et J10 
(0,20 ± 0,00 mg N l-1). Les niveaux initiaux en ammonium sont proches de 0,06 mg N l-1 et 
chutent fortement après le 3ème jour sans différence significative entre les deux types de 
microcosmes (Fig. D-6E). Les teneurs en orthophosphates (Fig. D-6F) fluctuent fortement 
dans tous les microcosmes durant les 10 premiers jours (0,11 à 0,26 mg l-1) et diminuent 
légèrement dans les microcosmes contaminés au cours de la dernière semaine (0,05 ± 0,01 mg 
P l-1 à J21). 
 
Tableau D-3 : Evolution des concentrations en diuron (µg l-1) dans les trois microcosmes 
contaminés (D1, D2, D3). 
microcosme J0 J1 J3 J6 J10 J14 J21
D1 8,3 8,4 8,4 8,1 8,1 8,2 8,4
D2 8,3 7,9 8,0 8,1 8,0 8,3 8,1
D3 8,0 8,1 8,0 8,0 8,3 8,1 8,1
moyenne 8,2 8,3 8,2 8,1 8,2 8,2 8,3



















Sur toute la durée de l’expérience, les teneurs en carbone organique dissous suivent une 
évolution parallèle (Fig. D-7) dans les deux types de microcosmes mais les valeurs 
enregistrées dans les témoins (2,74 à 7,44 mg l-1) sont en moyenne deux fois plus faibles que 








L’ensemble des paramètres abiotiques mesurés semble donc traduire des conditions 
environnementales globalement favorables au développement des communautés 



































































































Figure D-6 : Evolution moyenne (et écarts-types) du pH (A), du pourcentage de saturation en 
oxygène (B) et des concentrations (mg l-1) en N-NO3- (C), N-NO2- (D), N-NH4+ (E) et P-PO43- (F) 


























Figure D-7 : Evolution des concentrations minimales du carbone organique dissous (mg l-1) dans 
les microcosmes témoins (○) et contaminés (■). 
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  D.II.2.2.c. Chlorophylle a et densité algale 
 La Figure D-8A illustre les effets du diuron sur les teneurs en chlorophylle a (chlo a). 
Deux périodes sont clairement dissociées au cours de l’expérience. Durant les six premiers 
jours, les concentrations en chlo a restent proches du seuil de détection et inférieures à 9 µg l-1 
dans tous les microcosmes, malgré une bonne disponibilité nutritive. Après le sixième jour, 
les concentrations augmentent très fortement dans les témoins (254,5 ± 48,2 µg l-1 à J14) alors 
qu’elles se maintiennent à un faible niveau en présence de diuron. Cet herbicide entraîne donc 
une diminution significative des concentrations en chlo a aux jours 10, 14 et 21 (p<0,001) 
malgré une augmentation sensible dans les microcosmes contaminés en fin de suivi (71,0 ± 









 Parallèlement aux concentrations en chlo a, la densité algale augmente fortement dans les 
témoins après le sixième jour avec toutefois une forte variabilité entre les trois microcosmes 
(Fig. D-8B). La valeur maximale est enregistrée au dixième jour dans le microcosme T2 (> 
4500 cell. ml-1) alors que la présence de diuron limite de manière significative la densité 
algale qui varie entre 555 (± 48) cellules par ml à J0 et 90 (± 18) cellules par ml à J21.  
  
  D.II.2.2.d. Structure de la communauté algale 
Six genres composent la communauté algale initiale issue de la colonne d’eau et de la 
remise en suspension du périphyton des substrats naturels collectés dans le Jauron  (Fig. D-9). 
Cette communauté est majoritairement constituée de diatomées pennées (Navicula, Nitzschia 
et Gomphonema), de diatomées centriques (Cyclotella) et de Chlorophyceae (Scenedesmus et 
Ankistrodesmus) qui représentent respectivement environ 74%, 16% et 10% de l’abondance 

















































) B A 
Figure D-8 : Evolution moyenne (et écarts-types) des concentrations (µg l-1) en chlorophylle a 
(A)  et de la densité algale (B) dans les microcosmes témoins (○) et contaminés (■). 
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En présence de diuron, la structure de la communauté reste relativement constante et 
homogène entre les triplicats sur l’ensemble du suivi. Ainsi dans les microcosmes contaminés, 
la communauté est représentée par quatre genres (Gomphonema, Navicula, Nitzschia et 
Scenedesmus) avec une dominance marquée de la part des diatomées pennées (72 à 100%). A 
l’inverse, la structure de la communauté varie fortement entre les trois microcosmes témoins à 
partir du sixième jour. Cette forte variabilité, que nous avons également observée au niveau 
de la densité algale (Fig. D-8B), s’explique en grande partie par l’apparition d’un bloom 
d’espèces appartenant au genre Cyclotella dans deux microcosmes (T1 et T2). Ce genre 
devient alors prédominant dans ces deux microcosmes au dixième jour (62-68%), avant de 
diminuer fortement et de disparaître dans le microcosme T1 au cours de la dernière semaine. 
Le genre Navicula est également bien représenté dans les témoins (16 à 73% en fonction de 
l’importance de Cyclotella) et est toujours plus abondant que dans les microcosmes 
contaminés. A partir du sixième jour, trois genres (Asterionella, Cyclotella et Oocystis) sont 
détectés uniquement (ponctuellement ou continuellement) dans les témoins et ne semblent pas 
pouvoir se développer en présence de diuron. 
 
Le diuron inhibe donc l’activité microbienne autotrophe en maintenant les biomasses et les 
densités algales à leurs faibles niveaux initiaux et ce, pendant toute la durée de 
l’expérience.  L’effet du diuron est également perçu d’un point de vue qualitatif au niveau 
de la composition taxonomique de la communauté algale. Ainsi, la plupart des organismes 
identifiés dans les témoins sont moins abondants (Gomphonema, Navicula, Nitzschia et 
Scenedesmus) ou absents (Asterionella, Cyclotella et Oocystis) dans les microcosmes 
contaminés. 
En l’absence de contaminant, un important bloom est enregistré à partir du sixième jour, 
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1 2 3 T1 T2 T3 D1 D2 D3 T1 T2 T3 D1 D2 D3 T1 T2 T3 D1 D2 D3 T1 T2 T3 D1 D2 D3 T1 T2 T3 D1 D2 D3
Ankistrodesmus Asterionella Cyclotella Gomphonema Navicula Nitzschia Oocystis Scenedesmus
Figure D-9 : Evolution de la composition taxonomique algale, représentée par l’abondance 
relative des genres détectés, dans les trois microcosmes témoins (T1, T2 et T3) et contaminés (D1, 
D2 et D3).
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  D.II.2.2.e. Densité bactérienne et production hétérotrophe 
 La densité bactérienne initiale est de l’ordre de 6.106 cell. ml-1 (Fig. D-10A). Lors des 
premières heures suivant la constitution des microcosmes, l’état de confinement, associé aux 
conditions abiotiques favorables, engendre une forte stimulation de la productivité 
bactérienne. Ainsi, durant le premier jour, le taux d’incorporation de thymidine tritiée est 
multiplié par 7 et la production atteint environ 2,5.105 cell. ml-1 h-1 à J1 dans les deux types de 
microcosmes (Fig. D-10B). Entre J1 et J6, la densité et la production hétérotrophe bactérienne 
diminuent et se stabilisent respectivement autour de 1,5.106 cell. ml-1 et 7,5.104 cell. ml-1 h-1 






   
 
 Dans les microcosmes témoins, le bloom algal enregistré après le sixième jour est associé 
à une stimulation de l’activité bactérienne hétérotrophe. Les concentrations en chlorophylle a 
sont ainsi corrélées psitivement avec les valeurs de densité (R=0,86 ; p<0,001) et de 
production hétérotrophe bactériennes (R=0,64 ; p<0,01) qui sont multipliées respectivement  
par 10 et par 15 entre J6 et J14. Toutefois, la production bactérienne hétérotrophe diminue au 
cours de la dernière semaine ce qui entraîne une stabilisation de la densité bactérienne autour 
de 1,5.107 cell. ml-1 dans les trois témoins. A l’opposé, dans les microcosmes contaminés, la 
densité et la production bactériennes restent constantes après J6 et se maintiennent à des 
niveaux respectivement inférieurs à 1,5.106 cell. ml-1 et 8.104 cell. ml-1 h-1. 
  
 D.II.2.2.f. Pourcentage de bactéries présentant une forte activité  
respiratoire (cellules CTC-positives) 
Le pourcentage initial de bactéries CTC-positives est de l’ordre de 2% (Fig. D-11). Cette  
proportion augmente jusqu’au sixième jour (8,4 ± 1,1 %) avant de revenir à son niveau initial à 
J10. La fraction de cellules CTC-positives semble donc être favorisée par le contexte 
environnemental en début d’expérience dans tous les microcosmes, indépendamment de la 
présence de diuron. Toutefois après J6, le pourcentage de bactéries CTC-positives augmente 
Figure D-10 : Evolution moyenne (et écarts-types) de la densité bactérienne (106 cell. ml-1 ) (A)  
et de la production bactérienne hétérotrophe (104 cell. ml-1 h-1 ) (B) dans les microcosmes témoins 
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significativement dans les témoins (6,8 ± 1,4 % à J14 et 9,4 ± 1,0 % à J21) alors qu’il reste 








  D.II.2.2.g. Structure de la communauté bactérienne 
 L’évolution de l’abondance relative des sous-classes alpha-, gamma-, beta-Protéobactéries 
et du groupe Cytophaga-Flavobacterium est illustrée dans la Figure D-12. Au début de 
l’expérience, les bactéries appartenant à ces quatre groupes représentent respectivement 6,4%, 
4,7%, 11,0% et 8,5% des cellules totales. La proportion totale de cellules ciblées à l’aide des 
sondes utilisées varie entre 28% et 57% au cours du suivi. Cependant, la distribution des 
quatre groupes reste relativement stable pendant les 21 jours de suivi, sans différence 














   
   










Figure D-11 : Evolution moyenne (et écarts-types) du pourcentage de bactéries CTC-positives 
dans les microcosmes témoins (○) et contaminés (■). 
Figure D-12 : Evolution moyenne (et écarts-types) du pourcentage de bactéries appartenant aux 
principaux groupes phylogénétiques appréhendée par la méthode FISH à partir des sondes ALF1b 
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 Toutefois, le développement des γ-Protéobactéries semble quelque peu inhibé par la 
présence de diuron car la proportion de bactéries appartenant à cette sous-classe augmente 
significativement entre J10 (7,6 ± 2,0 %) et J14 (17,4 ± 3,4 %) dans les témoins alors qu’elle 
reste proche de 10% dans les microcosmes contaminés (Fig. D-12B). A l’inverse, la 
proportion de α-Protéobactéries est légèrement supérieure dans les microcosmes contaminés 
(Fig. D-12A) dès le sixième jour et jusqu’à la fin du suivi. 
 
  D.II.2.2.h. Diversité bactérienne 
 Pour faciliter l’analyse et la comparaison de l’évolution de la diversité bactérienne en 
présence ou non de diuron, l’ADN génomique extrait de chaque réplicat a été mélangé avant 
l’amplification par PCR, après vérification de la reproductibilité des profils entre les 
microcosmes. Les profils TTGE finalement obtenus sont présentés sur la Figure D-13A.  
 
L’analyse des profils révèle 19 à 30 bandes par piste avec un nombre total de 43 bandes 
distinctes. Une matrice de similarité à été calculée à partir du coefficient de DICE en intégrant 
l’intensité relative de chacune des bandes. Le dendrogramme, obtenu à partir de cette matrice 
à l’aide de la méthode UPGMA, met en évidence des changements dans la diversité 
bactérienne qui se produisent de manière successive au cours de périodes clairement 
différenciées (Fig. D-13B). Jusqu’au troisième jour, la diversité bactérienne est sensiblement 
identique entre les microcosmes témoins et contaminés (similarité > 93%). Durant cette 
Figure D-13 : (A) Evolution des profils obtenus par TTGE dans les microcosmes témoins (T) et 
contaminés (D) à J0 (0), après 8 heures (8H) puis de J1 à J21 ; (B) dendrogramme calculé par la 
méthode DICE-UPGMA à partir du profil TTGE en tenant compte de l’intensité relative de 
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période, deux remaniements importants sont observés indépendamment de la présence de 
diuron. Le premier intervient dans les premières heures, juste après la constitution des 
microcosmes, et coïncide avec la période de stimulation de la productivité bactérienne, puis 
un deuxième changement est enregistré entre J1 et J3. 
 A partir du toisième jour, la diversité bactérienne diverge fortement entre les microcosmes 
témoins et les microcosmes contaminés. Ainsi, entre J3 et J6, les profils évoluent plus 
fortement dans les microcosmes témoins (similarité = 64%) qu’en présence de diuron. Cette 
divergence est encore plus marquée après le  sixième jour. En effet, alors que la diversité reste 
relativement stable dans les microcosmes contaminés jusqu’à la fin de l’expérience (similarité 
> 78%), de forts remaniements associés à une baisse du niveau de diversité (moins de 22 
bandes détectées après J6) sont observés dans les témoins, notamment lors de la dernière 
semaine (similarité = 53%). 
 
La présence de diuron entraîne donc une inhibition de la productivité microbienne 
hétérotrophe en maintenant la densité, la production et l’activité bactérienne à de faibles 
niveaux pendant toute la durée de l’expérience et en limitant le nombre de variations 
enregistrées en terme de diversité spécifique, alors qu’une stimulation du compartiment 
bactérien est générée dans les témoins par l’apparition du bloom algal. 
 
  D.II.2.2.i. Analyse phylogénétique 
 ● Sélection des bandes dites « d’intérêt » lors de l’analyse des profils TTGE  
 La forte dichotomie enregistrée après six jours, entre les microcosmes témoins et 
contaminés (Fig. D-13B), illustre une diversité bactérienne différente entre ces deux 
contextes. Cette différence peut être expliquée, (1) dans les témoins, par le développement 
exclusif de certaines espèces favorisées par le bloom algal et, (2) dans les traités, par la 
raréfaction ou la disparition d’espèces directement ou indirectement sensibles au diuron et/ou 
le développement d’espèces indifférentes ou particulièrement résistantes à ce polluant. 
 Nous avons donc tenté d’identifier certaines de ces espèces en sélectionnant et excisant les 
« bandes d’intérêt » à partir des profils de TTGE obtenus et en séquençant le fragment d’ADN 
correspondant. Pour faciliter l’analyse, les bandes qui deviennent visibles ou ne se 
maintiennent qu’en présence de diuron ont été codées « D », celles qui sont visibles 
uniquement dans les témoins sont codées « T » et celles qui semblent ubiquistes sont codées 
« U » (Fig. D-14). 
















 Les bandes D1 à D3 sont uniquement visibles dans les microcosmes contaminés alors que 
les bandes D4 à D7 ne se maintiennent qu’en présence du diuron et disparaissent dans les 
témoins. A l’opposé, les bandes T1 et T2 ne deviennent visibles en fin d’expérience que dans 
les microcosmes non contaminés et sont probablement associées à des bactéries favorisées par 
les changements environnementaux enregistrés suite au bloom algal.  
 Les bandes U1 à U5 semblent, quant à elles, correspondre à des espèces ubiquistes, 
présentes dans les deux types de microcosmes. Toutefois, ces bandes présentent une 
dynamique intéressante. En effet, les bandes U1 à U3 sont repérables d’abord dans les 
témoins à partir de J3, et deviennent plus intenses à J6 et J10 dans ces microcosmes. La bande 
U4 est détectée dans les deux types de microcosmes à J6 tandis que la bande U5 est largement 
prédominante dans les deux contextes sur toute la durée de l’expérience, mis à part à J21 dans 
les témoins.  
  
 ● Aspects méthodologiques  
 Chacun de ces 14 fragments a été excisé puis purifié avant le clonage par une succession 
d’au moins trois PCR-TTGE. Un minimum de quatre clones correspondant à chacune des 
bandes purifiées a été réamplifié et soumis à une nouvelle TTGE pour vérifier la distance de 
migration par rapport à la bande initiale, avant d’être séquencé.   
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Figure D-14 : Choix des bandes d’intérêt excisées pour l’analyse phylogénétique. 
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 La multiplication des étapes de PCR-TTGE, permettant de purifier au maximum les 
fragments excisés avant le clonage, nous a permis d'obtenir environ 70% de clones (85/126)  
présentant une distance de migration électrophorétique similaire à la bande mère (Tableau D-
4). En 2005, Zhang et al. ont montré, à l’aide de la TGGE, que seulement 10 à 60% de leurs 
fragments clonés, sans étape de purification préalable, présentaient une migration identique à 
la bande dont ils étaient issus. D’après eux, ce biais est associé à la présence de fragments 
d’ADN simple brin. Nos résultats semblent indiquer que la multiplication des étapes de 
purification, qui est une méthode utilisée régulièrement avec ce type d’approche (Castle & 
Kirchman, 2004 ; Macur et al., 2004), permet de diminuer significativement la proportion de 
clones incorrects. En réduisant la présence de fragments simple brin avant la migration par 
TGGE,  Zhang et al. (2005) ont obtenu un rendement encore plus efficace, atteignant une 
proportion finale de clones corrects comprise entre 70 et 100%. Leur méthode qui consiste à 
séparer préalablement les fragments double brin des fragments simple brin à l’aide d’une 
électrophorèse « classique », semble peu contraignante puisqu’elle ne nécessite qu’une seule 
étape de purification. De ce fait, elle constitue probablement une alternative intéressante pour 
ce type d’approche.  
 Dans tous les cas, nos résultats confirment qu’il est nécessaire, lors d’une étude 
phylogénétique à partir de bandes excisées, de vérifier la distance de migration des clones 
obtenus par comparaison avec le profil initial, avant d’effectuer l’analyse des séquences 













Tableau D-4 : Bilan et rendement des différentes étapes entre l’excision des bandes et l’analyse 
des séquences. 
* séquences exploitables = séquences complètes et non suspectées d’être chimériques 
bandes nombre de clones migrations nombre de clones séquences
excisées soumis à une TTGE  incorrectes (%) séquencés exploitables*
D1 5 40,0% 3 3
D2 6 0,0% 4 2
D3 11 27,3% 7 4
D4 4 0,0% 4 4
D5 6 50,0% 3 2
D6 12 66,7% 4 2
D7 22 54,5% 10 9
T1 6 0,0% 4 2
T2 12 33,3% 5 4
U1 10 20,0% 8 6
U2 15 26,7% 8 4
U3 6 0,0% 4 2
U4 5 0,0% 4 4
U5 6 50,0% 3 2
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 Pour chacune des bandes excisées, trois à dix clones ont été séquencés afin de tenir 
compte de la présence de fragments multiples dans une même bande (Sekiguchi et al., 2001). 
Sur un total de 71 séquences, 50 ont finalement pu être utilisées pour effectuer l’analyse 
phylogénétique. Pour les autres clones (29,5%), le séquençage a échoué (totalement ou 
partiellement) ou révélé des séquences identifiées comme potentiellement chimériques. 
 
 Les résultats de l’analyse effectuée avec le logiciel BLASTn montrent que quatre bandes, 
supposées être uniques, renferment des fragments différents qui sont alignés 
préférentiellement avec des séquences distinctes (Tableau D-5): les bandes D3 (4 types de 
clones: a, b, c et d), D7 (3 types de clones: a, b et c), U1 et U3 (2 types de clones: a et b). 
Dans les 10 autres cas, les différents clones obtenus à partir de la même bande initiale sont 
affiliés à la même séquence. Toutefois, même dans cette situation, les séquences obtenues ne 
sont jamais identiques entre elles à 100% et présentent parfois des pourcentages d’homologie 
faibles (par exemple 83,9 à 92,9% entre les quatre clones représentant la bande U2) malgré 
leur alignement préférentiel avec la même séquence. 
  
Tableau D-5 : Résultats de l’analyse phylogénétique effectuée à l’aide du logiciel d’alignement 
BLASTn. 
  description similarité
maximale
JAURON-D1 3 (91.5 - 99.5%) Uncultured bacterium FukuS27 (AJ290012) Verrucomicrobia Glöckner et al. , 2000 99,1%
JAURON-D2 2 (98.4%) Cellvibrio gandavensis sp. R4069 (AJ289162) Gamma proteobacteria Lednicka et al. , 2000 99,1%
 a 1 Uncultured bacterium clone ELB19-149 (DQ015821) non classifiée Glatz et al. , 2006 96,3%
 b 1 Unidentified eubacterium clone BSV65 (AJ229213) non classifiée Hengstmann et al. , 1999 98,1%
 c 1 Uncultured bacterium clone CR99-2-01 (AF429187) non classifiée Sekiguchi et al. , 2002 90,4%
 d 1 Uncultured gamma proteobacterium clone Nubeena227 (AY499921) Gamma proteobacteria Bissett et al. , 2006 <90%
JAURON-D4 4 (98.9 - 99.3%) Uncultured verrucomicrobium DEV019 (AJ401117) Verrucomicrobia Manen and Falquet, 2002 98,9%
JAURON-D5 2 (94.3%) Uncultured bacterium DSSD95 (AY328792) non classifiée Williams et al. , 2004 99,8%
JAURON-D6 2 (91.7%) Uncultured bacterium clone 259ds10 (AY212708) non classifiée Simpson et al. , 2004 98,4%
 a 4 (92.0 - 94.7%) Uncultured eubacterium WCHA1-76 16S (AF050529) Gamma proteobacteria Dojka et al. , 1998 97,2%
 b 4 (98.6 - 99.3%) Uncultured bacterium clone CR99-24-72 (AF429182) non classifiée Sekiguchi et al. , 2002 98,6%
 c 1 Uncultured bacterium clone LCA105 (AM176825) non classifiée unpublished 90,7%
JAURON-T1 2 (99.5%) Parachlamydia-related symbiont UWE25 (BX908798) Chlamydiae Horn et al. , 2004 92,1%
JAURON-T2 4 (92.0 - 97.2%) Parachlamydia acanthamoebae strain Seine (DQ309029) Chlamydiae unpublished 92,2%
 a 5 (86.2 - 93.3%) pas d'alignement significatif (<85% similarité)
 b 1 Uncultured alpha proteobacterium clone JG34-KF-416 Alpha proteobacteria Selenska-Pobell et al. , 2002 94,5%
JAURON-U2 4 (83.9 - 92.9%) Uncultured gamma proteobacterium clone ST8-18D (DQ419169) Gamma proteobacteria unpublished 93,8%
 a 1 Uncultured bacterium clone 259ds10 (AY212708) non classifiée Simpson et al. , 2004 <90%
 b 1 pas d'alignement significatif (<85% similarité)
JAURON-U4 4 (98.6 - 99.5%) Uncultured bacterium clone SM-OTU70 (AY321231) non classifiée Filion et al. , 2004 93,1%






    (similarité entre les clones)
nombres de clones 
   taxonomiqueséquences les plus proches
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 L’alignement avec BLASTn permet d’affilier 10 des 21 groupes de clones avec des 
séquences présentant une description taxonomique. Dans un premier temps, nous avons 
vérifié que les clones regroupés (c’est-à-dire ceux qui ont les mêmes séquences les plus 
proches) sont bien positionnés au même endroit dans l’arbre phylogénétique construit avec le 
logiciel ARB. Cette vérification s’est avérée concluante (voir pour exemple la Figure D-15) 
et nous avons ainsi décidé de ne conserver qu’un seul clone par groupe (celui positionné sur la 
branche la plus courte) afin de faciliter l’analyse de l’arbre phylogénétique. 
  
 Les séquences issues d’une même bande ne sont jamais similaires à 100% et trois types de 
résultats sont enregistrés :  
(1) des séquences qui présentent une forte homologie entre elles (>98%) et qui peuvent 
être considérées comme identiques (par exemple les clones D4),   
(2) des séquences différentes entre elles (similarité <98%) mais qui présentent le meilleur 
alignement par BLASTn avec la même séquence (par exemple les clones T2). Ces 
séquences représentent sans doute des organismes très proches phylogénétiquement 
mais qui ne peuvent pas être dissociés à partir des données disponibles dans GenBank.  
0,10 
Figure D-15 : Positionnement dans l’arbre phylogénétique des 9 clones issus de la bande D7 (4 
clones D7a, 4 clones D7b et 1 clone D7c). 
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 Cette hypothèse semble être confirmée par les regroupements observés dans le premier 
arbre phylogénétique construit avec l’ensemble des séquences (par exemple pour les  
clones D7a, Fig. D-15), 
(3) des séquences dissemblables affiliées à des organismes différents (par exemple les 4 
clones D3) et qui témoignent d’une co-migration de séquences distinctes dans une 
même bande (Sekiguchi et al., 2001 ; Crump et al., 2003 ; Zhang et al., 2005). 
 
● Résultats de l’analyse phylogénétique  
A l’exception des clones D3d et U2, le positionnement phylogénétique obtenu avec le 
logiciel ARB (Fig. D-16) concorde avec les résultats de l’alignement par BLASTn (Tableau 
D-5). L’arbre fait apparaître une nette dissociation entre (1) les espèces associées aux 
microcosmes contaminés (bandes « D ») et (2) celles associées aux témoins (bandes « T »).  
 
(1) Les espèces représentées par des bandes qui apparaissent ou qui se maintiennent 
uniquement en présence de diuron sont réparties au sein de quatre phyla : les Proteobacteria, 
les Verrucomicrobia, les Gemmatimonadetes et les Actinobacteria. Les clones D2, D3a, D5, 
D7a et D7c sont identifiés comme des membres de la sous-classe gamma des Protéobactéries. 
Ainsi, les clones D2 et D5 présentent respectivement une forte similarité (>99%) avec les 
espèces Cellvibrio gandavansis (R4069) et Cellvibrio mixtus de la famille des 
Pseudomonadaceae. Le clone D7a est identifié comme une espèce du genre Legionella et est 
proche (97,2%) d’une bactérie non cultivée, issue d’un aquifère pollué (Dojka et al., 1998). 
Le clone D7c est regroupé avec des bactéries appartenant aux genres Beggiatoa et Nevskia et 
le clone D3a, qui présente une homologie importante (96,3%) avec une bactérie originaire 
d’un lac continuellement gelé (Glatz et al., 2006), est affilié avec des γ-Proteobacteria non 
classifiées. Le phylum Verrucomicrobia est également bien représenté dans les microcosmes 
contaminés. Les clones D1 et D6 appartiennent au genre Prosthecobacter et affichent une 
forte similarité (>98%) avec des bactéries respectivement issues d’un lac méso-acidotrophe 
(Glöckner et al., 2000) et d’un cours d’eau de l’Ohio (Simpson et al., 2004). Le clone D3b est 
identifié comme une espèce du genre Opitutus et les clones D4 présentent une similarité 
proche de 99% avec une bactérie non identifiée. Les clones D3c et D7b correspondent à des 
membres du groupe 1 du phylum des Gemmatimonadetes qui compte encore peu de 
représentants cultivés (Hugenholtz et al., 2001 ; Zhang et al., 2003). D’après l’alignement par 
BLASTn, la séquence la plus proche du clone D3d correspond à une γ-Proteobacteria non 
cultivable. Toutefois, le pourcentage de similarité est inférieur à 90% et ce clone se retrouve 
positionné au sein du phylum des Actinobacteria dans l’arbre phylogénétique construit. 
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 (2) Les deux bandes qui deviennent très intenses dans les témoins après le « bloom » algal 
correspondent à des espèces affiliées à deux familles appartenant au phylum des Chlamydiae : 
les Simkaniaceae (clones T1) et les Parachlamydiaceae (clones T2). 
 (3) Les clones U1a, U2 et U3a qui apparaissent de manière plus marquée dans les témoins 
à partir du sixième jour sont réunis dans l’arbre et sont assimilés à des séquences codant 
l’ARNr 16S de chloroplastes. Les clones U1b et U3b sont, quant à eux, regroupés avec des 
bactéries issues de l’environnement qui appartiennent respectivement aux α-Proteobacteria et 
aux Verrucomicrobia. La bande U4 qui apparaît également à partir de J6 est positionnée dans 
Figure D-16 : Positionnement dans l’arbre phylogénétique des différents groupes de clones 
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le phylum des Chlamydiae, à proximité d’une bactérie de la famille des Parachlamydiaceae, 
découverte dans des échantillons respiratoires humains (Corsaro et al., 2001). Enfin, la bande 
U5, largement prédominante dès le début de l’expérience, correspond à des espèces affiliées 
au phylum des Actinobacteria et présentant une très forte similarité (>99%) avec des bactéries 
issues de milieux lacustres, appartenant aux Actinomycétales (Hiorns et al., 1997 ; Allgaier & 
Grossart, 2006). 
 
 D.II.2.3. Discussion 
 D.II.2.3.a. Caractérisation de l’exposition des communautés 
microbiennes au diuron  
 Dans les trois microcosmes contaminés, les concentrations en diuron restent stables et 
proches de 8 µg l-1 sur l’ensemble du suivi. Dès le début de l’expérience, cette valeur est 
inférieure de 20% à celle théoriquement attendue dans les microcosmes (10 µg l-1). La 
diminution immédiate des teneurs en diuron dans des dispositifs expérimentaux a déjà été 
soulignée par plusieurs auteurs (Hartgers et al., 1998 ; Haynes et al., 2000 ; Sumpono et al., 
2003). Ce phénomène récurrent peut être attribué à un piégeage rapide de la molécule par 
adsorption ou absorption. La stabilité des concentrations mesurées suggère toutefois qu’aucun 
phénomène de désorption ne se produit au cours de l’expérience et qu’à l’opposé, la molécule 
ne subit aucune transformation significative (biotique ou abiotique) durant cette période. Cette 
observation est en contradiction avec les résultats de Hartgers et al. (1998) qui ont mesuré, en 
mésocosmes, un temps de demi-vie du diuron dans la colonne d’eau variant entre 6 et 39 
jours, en fonction de la concentration initiale choisie (0,15 à 15 µg l-1). De même Haynes et 
al. (2000) ont constaté dans l’eau une diminution de l’ordre de 15% au bout de 5 jours des 
teneurs en diuron, introduit aux concentrations initiales de 10 et 100 µg l-1. La présence de 
sédiment dans leurs dispositifs expérimentaux est sans doute un facteur important  pour 
expliquer cette diminution compte tenu du piégeage possible de la molécule sur cette fraction 
solide (Sumpono et al., 2003). L’absence de biodégradation dans nos microcosmes s’explique 
probablement par une durée d’expérience trop courte pour permettre l’induction de systèmes 
enzymatiques spécifiques à la dégradation du diuron chez des bactéries issues d’un milieu 
aquatique naturel (Četkauskaité et al., 1998 ; El-Dib & Abou-Waly, 1998). Dans cette étude, 
les communautés microbiennes sont donc soumises à une exposition forte et constante au 
diuron durant les 21 jours du suivi. 
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D.II.2.3.b. Influence des conditions environnementales initiales sur 
la réponse des communautés microbiennes 
 Malgré une intoxication chronique et constante au diuron, les effets de cet herbicide 
n’apparaissent qu’après un délai de six jours, en empêchant la mise en place d’une forte 
productivité microbienne. Ce « retard d’impact » peut certainement être attribué aux 
propriétés initiales de l’eau et aux caractéristiques des communautés biologiques 
échantillonnées dans la rivière. En effet, plusieurs auteurs ont montré que le niveau trophique 
du milieu et l’état physiologique des organismes peuvent influencer fortement la réponse des 
communautés face à une pollution par des pesticides en conditionnant leur niveau de 
sensibilité et leurs capacités de récupération post-contamination (Barreiro Lozano & Pratt, 
1994 ; DeLorenzo et al., 2001 ; Wendt-Rasch et al., 2004). 
 L’eau, prélevée dans la rivière et utilisée pour constituer initialement les microcosmes, est 
caractérisée par de fortes concentrations en phosphates (>0,1 mg P l-1) et en composés azotés 
inorganiques (>3,7 mg N l-1) qui lui confèrent des propriétés méso-eutrophes, d’après la 
classification de Dodds et al. (1998). Toutefois, la teneur en chlorophylle a et la densité 
bactérienne mesurées au début de l’expérience, sont sensiblement inférieures à celles 
rencontrées dans des rivières caractérisées par des conditions nutritives et climatiques 
similaires (Dodds et al., 1998 ; Liu & Leff, 2002 ; Dorigo et al., 2004). Cette faible 
productivité microbienne, illustrée notamment par une proportion de bactéries CTC-positives 
limitée (environ 2%), reflète probablement un état physiologique déficient des communautés 
lors du prélèvement initial. Plusieurs facteurs environnementaux, telles la présence de 
xénobiotiques ou encore une forte pression de type "top-down" (Muñoz et al., 2001) ciblée 
généralement sur les cellules les plus actives (Del Giorgio et al., 1997), peuvent conduire à un 
affaiblissement des organismes microbiens dans la rivière. 
 Une forte stimulation de l’activité bactérienne hétérotrophe est toutefois observée dès la 
mise en place des microcosmes, entraînant une augmentation de la production et des densités 
bactériennes mais aussi quelques remaniements au niveau de la diversité. Cette simulation est 
certainement induite par le confinement des ressources dans les microcosmes facilitant ainsi 
l’assimilation des nutriments par les bactéries (Brandt et al., 2004 ; Pinhassi et al., 2004). De 
plus, elle est associée à une diminution des teneurs en carbone organique dissous, ce qui 
suggère une forte consommation de carbone par les microorganismes hétérotrophes.  
 Cependant, cette forte productivité n’est que transitoire et la production bactérienne 
diminue après 24 heures, entraînant une chute de la densité cellulaire à un niveau inférieur à la 
valeur initiale et marquant ainsi le début d’une phase de latence jusqu’au sixième jour. Durant 
cette période, les productivités microbiennes, autotrophe et hétérotrophe, restent à un seuil 
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très bas dans tous les microcosmes malgré le maintien de conditions abiotiques favorables. 
Les premiers jours correspondent probablement à une phase d’adaptation des communautés 
aux conditions expérimentales. On observe ainsi quelques changements au niveau de la 
répartition des taxons algaux et de la diversité bactérienne, entre le premier et le trosième jour, 
ce qui suggère une sélection des microorganismes les mieux adaptés au contexte 
environnemental. Ces variations interviennent indépendamment de la présence de diuron, et 
les effets de la molécule sont limités ou faiblement perceptibles avant le sixième jour. 
 L’analyse de la diversité bactérienne par TTGE met en évidence la présence d’une bande  
(U5) largement prédominante dès le début de l’expérience dans les deux types de 
microcosmes. Cette bande est associée à une espèce du phylum Actinobacteria très proche de 
deux bactéries du groupe des Actinomycetales. La forte intensité de cette bande n’est pas 
surprenante compte tenu de l’abondance des Actinobacteria dans les cours d’eau (Branco et 
al., 2005 ; Klausen et al., 2005).  
 
 D.II.2.3.c. Stimulation différée des communautés microbiennes en 
absence de diuron  
 Au cours de la deuxième semaine, un important bloom algal est observé dans les trois 
microcosmes témoins. Ce fort développement autotrophe est certainement favorisé par les 
teneurs élevées en nutriments et les conditions expérimentales telles que le maintien d’une 
température modérée (14°C), l’agitation continue (Pinhassi et al., 2004), la petite taille des 
microcosmes (Sanford et al., 2001) et l’élimination des principaux prédateurs lors du 
prélèvement initial (filtration à 100 µm). Le délai d’apparition de ce bloom est comparable à 
celui observé dans des microcosmes enrichis en nutriments (Smith et al., 1995 ; Fajon et al., 
1999 ; Riemann et al., 2000 ; Pinhassi et al., 2004) ou dans des dispositifs expérimentaux 
soumis à l’apport d’insecticides, entraînant une baisse de la pression de broutage sur les 
organismes autotrophes suite au déclin du zooplancton (Caquet et al., 1992 ; Barry & Logan, 
1998). Les espèces du genre Cyclotella semblent particulièrement bien adaptées à ces 
conditions environnementales et deviennent largement prédominantes dans deux des trois 
microcosmes témoins. Cette forte croissance confirme le caractère opportuniste de ces 
organismes déjà mis en évidence par Van den Brink et al. (2000). 
 La production hétérotrophe et la densité bactérienne sont fortement corrélées avec la 
biomasse phytoplanctonique. Cette corrélation a fréquemment été soulignée dans la littérature 
(Bird & Kalff, 1984 ; White et al., 1991 ; Smith et al., 1995 ; Castillo et al., 2004 ; Pinhassi et 
al., 2004) notamment lorsque l’écosystème est caractérisé par une forte disponibilité nutritive 
(Muylaert et al., 2002). Au cours de la dernière semaine, la fraction de bactéries CTC-
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positives est également stimulée par le contexte environnemental. Les observations 
microscopiques, faites au moment du dénombrement de ces cellules, suggèrent que 
l’augmentation du taux d’activité respiratoire est majoritairement due à une stimulation des 
bactéries associées aux algues (Fig. D-17A) ou aux débris organiques (Fig. D-17B). Elles  
présentent ainsi généralement des taux d’activité supérieurs à ceux des bactéries libres (Smith 
et al., 1995), notamment en cas de fort développement diatomique (Riemann et al., 2000) et 
d’accumulation de détritus algaux (Sherr et al., 2002). Cependant, une baisse de la production 
bactérienne est observée dans la dernière semaine. Cette réduction d’activité, probablement 
liée à une diminution des teneurs en orthophosphates (Brett et al., 1999 ; Fajon et al., 1999), 
entraîne alors une stabilisation de la densité bactérienne. 
 
 
 Le fort développement bactérien, consécutif au bloom algal, est accompagné de 
changements dans la composition spécifique de cette communauté. L’hybridation in situ  
permet de visualiser uniquement une augmentation de la proportion de bactéries appartenant à 
la sous-classe des γ-Protéobactéries entre le 10ème et le 14ème jour. L’analyse de la diversité par 
TTGE se montre beaucoup plus résolutive et fait apparaître des remaniements dans la 
communauté dès l’apparition du bloom algal. Cette différence de résolution souligne les 
limites de l’utilisation de sondes associées à des grands groupes phylogénétiques pour 
caractériser les variations dans la structure taxonomique de la communauté bactérienne et 
confirme la nécessité d’utiliser des sondes spécifiques de groupes bactériens plus ciblés ou de 
privilégier des techniques moléculaires plus fines d’empreintes génétiques telle que la TTGE 
(Muyzer, 1999). Les remaniements majeurs observés au sein de la communauté bactérienne 
après le sixième jour sont très probablement associés aux changements de composition 
A B
Figure D-17 : Visualisation de bactéries CTC-positives sur une cellule algale du genre Navicula 
(A) et sur un amas de débris organiques (B). 
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taxonomique de la communauté algale (Pinhassi et al., 2004) entraînant une modification de 
la nature de la matière organique fraîche assimilable par les bactéries (Van Hannen et al., 
1999). La baisse du niveau de diversité à partir du sixième jour dans les témoins (moins de 22 
bandes détectées à partir du 6ème jour) semble suggérer une dominance des espèces 
bactériennes les plus favorisées par le fort développement autotrophe. 
 Ainsi, les bandes T1 et T2 représentent ainsi probablement des bactéries de ce type. Ces 
deux bandes correspondent à des bactéries du phylum des Chlamydiae. Ce groupe 
taxonomique, considéré comme relativement ubiquiste dans la littérature, renferme des 
espèces qui présentent un stade de parasitisme cellulaire obligatoire (Corsaro et al., 2001 ; 
Horn et al., 2004). La bande T2 est associée à des espèces de la famille des 
Parachlamydiaceae qui regroupe des bactéries parasites de protozoaires du genre 
Acanthamoebae, abondants dans de nombreux milieux aquatiques et qui présentent un stade 
de résistance sous forme de kyste (Fritsche et al., 2000). Les clones issus de la bande T1 
renferment des fragments correspondant à des espèces proches de Simkania negevensis, une 
bactérie qui se développe également chez des amibes libres (Corsaro et al., 2001). La 
prolifération de ces espèces dans les erlens témoins peut être liée à un développement 
significatif de protozoaires qui auraient échappé à la filtration initiale et qui seraient favorisés 
par l’apparition du bloom algal.  
 
 Les bandes U1, U2 et U3 deviennent visibles à partir du sixième jour et présentent une 
intensité plus marquée dans les témoins jusqu’à J14. L’analyse phylogénétique révèle que ces 
bandes renferment des séquences codant l’ARNr 16S de chloroplastes. La présence de 
séquences de ce type a déjà été observée dans des études antérieures, notamment en cas 
d’accumulation de détritus algaux (DeLong et al., 1993 ; Rappé et al., 1998) et semble 
directement induite par le fort développement des microorganismes autotrophes. Il est 
intéressant de constater que ces séquences n’ont pas pu être correctement identifiées avec le 
logiciel BLASTn, ce qui est très probablement lié à un déficit de séquences codant l’ARNr 
16S plastidique dans la banque de données GenBank. Les bandes U1 et U3 renferment 
également des fragments correspondant à des espèces regroupées avec des séquences 
environnementales affiliées respectivement aux α-Proteobacteria et aux Verrucomicrobia. 
Enfin la bande U4, qui apparaît aussi après six jours, est associée à une espèce proche d’une 
bactérie non cultivable de type corvenA4, qui représente un nouveau genre de la famille des 
Parachlamydiaceae (Corsaro et al., 2001). 
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D.II.2.3.d. Réponse des communautés microbiennes à la présence de 
diuron 
 Le diuron, introduit à la concentration nominale de 10 µg l-1, inhibe significativement le 
développement des organismes autotrophes en maintenant les concentrations en chlorophylle 
a et les densités algales à de faibles niveaux, sur l’ensemble du suivi. Les espèces des genres 
Asterionella et Oocystis paraissent particulièrement sensibles et ne sont plus détectables que 
dans les microcosmes témoins. Toutefois, la toxicité du diuron semble affecter principalement 
les espèces du genre Cyclotella qui disparaissent totalement dans les trois microcosmes 
contaminés alors qu’elles se développent fortement dans les témoins. Ce résultat est en 
opposition avec les observations de Hartgers et al. (1998) qui ont enregistré une augmentation 
de l’abondance de Cyclotella dans des microcosmes contaminés par un mélange de trois 
herbicides (atrazine, diuron et métolachlore), à des concentrations supérieures à celle que 
nous avons utilisées. Ils ont supposé que ce phénomène était induit par des effets indirects tels 
que le relargage de nutriments ou une diminution de la compétition pour les ressources suite 
au déclin des espèces algales les plus sensibles à ces polluants. Compte tenu des propriétés de 
notre écosystème (bonne disponibilité des ressources et faible densité algale cellulaire), les 
effets toxiques directs du diuron sur les Cyclotella sont très probablement supérieurs à ces 
effets indirects potentiels. 
 A l’opposé, les espèces du genre Navicula semblent moins affectées par l’herbicide et 
restent prédominantes au sein de la communauté pendant toute la durée de l’expérience. 
 
 L’effet toxique du diuron s’exerce donc sur les organismes autotrophes et engendre 
indirectement un effet négatif sur la communauté bactérienne. En effet, en inhibant le 
développement des organismes photosynthétiques, le diuron limite l’accumulation de matière 
organique autochtone d’origine algale qui représente une source nutritive majeure, facilement 
assimilable par les bactéries (Baines & Pace, 1991 ; Raymond & Bauer, 2001). Notre résultat 
est donc différent de celui de DeLorenzo et al. (1999) qui avait observé une forte stimulation 
du compartiment bactérien suite à une chute massive de l’activité autotrophe (diminution du 
taux de photosynthèse, réduction des biomasses et des densités algales…) résultant de la 
présence d’herbicides de la famille des triazines. Les auteurs ont alors attribué cette 
stimulation à un meilleur accès des bactéries aux ressources nutritives suite à une baisse de la 
compétition avec les organismes autotrophes. Dans notre étude et compte tenu de la stabilité 
de la densité pendant toute l’expérience, l’herbicide agit en bloquant le développement de la 
communauté autotrophe mais ne semble pas véritablement entraîner la sénescence d’une 
fraction importante de cellules algales.  
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 Compte tenu de l’inhibition indirecte de l’activité hétérotrophe, les changements au 
niveau de la structure et de la diversité bactérienne sont beaucoup moins marqués dans les 
microcosmes contaminés. La distribution des quatre groupes phylogénétiques ciblés par FISH 
reste relativement constante et les profils de diversité obtenus par TTGE présentent entre eux 
une similarité supérieure à 78% sur l’ensemble du suivi. Le niveau de diversité reste 
également relativement stable au cours de l’expérience, le nombre de bandes détectables sur 
le gel TTGE variant entre 25 et 30 bandes du 6ème au 21ème jour. Ces différences sont 
attribuables à la visualisation de bandes qui correspondent probablement, pour certaines 
d’entre elles, à des espèces bactériennes particulièrement bien adaptées à la présence de 
diuron, notamment celles qui se maintiennent (par exemple D4, D5, D6 et D7) et surtout 
celles qui deviennent visibles (par exemple D1, D2 et D3) uniquement dans les microcosmes 
contaminés. 
 Parmi elles, on retrouve une majorité de γ-Proteobacteria, notamment des membres du 
genre Cellvibrio qui appartient à la famille des Pseudomonadaceae. Cette famille comprend 
de nombreuses bactéries impliquées dans la biodégradation des herbicides, comme celles qui 
appartiennent au genre Pseudomonas (Mandelbaum et al., 1995 ; El Fantroussi, 2000 ; 
Dejonghe et al., 2003). La capacité de certaines d’entre elles, issues du sol, à dégrader le 
diuron (El Deeb et al., 2000) ou à se développer sur un milieu fortement enrichi avec cette 
molécule (Koneva, 2004) a ainsi été démontrée. De plus, une espèce du genre Pseudomonas 
dotée de propriétés de biodégradation du diuron a récemment été isolée dans notre laboratoire 
à partir d’un échantillon du Jauron (Batisson et al., soumis). Cette souche, référencée dans 
GenBank sous le numéro DQ983422, présente une homologie supérieure à 93% avec nos 
deux séquences (clones D2 et D5). Parmi les γ-Protéobactéria, le genre Legionella, 
fréquemment rencontré dans les biofilms de rivière (Manz et al., 1999 ; Sheehan et al., 2005), 
est également représenté par une espèce (clone D7a) très proche d’une bactérie rencontrée 
dans un milieu aquatique pollué par des solvants (Dojka et al., 1998). Ceci peut suggérer un 
fort potentiel d’adaptation face aux pollutions chimiques. Le phylum des Verrucomicrobia est 
également bien représenté dans les microcosmes contaminés (clones D1, D3b, D4 et D6). 
Malgré l’abondance des membres de ce phylum dans les écosystèmes aquatiques dulcicoles 
(Boucher et al., 2006), il n’existe, à notre connaissance, aucune étude décrivant les effets 
d’herbicides de type phénylurées sur ces bactéries, et le faible nombre de souches cultivables 
(Hugenholtz et al., 1998) limite les connaissances sur leur capacité à résister aux polluants 
voire à les dégrader. Cette remarque s’applique aussi aux espèces appartenant au phylum des 
Gemmatimonadetes (clone D3c et D7b) qui paraissent également favorisées par la présence 
du diuron. D’après nos résultats, il semblerait donc intéressant d’étudier plus spécifiquement 
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la réponse des bactéries appartenant à ces deux groupes taxonomiques (Verrucomicrobia et 
Gemmatimonadetes) lors de pollution de milieux aquatiques lotiques par des pesticides.  
  
D.II.3. Effets du diuron sur des communautés microbiennes présentant des 
caractéristiques initiales différentes (expérience menée en 2003) – Comparaison avec 
les résultats décrits précédemment 
 D.II.3.1. Conditions expérimentales 
 Afin d’apprécier de manière plus perspicace les effets du diuron sur les communautés 
microbiennes et de valider ou non les hypothèses émises précédemment, une seconde 
expérience a été mise en place. Cette étude a été menée à partir de communautés 
échantillonnées le 24 mars 2003 à la même station et placées dans des conditions 
expérimentales similaires. Les organismes périphytiques ont été récoltés sur des substrats 
artificiels colonisés pendant 2 semaines (voir chapitre B.I.3.5.). Les microcosmes, réalisés en 
duplicat, ont été maintenus à 8°C avec une photopériode 12h/12h pour reproduire au mieux 
les conditions naturelles. Les différents paramètres ont été mesurés aux jours 0, 1, 3, 7, 10, 14 
et 24. 
Synthèse des résultats 
Cette étude expérimentale a mis en évidence deux périodes clairement différenciées au 
cours du suivi :  
- Pendant les six premiers jours, une phase de latence est observée, durant laquelle 
les communautés algales et bactériennes présentent une faible productivité malgré 
des conditions abiotiques favorables, et ceci indépendamment de la présence de 
diuron ; 
- A partir du 6ème jour, un important bloom algal est enregistré uniquement en 
absence de diuron. Cette forte activité autotrophe stimule alors le compartiment 
bactérien et génère une forte activité hétérotrophe associée à de nombreux 
remaniements au sein de la communauté avec notamment le développement 
d’organismes appartenant au phylum des Chlamydiae. Le diuron (10 µg l-1) affecte 
les microorganismes autotrophes et empêche l’apparition du bloom algal. Cet effet 
direct engendre alors une inhibition de l’activité microbienne hétérotrophe qui reste 
à un faible niveau tout au long de l’expérience. Cependant, quelques espèces 
bactériennes semblent favorisées par la présence de diuron, en particulier   
certaines appartenant aux γ-Proteobacteria, aux Verrucomicrobia et aux 
Gemmatimonadetes. 
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 Afin de faciliter l’analyse des résultats observés, les réponses des communautés 
microbiennes au cours de cette expérience seront présentées, discutées et directement 
comparées avec celles précédemment décrites. 
 
  D.II.3.2. Résultats et discussion 
  D.II.3.2.a. Cinétique du diuron 
 Aucune trace de diuron n’a été détectée sur le prélèvement d’eau initial. Comme en 2004, 
les concentrations initiales dès la mise en place des deux microcosmes contaminés (5,85 ± 0,07 
µg l-1) sont inférieures à la valeur théorique attendue de 10 µg l-1 (Fig. D-18). On enregistre 
cependant une augmentation des concentrations pendant les premières vingt-quatre heures, 
surtout dans le microcosme D1. Cette observation semble corroborer l’hypothèse d’un 
piégeage rapide de la molécule lors de son introduction dans les microcosmes avec, dans le 
cas présent, la libération d’une fraction dans la colonne d’eau pendant le premier jour. En 
1995, Kasai & Hanazato ont ainsi remarqué dans leurs mésocosmes que la concentration en 











Au-delà de 24 heures, les valeurs diminuent progressivement au cours de l’expérience et sont 
inférieures de 12% aux valeurs initiales mesurées dans les deux microcosmes en fin de suivi. 
Le dispositif d’éclairage étant identique à celui utilisé en 2004, il semble peu probable qu’une 
photodégradation plus importante ait été enregistrée au cours de l’expérience menée en 2003. 
Hormis les fluctuations enregistrées le premier jour, il est intéressant de noter que la 
disparition du diuron semble suivre une cinétique de premier ordre (Fig. D-19). Ces résultats 
sont comparables à ceux obtenus par El-Dib & Abou-Waly (1998) lors de l’étude de la 
biodégradation de deux herbicides de la famille des phénylurées (le dicuran et le patoran) par 
Figure D-18 : Evolution des concentrations en diuron (µg l-1) dans les deux microcosmes 
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des bactéries prélevées dans le Nil (Egypte). Toutefois, ils n’ont observé un début de 
dégradation qu’après une période d'acclimatation de l’ordre de 40 jours, nécessaire aux 










Comparaison de l’exposition des communautés microbiennes au diuron entre les deux 
expériences 
Comme en 2004, les communautés microbiennes sont soumises à une exposition chronique 
sur toute la durée de l’expérience. Toutefois et contrairement à l’expérience décrite 
précédemment, la concentration en diuron diminue de manière linéaire dans les deux 
microcosmes. Dans l’hypothèse d’une biodégradation et compte tenu de l’absence d’une 
période d’adaptation, nos résultats suggèreraient donc, au moment de l’échantillonnage, la 
présence dans le Jauron de microorganismes susceptibles d’être impliqués dans la 
dégradation de ce polluant. 
 
  D.II.3.2.b. Contexte environnemental 
L’évolution des paramètres physico-chimiques mesurés est illustrée dans la Figure D-
20. Tous ces paramètres suivent une évolution similaire dans les deux types de microcosmes 
et aucune différence significative n’est enregistrée sur l’ensemble du suivi entre les témoins et 
les contaminés. Le pH initial de 8,4 augmente dans les trois premiers jours avant de se 
stabiliser entre 8,5 et 8,7 après J7 (Fig. D-20A). Le pourcentage de saturation en oxygène, très 
élevé pendant les trois premiers jours (110-180%), se stabilise entre 70% et 90% lors des deux 
dernières semaines (Fig. D-20B). Les teneurs en nitrates sont relativement constantes dans 
tous les microcosmes et restent proches de 6 mg N l-1 sur l’ensemble du suivi (Fig. D-20C). 
Les concentrations en nitrites (Fig. D-20D) chutent dans les trois premiers jours  (0,03 ± 0,02 
mg N l-1 à J3) puis se stabilisent à un niveau proche de la valeur initiale (0,11 mg N l-1) dès le 
Figure D-19 : Cinétique du diuron dans les deux microcosmes contaminés, D1 (●) et D2 (▲), 
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septième jour. Les teneurs en ammonium varient fortement entre tous les microcosmes 
indépendamment de la présence de diuron, mais ont tendance à augmenter durant la 2ème 
semaine (0,07 – 0,15  mg N l-1) alors qu’elles sont proches du seuil de détection (0,01) en 
début et en fin d’expérience (Fig. D-20E). Les concentrations en orthophosphates sont de 
l’ordre de 0,05 mg P l-1 (Fig. D-20F) en début d’expérience et fluctuent fortement 
indépendamment de la présence de diuron. Aussi, deux périodes semblent se dessiner. 
Pendant la 1ère semaine, les valeurs restent faibles et sont inférieures au seuil de détection 
(0,01 mg P l-1) à J10 puis augmentent significativement lors des deux dernières semaines (0,05 
– 0,21 mg P l-1).  
 







































































































Figure D-20 : Evolution moyenne (et écarts-types) du pH (A), du pourcentage de saturation en 
oxygène (B) et des concentrations (mg l-1) en N-NO3- (C), N-NO2- (D), N-NH4+ (E) et P-PO43-  (F) dans 
les microcosmes témoins (○) et contaminés (■).
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La valeur initiale du pH (8,4) ainsi que les concentrations en composés azotés (5,57 mg N-
NO3 l-1 ; 0,11 mg N-NO2 l-1 ; 0,09 mg N-NH4 l-1) sont comparables à celles enregistrées en 
2004 (pH 8,3 ; 4,15 mg N-NO3 l-1 ; 0,13 mg N-NO2 l-1 ; 0,079 mg N-NH4 l-1). Ces 
paramètres suivent une évolution similaire dans les deux expériences.  
Le pourcentage en oxygène dissous, bien que plus élevé dans cette expérience, traduit, 
comme en 2004, une oxygénation convenable du système (saturation >70%). 
Les principales différences entre les deux années sont attribuées aux teneurs en 
orthophosphates, deux fois plus faibles en 2003 (0,054 mg P l-1) qu’en 2004 (0,113 mg P l-1) 
et à la température (6°C de moins en 2003).  
 
D.II.3.2.c. Réponse de la communauté algale à la présence de 
diuron 
 En 2003, malgré une disponibilité en orthophosphates (54 µg l-1) deux fois moins élevée 
qu’en 2004 et une eau plus froide (8°C vs 14°C), la concentration en chlorophylle a (24 µg l-1, 
Fig. D-21A) et la densité algale (2600 cell. ml-1, Fig. D-21B)  initiales sont respectivement 
trois et cinq fois plus importantes que dans l’expérience décrite précédemment. Ces niveaux 
de biomasse et d’abondance algale sont plus en adéquation avec les conditions nutritives 
régnantes (Dodds et al., 1998 ; Liu & Leff, 2002 ; Dorigo et al., 2004). La teneur élevée en 
oxygène enregistrée en début d’expérience (140%) suggère également une forte activité 
photosynthétique traduisant un état physiologique satisfaisant de la communauté algale. Ces 
résultats semblent donc soutenir l’hypothèse émise lors de la précédente étude, à savoir 
l’existence d’un état physiologique initial déficient des microorganismes autotrophes.   
 Au début de l’expérience, trois genres seulement sont représentés au sein de la 
communauté algale, à savoir les genres  Navicula, Nitzschia et Gomphonema (Fig. D-22). Le 
niveau de diversité est donc plus faible qu’en 2004, où six genres étaient initialement 
recensés. Il est intéressant de noter que les trois genres initialement présents dans cette 
expérience correspondent à ceux qui résistaient à la présence de diuron en 2004 et 
composaient l’essentiel de la communauté algale en fin d’expérience, après 21 jours 
d’exposition à  ce polluant. 
 Compte tenu des propriétés initiales de la communauté algale, aucune phase de latence 
n’est observée en début d’expérience. Les concentrations en chlorophylle a, malgré de forte 
variations entre les microcosmes, augmentent progressivement du premier au dernier jour 
sans différence statistique entre les microcosmes témoins et contaminés (Fig. D-21A). Cette 
augmentation progressive de la biomasse algale dans les microcosmes contaminés pourrait 
éventuellement expliquer en partie la diminution de la concentration en diuron qui peut se 
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retrouver piégé suite à son adsorption sur ces organismes autotrophes (Peterson et al., 1997). 
Cependant, l’absence de désorption durant le suivi semble donner peu de crédit à cette 
hypothèse et tendrait plus vers l’hypothèse d’une biodégradation de la molécule. 
 
 L’augmentation de la biomasse algale est moins importante que celle enregistrée en 2004 
après six jours en absence de diuron. Cette différence d’intensité s’explique probablement par 
les conditions abiotiques décrites précédemment (température et teneurs en orthophosphates 
plus faibles), moins favorables à l’apparition d’un bloom algal.  
  
 Malgré une augmentation régulière de la biomasse, la densité algale est caractérisée par 
deux périodes distinctes, et ce dans les deux contextes (Fig. D-21B). Pendant les trois 
premiers jours, une baisse de l’abondance (densité cellulaire divisée par trois environ), 
probablement induite par le confinement (« bottle effect » ; Bérard et al., 1999a), est 
enregistrée dans tous les microcosmes. Elle conduit à une diminution des concentrations en 
oxygène (Fig. D-20B). Au-delà du troisième jour, la densité algale augmente 
significativement pour atteindre des valeurs maximales la dernière semaine. Cette reprise 
démographique s’accompagne d’une forte consommation en phosphore inorganique à la fin 
de la première semaine (Fig. D-20F).  
 Une légère différence entre les deux contextes (non soutenue par l’analyse statistique) est 
toutefois observée au 14ème jour, où le nombre de cellules est environ deux fois plus important 
en absence de diuron. Il est envisageable que cette différence soit due à la présence de 
l’herbicide. Cependant, cette hypothèse semble peu probable compte tenu du délai 
d’apparition des effets et du caractère très transitoire de cette différence. 
   
Figure D-21 : Evolution moyenne (et écarts-types) des concentrations (µg l-1) en chlorophylle a 
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 L’évolution des densités des Navicula (Fig. D-22A), genre majoritaire dans les deux types 
de microcosmes (53% à 78%), et des Nitzschia  (Fig. D-22B) suivent globalement celle de la 
densité totale. Après une forte décroissance pendant la première semaine, l’abondance des 
Gomphonema augmente de manière très prononcée jusqu’à la fin du suivi, quelque soit le 
contexte. Le développement des espèces appartenant à ces trois genres suggère donc la 
présence d’organismes indifférents ou particulièrement résistants face à l’effet toxique du 
diuron. Il est envisageable que l’absence d’effet s’explique par une exposition préalable à 
cette molécule ou à des herbicides présentant des propriétés chimiques comparables (notion 
de PICT ; Bérard et al., 2002 ; Seguin et al., 2002 ; Dorigo et al., 2004). La faible diversité 
taxonomique (3 genres recensés contre 6 en 2004 où la densité était pourtant quatre fois plus 
faible) observée dès le début de l’expérience semble corroborer cette hypothèse. En effet, 
plusieurs auteurs ont souligné l’effet des herbicides sur la richesse spécifique des organismes 
autotrophes suite à la sélection des espèces plus résistantes au détriment des plus sensibles 
(Dahl & Blanck, 1996 ; Pérès et al., 1996 ; DeLorenzo et al., 1999).  
 
Comparaison des effets du diuron sur la communauté algale entre les deux expériences  
Contrairement aux résultats observés en 2004, la biomasse algale augmente régulièrement 
en présence de diuron. Malgré une chute démographique lors des trois premiers jours, les 
densités algales sont également stimulées dans tous les microcosmes et aucun effet du 
diuron n’est perceptible sur la structure de la communauté. L’herbicide n’affecte donc pas 
significativement le compartiment autotrophe.  
Deux hypothèses majeures peuvent expliquer cette différence de réponse des 
microorganismes photosynthétiques à la présence de diuron entre les deux expériences : 
(1)  en 2003, la communauté algale semble présenter un état initial 
physiologique plus satisfaisant qu’en 2004,  ce qui lui confère une plus grande 





























































1 )A B C
Figure D-22 : Evolution moyenne (et écarts-types) de l’abondance (cell. ml-1) des espèces 
appartenant aux genres Navicula (A), Nitzschia (B) et Gomphonema (C) dans les microcosmes 
témoins (○) et contaminés (■). 
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 et/ou  (2)  en 2003, la communauté algale, moins diversifiée, est composée 
exclusivement d’espèces qui paraissent particulièrement résistantes au diuron. 
 
 D.II.3.2.d. Réponse de la communauté bactérienne à la présence de 
diuron 
 La production bactérienne initialement proche de 1,1.104 cell. ml-1 h-1 est fortement 
stimulée dès la mise en place expérimentale (multiplication par 7 pendant les premières 24 
heures), et ce dans tous les microcosmes (Fig. D-23A). Cette stimulation est récurrente dans 
nos études en microcosmes et résulte certainement du confinement des ressources. Après trois 
jours, le niveau de production diminue puis se stabilise autour 5.104 cell. ml-1 h-1 lors des deux 
dernières semaines. Cette évolution est identique dans les deux types de microcosmes et est 
donc indépendante de la présence de diuron. Contrairement aux résultats obtenus en 2004, où 
le développement algal enregistré après six jours dans les témoins stimulait fortement le 
compartiment bactérien, l’évolution de la production hétérotrophe n’est pas, ici, 
significativement corrélée à celle du compartiment autotrophe. 
 La densité bactérienne initiale est de l’ordre de 1,3.107 cell. ml-1 (Fig. D-23B). Après une 
légère augmentation pendant 24 heures, parallèle à celle de la production, le nombre de 
bactéries diminue dans les deux contextes jusqu’à J7 et se stabilise entre 1,9.106 cell. ml-1 et 
3,2.106 cell. ml-1 sans différence significative entre les microcosmes témoins et contaminés. 
 D’un point de vue quantitatif, la présence du diuron n’engendre donc aucun impact 
significatif sur le compartiment bactérien. Comme DeLorenzo et al. (1999), nous avons 
montré précédemment que lorsqu’il avait lieu, cet impact découlait majoritairement d’effets 
indirects suite à l’altération des organismes autotrophes. Dans l’expérience présente, compte 
tenu des effets limités du diuron sur la communauté algale, il n’est donc pas étonnant de ne 
pas observer de conséquence sur la densité et la production hétérotrophe bactérienne. Le lien 
Figure D-23 : Evolution moyenne (et écarts-types) de la production bactérienne hétérotrophe 
(104 cell. ml-1 h-1 ) (A), de la densité bactérienne (106 cell. ml-1 ) (B) et du pourcentage de bactéries 
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entre ces deux communautés via le carbone organique dissous n’a pas pu être établi suite à 
une contamination des échantillons destinés à l’analyse de ce paramètre. 
 
 La proportion initiale de cellules CTC-positives, proche de 10%, est cinq fois plus 
importante que celle observée en 2004 et suggère une fraction de bactéries actives importante 
(Fig. D-23C). Durant toute l’expérience, la proportion de cette fraction cellulaire est environ 
2 fois plus élevée en absence de diuron. D’après l’analyse par ANOVA, cette différence est 
statistiquement significative sur l’ensemble de l’expérience (p<0,05). La fraction de bactéries 
CTC-positives semble donc être affectée suite à l’exposition au diuron. Cette fraction 
regroupant les bactéries présentant l’activité respiratoire la plus importante au sein de la 
communauté (Nielsen et al., 2003 ; Sherr et al., 1999), il est donc envisageable que l’activité 
soit directement inhibée par la présence de diuron. Cette inhibition, enregistrée dès le début de 
l’expérience, a déjà été mise en évidence dans le sol (Prado & Airoldi, 2002) mais, à notre 
connaissance, il n’existe aucune donnée relative aux milieux aquatiques dulcicoles.   
 Les effets du diuron sur la communauté bactérienne ont également été appréciés d’un 
point de vue structural. Les sondes utilisées pour l’hybridation in situ permettent de cibler une 
proportion totale de bactéries (28% à 51% ; Fig. D-24) comparable à celle calculée en 2004 
(28% à 57%).  
 L’évolution de l’abondance relative des bactéries appartenant aux quatre groupes ciblés ne 
fait pas apparaître ici non plus de différence entre les microcosmes témoins et contaminés. 
Les fluctuations enregistrées au sein des subdivisions α (9-19% ; Fig. D-24A), γ (6-11% ; 
Figure D-24 : Evolution moyenne (et écarts-types) du pourcentage de bactéries appartenant aux 
principaux groupes phylogénétiques ciblés par la méthode FISH à partir des sondes ALF1b (A), 

























































 Chapitre D : Etudes en microcosmes 
 150
Fig. D-24B) et β (8-18% ; Fig. D-24C) des Protéobactéries et du groupe des Cytophaga-
Flavobacterium (3-14% ; Fig. D-24D) sont donc indépendantes de la présence de diuron. 
Le gel obtenu par TTGE met également en évidence des profils similaires qui traduisent 
une stabilité importante de la diversité à partir du 3ème jour dans tous les microcosmes (Fig. D-
25). Malgré un pouvoir plus résolutif, l’analyse de la diversité bactérienne par TTGE ne décrit 
pas non plus de différence significative entre les communautés soumises ou non à la présence 













L’impact du diuron perçu sur la fraction bactérienne la plus active (bactéries CTC-
positives) ne semble donc pas être lié à des modifications importantes au niveau de la 
structure taxonomique de la communauté. Les techniques d’empreinte génétique sur gel en 
conditions dénaturantes permettant de détecter les espèces qui représentent au moins 1% de la 
communauté totale (Muyzer et al., 1993 ; Murray et al., 1996), le diuron ne présente donc pas 
une toxicité suffisante sur les espèces bactériennes majoritaires pour entraîner la disparition 
de bandes. Une nouvelle fois, cette observation suggère la présence, dès le début de l’étude, 
de bactéries particulièrement bien adaptées à la présence de cet herbicide et peut expliquer en 
partie le court délai d’adaptation observé avant la biodégradation du diuron.  
L’absence d’effet notable du diuron sur la structure de la communauté algale qui peut 
conditionner fortement la diversité bactérienne (Van Hannen et al., 1999 ; Pinhassi et al., 
2004), est également un facteur important pouvant expliquer la forte similitude entre les 
profils de diversité obtenus en présence ou non de diuron. 
 
Figure D-25 : Evolution des profils obtenus par TTGE dans les microcosmes témoins (T) et 
contaminés (D) entre J0 et J24. 
J0          J3            J7           J10          J14         J24 
T D      T D      T D    T D     T D
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 L’absence de différence marquée entre ces profils ne nous a pas permis de définir, dans 
cette expérience, de bandes dites « d’intérêt ». Toutefois, la confrontation des gels obtenus au 
cours des deux expériences nous a révélé des similitudes entre les profils de diversité 
observés. Dans cette expérience, nous avons ainsi remarqué des bandes présentant les mêmes 
distances de migration que certaines bandes séquencées en 2004, à savoir les bandes U2, D4, 
D5 et U5 (Fig. D-26). Compte tenu des phénomènes de co-migration, décrits précédemment  
(voir chapitre D.II.2.2.i.), les espèces représentées par ces bandes ne sont peut-être pas 
identiques à celles identifiées en 2004. Afin de vérifier si les bandes correspondent à des 
espèces identiques au cours des deux années, elles ont été excisées dans le but de comparer les 
















 Les fragments d’ADN ont été purifiés et clonés suivant le même protocole qu’en 2004. 
Pour chaque bande, 4 à 7 séquences ont été obtenues et insérées dans l’arbre phylogénétique 
construit précédemment à l’aide du logiciel ARB.  
 Pour les bandes D5 et U5, respectivement 3 clones (sur 4) et 6 clones (sur 7) sont très 
proches des séquences rencontrées en 2004 (Fig. D-27). Comme nous l’avons déjà souligné, 
nos résultats confirment qu’une même bande peut correspondre à plusieurs espèces. C’est le 
cas par exemple pour la bande U5. En effet, un des sept clones isolés à partir de cette bande se 
trouve, comme les six autres, affilié à l’ordre des Actinomycetales mais se distingue par sa 
proximité avec les bactéries du genre Nocardioides. 
 
     J10          J14         J24 
   T D    T D     T D
     J14       






Figure D-26 : Localisation des bandes communes aux deux expériences (2003 et 2004). 
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 Les quatre clones issus de la bande D4, qui présentent des variations importantes entre 
eux, sont regroupés au sein de la famille des Pseudomonadaceae (γ-Proteobacteria) et sont 
très différents des clones obtenus en 2004, affiliés au phylum des Verrucomicrobia (Fig. D-
16, clones codés JAURON-D4). Enfin, comme en 2004, les clones U2 sont identifiés comme 
des séquences du gène de l’ARNr 16S de chloroplastes. Toutefois une distance importante est 
observée sur l’arbre phylogénétique entre les séquences obtenues au cours des deux années. 
 
 Sur les quatre bandes choisies, deux représentent effectivement des organismes qui 
peuvent être considérés comme identiques à ceux rencontrés en 2004 : la bande U5 
(Actinobacteria – Actinomycetales) et la bande D5 (γ-Proteobacteria – Pseudomonadaceae – 
Cellvibrio). Comme en 2004, la bande U5 présente une intensité importante dès le début de 
l’expérience et se maintient sur l’ensemble du suivi. L’espèce de l’ordre des Actinomycetales 
qui lui est associée semble être prédominante dans l’écosystème puisqu’elle est bien 
représentée dans la rivière au cours des deux années successives. En 2004, la bactérie du 
Figure D-27: Positionnement dans l’arbre phylogénétique des différents clones issus des bandes 
excisées en 2003 (préfixe 2003) et comparaison avec les résultats obtenus en 2004 (préfixe 
JAURON)
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genre Cellvibrio, associée à la bande D5, devenait abondante à partir du troisième jour et 
semblait être favorisée par la présence de diuron. En 2003, cette bande devient visible à partir 
de J7 et présente une intensité similaire dans les deux types de microcosmes. Dans l’étude 
précédente, sa disparition (ou son caractère minoritaire) dans les microcosmes témoins était 
donc liée vraisemblablement à un développement d’espèces favorisées par l’apparition du 
bloom algal et devenant alors majoritaires. Le développement de cette espèce, observé 
pendant la première semaine au cours des deux années successives, semble traduire un 
caractère opportuniste en rapport avec le confinement engendré par le dispositif expérimental. 
Comme en 2004, la bande U2 regroupe également des fragments correspondant à des 
séquences d’origine chloroplastique qui sont présents dès le début de l’expérience, du fait 
certainement de la forte densité algale dans la rivière lors du prélèvement initial.  
 L’existence d’espèces pérennes qui sont présentes au cours des deux années successives 
traduit une stabilité notable au sein de la communauté bactérienne. Cette stabilité peut être 
masquée par l’analyse TTGE car certaines espèces sont parfois faiblement représentées dans 
la rivière et ne sont pas détectables à l’aide de cette méthode. C’est le cas notamment de la 
bande D5, absente initialement au cours des deux années et qui devient visible au cours de la 
première semaine. 
Synthèse des résultats 
Cette deuxième étude expérimentale visant à apprécier les effets du diuron sur des 
communautés microbiennes prélevées à la même période de l’année (printemps) a révélé 
des résultats  très différents de ceux obtenus en 2004.  
En effet, la productivité microbienne initiale étant très supérieure à celle enregistrée  
précédemment et la composition taxonomique algale très différente, le diuron n’engendre 
aucune inhibition sur les microorganismes autotrophes. Aucune différence n’est ainsi 
perçue entre les microcosmes traités et les témoins, ni au niveau des concentrations en 
chlorophylle a qui augmentent progressivement au cours du suivi, ni au niveau de la 
structure de la communauté algale composée uniquement de trois genres dominants 
(Navicula, Nitzschia et Gomphonema), qui se maintiennent ou se développent, 
indifféremment à la présence de diuron.  
L’absence d’effet direct important sur le compartiment algal limite donc l’impact 
indirect du diuron sur les microorganismes hétérotrophes. Seule une fraction bactérienne, 
vraisemblablement la plus active, semble être affectée négativement par la présence du 
diuron (diminution du pourcentage de cellules CTC-positives). Aucune différence 
significative n’est enregistrée au niveau de la production, de la densité et de la diversité 
appréciée par les méthodes FISH et TTGE.   
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D.II.4. Effets du diuron sur les communautés microbiennes en milieu lotique.  
Hypothèses émises à l’issue des études expérimentales 
 Nous avons cherché à appréhender les effets du diuron sur les communautés microbiennes 
du Jauron à partir de deux études en microcosmes menées à un an d’intervalle environ (mars-
avril 2003 et mai 2004). Les résultats obtenus diffèrent fortement d’une année sur l’autre 
malgré un protocole expérimental identique. En 2003, les effets du diuron sont ainsi très 
limités alors que la présence de l’herbicide engendre en 2004 une inhibition importante de 
l’activité microbienne autotrophe et hétérotrophe.   
 La réponse des microorganismes face à l’exposition à un polluant dépend de nombreux 
facteurs abiotiques tels que les ressources nutritives (Barreiro Lozano & Pratt, 1994 ; Pratt & 
Barreiro, 1998 ; DeLorenzo et al., 2001), la température (Bérard et al., 1999b) ou la 
luminosité (Guash & Sabater, 1998). Dans nos deux expériences, les communautés 
microbiennes ont été placées dans les mêmes conditions de luminosité et d’agitation. Les 
conditions abiotiques initiales mesurées sont relativement similaires, les seules variations 
sensibles étant enregistrées au niveau des concentrations en orthophosphates et de la 
température choisie. Ces paramètres influencent fortement le niveau de sensibilité du 
phytoplancton face aux herbicides. Une température plus élevée et une meilleure disponibilité 
en phosphates augmentent ainsi généralement les capacités de résistance des organismes 
(Bérard et al., 1999b ; Pratt & Barreiro, 1998).  Ces résultats sont en contradiction avec nos 
observations. Les différences très nettes observées au niveau des effets du diuron ne peuvent 
donc pas être majoritairement imputables aux caractéristiques physico-chimiques du milieu. 
 Les paramètres biologiques mesurés lors de la mise en place des microcosmes ont mis en 
évidence des variations importantes entre les deux expériences, spécialement au niveau de la 
communauté autotrophe, directement exposée à la toxicité de l’herbicide. Les effets du diuron 
ont donc été appréhendés sur des communautés algales différentes, tant d’un point de vue 
taxonomique que physiologique.  
 (1) Une de ces communautés (2004) est caractérisée par une faible biomasse et une 
densité cellulaire limitée suggérant un état initial relativement déficient, potentiellement 
attribuable à une exposition à un facteur de stress dans la rivière. Après six jours de 
récupération en absence de polluant, cette communauté est susceptible de reprendre une 
activité photosynthétique entraînant un bloom algal. Les effets du diuron sur une telle 
communauté ne sont perceptibles qu’après un délai d’une semaine et se résument à 
contraindre directement la reprise du développement des microorganismes autotrophes et à 
engendrer indirectement une forte inhibition de l’activité bactérienne hétérotrophe. La 
présence de diuron induit également une sélection au sein de cette communauté algale, 
 Chapitre D : Etudes en microcosmes 
 155
initialement composée de six genres principaux, en empêchant le maintien ou le 
développement d’espèces « plus sensibles » appartenant aux genres Cyclotella, Asterionnella 
et Oocystis et en favorisant le développement de celles appartenant aux genres, Navicula, 
Nitzschia, Gomphonema et Scenedesmus. La diversité bactérienne est également affectée par 
la présence du diuron. Quelques espèces bactériennes, dont certaines appartiennent au phylum 
des Verrucomicrobia et à la subdivision γ-Proteobacteria, semblent ainsi être favorisées par 
la présence du diuron.   
 (2) L’autre communauté autotrophe (2003) présente, dès la mise en place expérimentale, 
une biomasse élevée et un nombre important de cellules. D’après ces observations et celles 
obtenues lors de l’étude menée in situ dans le Jauron (voir chapitre C.II.1.3.), il est 
fortement envisageable qu’elle soit, lors du prélèvement initial, en pleine phase de bloom 
printanier. Les organismes autotrophes se trouvent donc vraisemblablement dans un état 
physiologique satisfaisant. La croissance de la communauté algale, composée initialement de 
seulement trois genres principaux (Navicula, Nitzschia et Gomphonema), se poursuit au cours 
de l’expérience en présence ou non du diuron. L’herbicide ne présente donc aucun effet direct 
notable sur la productivité et la structure de la communauté autotrophe. Cela limite les effets 
indirects sur le compartiment hétérotrophe et seules les cellules bactériennes les plus actives 
semblent être affectées par la présence de diuron, sans entraîner de modification majeure au 
niveau de la diversité. La diminution des concentrations en diuron observée dès les premiers 
jours pourrait être due à l’activation de processus de biodégradation, suggérant ainsi la 
présence initiale d’espèces bactériennes « prédisposées » à intervenir dans ces mécanismes.  
 
 Ces résultats soulignent donc le rôle primordial des caractéristiques biologiques des 
communautés dans leur réponse à une exposition aux polluants. Plusieurs paramètres peuvent 
expliquer la résistance plus marquée de la communauté échantillonnée en 2003. 
 L’état physiologique initial de la communauté autotrophe conditionne fortement sa 
sensibilité aux polluants (DeLorenzo et al., 2004). La communauté algale la plus résistante a 
vraisemblablement été prélevée en période de bloom durant laquelle son état physiologique 
est optimal (Madariaga, 2002) et où les organismes peuvent présenter des capacités 
individuelles de résistance élevée face à un stress telle qu’une exposition à un herbicide.  
   
 La structure initiale de la communauté influe également fortement sur sa réponse face à un 
polluant (Bérard et al., 1999a ; Dorigo et al., 2004).  La communauté peu sensible au diuron 
est constituée, dès la mise en place expérimentale, de trois des genres qui semblent être parmi 
les plus résistants à cette molécule (Navicula, Nitzschia, Gomphonema). La méthode de 
prélèvement des organismes périphytiques, collectés sur des substrats artificiels en 2003 et sur 
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des substrats naturels en 2004, peut éventuellement expliquer en partie les différences 
observées au niveau de la composition taxonomique de la communauté algale. Dans la 
littérature, les points de vue concernant la représentativité des substrats artificiels par rapport 
aux substrats naturels divergent parfois (Lavoie et al., 2004) mais plusieurs auteurs 
considèrent que les substrats en verre reflètent le mieux les conditions naturelles (voir pour 
revue Aloi, 1990 ; Danilov & Ekelund, 2001).  
 Dans la rivière, la composition taxonomique est conditionnée par un ensemble de 
paramètres biotiques et abiotiques (Guasch et al., 1998). Cet « historique » des communautés 
dans le milieu naturel, notamment en terme d’exposition aux polluants, joue également un 
rôle déterminant dans leur niveau de sensibilité face à ces molécules. En 2004, Dorigo et al. 
ont ainsi démontré que la réponse de communautés algales lotiques, planctoniques et 
périphytiques, face à des expositions aiguës en atrazine et en isoproturon, reflétait les 
évènements de pollutions auxquels elles avaient été précédemment soumises dans le milieu 
naturel (notion de PICT). Ce phénomène a été vérifié avec le diuron sur des communautés 
périphytiques marines (Molander & Blanck,1992).  










 La réaction des communautés microbiennes en 2003 (résistance des organismes 
autotrophes, mise en place rapide de mécanismes de dégradation de la molécule) évoque une 
possible exposition au diuron ou à un xénobiotique aux propriétés chimiques proches, dans le 
milieu naturel, avant le début de l’expérience.  
 D’après les analyses effectuées dans le Jauron, les dernières traces de diuron ont été 
détectées environ cinq mois avant le prélèvement initial, aux stations JAU2 et JAU4 (Tableau 
D-6A). Toutefois, la fréquence d’échantillonnage (1 mois) a pu masquer l’existence 
Tableau D-6 : Détection d’herbicides de la famille des phénylurées dans le Jauron au cours des 
six mois précédant les études expérimentales de 2003 (A) et 2004 (B). (données Phyt’eauvergne) 
Date Molécule Concentration (µg l-1) Station
14/10/2002 Diuron 0,053 JAU2
14/10/2002 Diuron 0,055 JAU4
09/12/2002 Chlortoluron 0,033 JAU1
09/12/2002 Chlortoluron 0,029 JAU2
09/12/2002 Chlortoluron 0,039 JAU4
09/12/2002 Chlortoluron 0,051 JAU5
24/03/2003 Linuron 0,070 JAU4
24/03/2003 Linuron 0,050 JAU1
Date Molécule Concentration (µg l-1) Station
17/11/2003 Chlortoluron 0,291 JAU3
17/11/2003 Linuron 0,075 JAU1
17/11/2003 Monolinuron 0,442 JAU3
10/05/2004 Linuron 0,064 JAU4
A 
B 
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d’évènements de pollution au diuron même si le transfert de cette molécule dans la rivière 
avant le début du printemps semble peu probable compte tenu des périodes de son utilisation. 
 En revanche, la présence de linuron a été détectée dans l’eau utilisée pour constituer les 
microcosmes (Tableau D-6A). Cet herbicide appartient aussi à la famille des phénylurées et 
présente une formule chimique (Fig.D-28) et un mode d’action comparables au diuron 
(Tomlin, 1994). L’exposition des microorganismes à cette molécule dans le Jauron laisse 








D.III. Caractérisation des effets du glyphosate 
 
 D.III.1. Introduction  
 Même s’il ne fait pas partie de la liste des substances définies comme prioritaires par la 
Directive Européenne concernant les milieux aquatiques, le glyphosate est actuellement un 
des polluants majeurs des eaux de surface (IFEN, 2004 ; Skark et al., 2004 ; Battaglin et al., 
2005 ; Kolpin et al., 2006). Dans le Jauron, il est généralement détecté dès le printemps et  
jusqu’à la fin de l’automne de façon plus ou moins régulière (voir chapitre C). Nous avons 
vu précédemment que la réponse des communautés microbiennes face aux herbicides peut 
Linuron : N’-(3,4-dichlorophényl)-N-methoxy-N-methylurea
OCH3
Figure D-28 : Structure du linuron. 
Conclusion : 
L’ensemble de nos résultats montre donc que le diuron peut présenter, à une 
concentration réaliste (10 µg l-1), un potentiel toxique important sur les communautés 
microbiennes du Jauron. Toutefois la gravité de l’impact, très variable, est fonction des 
caractéristiques environnementales (biotiques et abiotiques) de la rivière avant et au 
moment de la contamination.  Cela souligne qu’il est très difficile de généraliser les effets 
des pesticides et que les études écotoxicologiques doivent prendre en compte un grand 
nombre de paramètres pour appréhender correctement la réponse des communautés 
microbiennes face à un polluant, à l’échelle de l’écosystème.   
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varier fortement selon leurs caractéristiques initiales. Pour appréhender les effets du 
glyphosate sur les communautés algales et bactériennes, nous avons donc mis en place trois 
expériences en microcosmes : deux effectuées à partir de communautés prélevées au 
printemps à un an d’intervalle afin de comparer leur réponse dans des conditions 
environnementales assez proches, et une troisième réalisée en période estivale pour apprécier 
l’importance des variations saisonnières, notamment au niveau des conditions climatiques et 
nutritives. 
   
 D.III.2. Conditions expérimentales 
 Pour chacune des trois études, les conditions expérimentales utilisées sont décrites dans le 
Tableau D-7.  
   
 
 D.III.3. Résultats  
  D.III.3.1. Evolution des concentrations en glyphosate 
 Les concentrations en glyphosate mesurées lors de la mise en place des expériences 
printanières sont proches de la valeur initiale théorique de 10 µg l-1 introduite dans les 
microcosmes (Fig. D-29A et D-29B). Suivant l’année considérée, elles évoluent 
différemment au cours du suivi.  
 Ainsi, en 2003 (Fig. D-29A), les concentrations diminuent de 65% pendant la première 
semaine. Une augmentation est ensuite enregistrée au cours des 14 derniers jours et les 
valeurs finales obtenues sont proches de 8 µg l-1. A l’opposé, en 2004 (Fig. D-29B), les 
concentrations restent stables et proches de la valeur initiale pendant six jours avant de 
diminuer jusqu’à la fin de l’expérience où elles sont comprises entre 5,4 et 7,0 µg l-1 dans les 
trois microcosmes contaminés (diminution d’environ 40%). 
 Lors de l’expérience estivale, la concentration initiale moyenne en glyphosate mesurée est 
de 7,63 µg l-1 (Fig. D-29C). Les concentrations maximales sont enregistrées à J3, puis les 
teneurs en glyphosate diminuent rapidement. Elles sont alors proches de 6,3 µg l-1 à J10 et 
deviennent inférieures au seuil de détection (3,5 µg l-1) jusqu’à la fin du suivi. 
24 mars - 17 avril 2003 13 avril - 4 mai 2004 17 août - 7 septembre 2004
réplicats 2 3 3
température 8°C 9°C 14°C
photopériode 12h/12h (7h-19h) 12h/12h (7h-19h) 13h/11h (7h-20h)
échantillonnage jours 0, 1, 3, 7, 10, 14, 24 jours 0, 1, 3, 6, 9, 14, 21 jours 0, 1, 3, 6, 10, 14, 21
Tableau D-7 : Conditions expérimentales utilisées pour apprécier les effets du glyphosate sur les 
communautés microbiennes prélevées en mars 2003, avril 2004 et août 2004.  
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La cinétique du glyphosate varie donc fortement entre les trois expériences. Les 
communautés printanières sont ainsi exposées à une contamination chronique en 
glyphosate  globalement supérieure à 6 µg l-1, pendant toute la durée du suivi.  
A l’inverse, en été, les teneurs enregistrées lors de la dernière semaine sont très faibles et 
inférieures au seuil de détection.  
 
 D.III.3.2. Evolution du  contexte physico-chimique 
 L’évolution des différents paramètres physico-chimiques mesurés, illustrée sur la Figure 
D-30, ne fait apparaître aucune différence significative entre les microcosmes témoins et 
traités au cours des trois expériences. 
 Les valeurs initiales obtenues lors de l’échantillonnage printanier effectué au cours des 
deux années successives (Fig. D-30A et D-30B) reflètent un contexte environnemental  
similaire, caractérisé par un pH de l’ordre de 8,4 et des teneurs en azote inorganique et en 
orthophosphates respectivement proches de 6 mg N l-1 et 50 µg P l-1. Ces teneurs restent 
relativement stables sur toute la durée des deux expériences et suggèrent une utilisation et/ou 
un relargage d’azote ou de phosphore limités (ou équilibrés). 
 Au cours de l’été (Fig. D-30C), le milieu présente des caractéristiques beaucoup plus 
eutrophes, avec des concentrations en nitrates supérieures à 11 mg N l-1 et une disponibilité en 
orthophosphates proche de 350 µg P l-1. L’évolution de ce dernier paramètre traduit une 
utilisation importante de phosphates pendant les trois premiers jours puis un relargage 
progressif jusqu’à la fin de l’expérience. Au niveau de l’azote, les nitrates, largement 
majoritaires, sont assimilés pendant les six premiers jours (diminution de l’ordre de 50%). 
L’azote est ensuite relargué sous forme d’ammonium (environ 0,5 mg N l-1 à J3 et J6) puis 
transformé en nitrites (0,6 mg N l-1 à J10 ) selon le cycle de l’azote classique. L’oxydation des 
nitrites engendre alors une hausse des teneurs en nitrates (proches de la valeur initiale à J10), 
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Figure D-29 : Evolution moyenne (et écarts-types) de la concentration en glyphosate (µg l-1) lors 
des études menées en mars 2003 (A), avril 2004 (B) et août 2004 (C). (s.d. = seuil de détection) 
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Figure D-30 : Evolution moyenne (et écarts-types) du pH (1), du pourcentage de saturation en 
oxygène (2), des concentrations (mg l-1) en N- NO3 (3), N-NO2 (4), N-NH4 (5) et P-PO4 (6) lors des 
études menées en mars 2003 (A), avril 2004 (B) et août 2004 (C) dans les microcosmes témoins 
(○) et contaminés (■). 
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 Les paramètres physico-chimiques mesurés traduisent deux situations printanières 
similaires et un contexte beaucoup plus eutrophe en été. Quels que soient le scénario 
observé et le paramètre considéré, aucune différence significative n’est enregistrée entre les 
microcosmes témoins et contaminés. L’ajout du glyphosate, à raison de 10 µg l-1, n’a donc 
pas de répercussion sur le contexte physico-chimique global.  
 
  D.III.3.3. Evolution de la biomasse algale 
 L’évolution des biomasses algales met en évidence trois situations différentes en fonction 
des expériences (Fig. D-31). Toutefois et quel que soit le cas considéré, les résultats ne font 
pas apparaître de différence majeure entre les microcosmes témoins et contaminés.  
 Dans les deux expériences printanières, les concentrations initiales en chlorophylle a sont 
élevées (environ 47 µg l-1 en 2003, Fig. D-31A) voire très élevées (87 µg l-1 en 2004, Fig. D-
31B). Dans le premier cas, on observe une légère et régulière augmentation de la biomasse, au 
cours du suivi (Fig. D-31A), alors qu’en 2004, une efflorescence importante est enregistrée à 
partir du troisième jour indépendamment de l’ajout du glyphosate. Les concentrations 
atteignent alors environ 400 µg l-1 à J14, et restent proches de 200 µg l-1  en fin d’expérience 
(Fig. D-31B).  
 Au cours de l’expérience menée en été 2004, l’évolution est différente car les 
concentrations initiales en chlorophylle a sont très faibles, inférieures à 10 µg l-1 (Fig. D-
31C). Un bloom d’une amplitude comparable à celui décrit précédemment est également 
observé dans tous les microcosmes. Malgré une température plus élevée et une disponibilité 
nutritive plus importante, il n’apparaît toutefois qu’après un délai d’environ une semaine et 
les valeurs restent relativement stables au cours de la dernière semaine du suivi.  
   
L’évolution des biomasses algales est très différente au cours des trois expériences. 
Cependant, dans tous les cas, le glyphosate (10 µg l-1) n’a pas d’effet significatif sur 
l’évolution quantitative de la communauté autotrophe. 
Figure D-31 : Evolution moyenne (et écarts-types) de la concentration en chlorophylle a (µg l-1) 
lors des études menées en mars 2003 (A), avril 2004 (B) et août 2004 (C) dans les microcosmes 
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  D.III.3.4. Structure initiale de la communauté algale 
 Pour tenter d’expliquer les différences observées au niveau de l’évolution des biomasses 
algales entre les trois expériences, nous avons comparé les densités et la structure des 
communautés algales lors de la mise en place des microcosmes (Fig. D-32). 
 
 Dans les deux expériences printanières (Fig. D-32A et D-32B), les densités algales 
initiales sont très comparables et élevées, comprises entre 2500 et 3000 cell. ml-1. Dans les 
deux cas, la communauté est composée uniquement de trois genres appartenant aux diatomées 
pennées (Navicula, Nitzschia et Gomphonema), avec une forte prédominance du genre 
Navicula. 
 En été (Fig. D-32C), la densité est proche de 850 cell. ml-1 et la communauté est 
composée de sept genres avec une prédominance marquée des diatomées pennées (71%).  
 
Le dénombrement des cellules et l’analyse taxonomique des communautés algales, 
effectuée à l’échelle du genre, mettent en évidence deux situations initiales printanières  
similaires, caractérisées par une densité cellulaire importante (proche de 3000 cell. ml-1) et 
une faible diversité (trois genres). Ces résultats ne peuvent donc pas expliquer les 
différences perçues au niveau de l’évolution de la biomasse lors des deux suivis.  
La communauté algale estivale présente, quant à elle, une densité cellulaire trois fois plus 
faible et une diversité plus élevée puisque sept genres sont recensés. 
 
  D.III.3.5. Evolution de la structure des communautés algales 
 Au cours de l’expérience printanière menée en 2003, l’évolution de la communauté algale 
dans les microcosmes contaminés au glyphosate est quasi-identique à celle observée dans les 
témoins (Fig. D-33). La composition de la communauté algale n’ayant pas été caractérisée en 
avril 2004, son évolution ne sera pas présentée ici. 
















Asterionella Cyclotella Gomphonema Navicula Nitzschia Oocystis Scenedesmus
A B C
Figure D-32 : Densités algales initiales (cell. ml-1) et structure de la communauté lors des études 
menées en mars 2003 (A), avril 2004 (B) et août 2004 (C).












  Dans l’expérience estivale, la structure de la communauté varie fortement entre les trois 
microcosmes non contaminés. Les évolutions sont donc détaillées pour chacun de ces 
microcosmes (T1, T2 et T3) sur la Figure D-34. Une différenciation nette de la composition 
taxonomique des communautés entre les trois microcosmes est observée trois jours après la 
mise en place expérimentale. La structure des communautés reste généralement conservée 
jusqu’à la fin du suivi. Ces fortes fluctuations inter-microcosmes, peu perceptibles au niveau 
de la chlorophylle a totale (Fig. D-31C), peuvent être le résultat d’une forte compétition entre 
les différents groupes taxonomiques en absence de polluant, lors de la mise en place des 
microcosmes.   
 En revanche, trois jours après l’introduction du glyphosate, la structure de la communauté, 
représentée par les genres Navicula, Nitzschia, Gomphonema et Scenedesmus, reste 
relativement conservée sur l’ensemble du suivi sans différence significative entre les trois 
microcosmes contaminés. Dès le début de l’expérience, les espèces appartenant aux genres  
Asterionella, Cyclotella et Oocystis disparaissent. Ce dernier genre, qui se maintient dans tous 
les microcosmes témoins, semble être le plus affecté par la présence du glyphosate qui influe 
donc fortement sur le développement algal en entraînant une sélection des espèces les mieux 
adaptées à cette contrainte environnementale. 
  
La présence de glyphosate n’engendre aucun effet perceptible sur la communauté algale 
printanière prélevée en 2003 ; les trois genres recensés (Navicula, Nitzschia et 
Gomphonema) évoluant de manière similaire dans les microcosmes témoins et contaminés.  
 
 
Figure D-33 : Evolution moyenne de la structure de la communauté algale lors de l’étude menée 
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En été, le polluant semble au contraire jouer un rôle important dans l’évolution structurelle 
de la communauté algale en empêchant notamment le maintien des espèces appartenant au 
genre Oocystis et en engendrant une forte sélection des espèces appartenant aux  genres 
Navicula, Nitzschia, Gomphonema et Scenedesmus. 
 
 
  D.III.3.6. Evolution de la production bactérienne hétérotrophe 
 Comme pour les biomasses algales, l’évolution de la production hétérotrophe n’est pas 
similaire dans les trois contextes expérimentaux et ne met en évidence aucune différence 
significative entre les microcosmes témoins et contaminés (Fig. D-35). Dans tous les cas, une 
stimulation de la production bactérienne, d’intensité et de durée variables, est enregistrée 
durant les premiers jours. Ce phénomène, qui est récurrent dans toutes nos études en 
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Figure D-34 : Evolution de la structure de la communauté algale lors de l’étude menée en août 
2004 dans les trois microcosmes témoins (T1, T2, T3) et, en moyenne, dans les microcosmes 
contaminés au glyphosate (G). 
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 Les résultats mettent clairement en évidence la corrélation entre les deux compartiments 
microbiens, autotrophe et hétérotrophe. Dans l’expérience menée en 2003 (Fig. D-35A), la 
production bactérienne reste, comme les concentrations en chlorophylle a, relativement 
modérée et constante sur l’ensemble du suivi. 
 Au cours des deux expériences menées en 2004 (Fig. D-35B et D-35C), l’apparition du 
bloom algal engendre, après un délai d’environ trois jours, une augmentation de la production 
bactérienne. Au printemps, l’augmentation de la production bactérienne est stoppée à la fin du 
bloom algal (J14), alors qu’elle se prolonge jusqu’à la fin de l’expérience en été. 
  
A l’exception de la stimulation bactérienne initiale, engendrée par le confinement des 
ressources, l’évolution de la production bactérienne hétérotrophe est corrélée à l’évolution 
de la biomasse algale et est indépendante de l’introduction du glyphosate.  
 
  D.III.3.7. Evolution de la diversité bactérienne 
 Pour appréhender les éventuels effets du glyphosate sur la communauté bactérienne sous 
un angle qualitatif, nous avons choisi d’analyser la diversité génétique directement par 
TTGE ; la méthode par hybridation in situ ne s’étant pas révélée suffisamment discriminante 
lors des premières expériences sur les effets du diuron. 
 L’analyse des profils de diversité obtenus lors des deux expériences menées au printemps 
ne révèle pas de différence notable entre les communautés des microcosmes témoins et 
contaminés au glyphosate. 
 Par opposition, l’évolution de la communauté estivale fait apparaître, en fin de suivi, des 
différences importantes entre les microcosmes témoins et contaminés (Fig. D-36). Six jours 
après la mise en place expérimentale, un remaniement important de la diversité est observé au 
sein de la communauté bactérienne, à la fois dans les microcosmes témoins et traités. Pendant 
les dix premiers jours, la diversité bactérienne est sensiblement identique entre les 
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Figure D-35 : Evolution moyenne (et écarts-types) de la production bactérienne hétérotrophe 
(104 cell. ml-1 h-1) lors des études menées en mars 2003 (A), avril 2004 (B) et août 2004 (C). 
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 Après le dixième jour qui marque le début d’une forte activité hétérotrophe (Fig. D-35C), 
la diversité des communautés bactériennes dans les microcosmes contaminés évolue 
différemment de celle observée dans les microcosmes témoins (similarité <75% à J14). En fin 
d’expérience, ces différences de diversité sont encore plus accentuées, le pourcentage de 
similarité entre les profils observés dans les témoins et ceux observés dans les traités étant 
inférieurs à 50%. 
 
L’étude de la diversité bactérienne par TTGE ne révèle pas d’effet significatif du glyphosate 
sur les communautés printanières. En revanche, en été 2004, la composition de la 
communauté bactérienne est modifiée après dix jours d’exposition au glyphosate. 
 
 
 D.III.4. Discussion 
  D.III.4.1. Influence des variations saisonnières sur la cinétique du glyphosate 
 Plusieurs facteurs biotiques et abiotiques semblent conditionner la cinétique du glyphosate 
dans les microcosmes.  
 
 
Figure D-36 : (A) Evolution des profils obtenus par TTGE dans les microcosmes témoins (T) et 
contaminés (G) entre J0 et J21 en août 2004 ; (B) dendrogramme calculé par la méthode DICE-
UPGMA à partir du profil TTGE d’après le critère présence/absence. 
* Le profil incorrect, correspondant aux microcosmes témoins à 3 jours n’a pas été considéré dans 
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 Au cours de l’expérience printemps 2003, la concentration en glyphosate est divisée de 
moitié pendant les six premiers jours d’expérience. Cette diminution ne peut 
vraisemblablement pas être expliquée uniquement par des processus de transformation 
(biotique et/ou abiotique). En revanche, l’hypothèse d’un piégeage-relargage du glyphosate, 
soutenue par une augmentation au cours de la deuxième semaine des concentrations, semble 
plus probable pour expliquer la cinétique de cette molécule au cours de l’expérience. Son 
pouvoir d’adsorption, spécialement sur la matière organique, a d’ailleurs été souligné par de 
nombreux auteurs (Carlisle & Trevors, 1988 ; Mallat & Barcelỏ, 1998).   
 Pour l’expérience menée au printemps 2004, les concentrations en glyphosate sont 
relativement constantes pendant la première semaine. La forte diminution des teneurs en 
polluant (de l’ordre de 40%) enregistrée lors des deux dernières semaines coïncide avec le fort 
développement des communautés microbiennes autotrophes et hétérotrophes. Deux 
hypothèses non exclusives peuvent donc être émises. (1) La sénescence des algues en 
situation de post-bloom peut engendrer une libération importante de matière organique dans le 
milieu, augmentant ainsi le taux d’adsorption de la molécule en fin d’expérience et/ou (2) la 
chute des teneurs en glyphosate peut être la résultante d’une dégradation bactérienne 
importante. 
 L’évolution du glyphosate lors de l’expérience menée en été 2004, semble conforter ces 
hypothèses. Après un fort processus de « piégeage-relargage » pendant les six premiers jours, 
les concentrations en glyphosate chutent de manière drastique, atteignant des concentrations 
inférieures à la limite de détection. Cette cinétique est plus en adéquation avec les données 
rencontrées dans la littérature, Giesy et al. (2000) ayant reporté un temps de demi-vie du 
glyphosate compris généralement entre 7 et 14 jours en milieu aquatique. La disparition du 
glyphosate coïncidant à nouveau avec le développement de la communauté bactérienne, il est 
possible que la biodégradation puisse jouer un rôle sur cette cinétique, au même titre que les 
processus d’adsorption. La température élevée peut favoriser la dégradation du glyphosate par 
les bactéries en fragilisant les liaisons moléculaires (Mallat & Barcelỏ, 1998) mais aussi en 
stimulant l’activité hétérotrophe. De plus, la présence de glyphosate (0,19 µg l-1), détectée au 
niveau de la station d’échantillonnage un mois avant le début de l’expérience, peut avoir 
induit le développement d’espèces bactériennes dotées de capacités de dégradation de ce 
produit. Toutefois aucune trace d’AMPA, principal produit de dégradation du glyphosate, n’a 
pu être détectée.  
  
 
 Chapitre D : Etudes en microcosmes 
 168
  D.III.4.2. La réponse des communautés microbiennes printanières 
 L’impact du glyphosate a été évalué sur des communautés printanières prélevées dans le 
Jauron à un an d’intervalle. Les analyses physico-chimiques réalisées ont mis en évidence un 
contexte abiotique initial de type mésotrophe (Dodds et al., 1998), similaire pour les deux 
expériences. Bien que les communautés microbiennes ne présentent pas les mêmes évolutions 
au sein des microcosmes en 2003 et 2004, le glyphosate, à la concentration initiale de                
10 µg l-1, ne semble engendrer aucune modification ou altération d’ordres physiologique ou 
taxonomique. 
 L’absence de bloom algal en 2003 ne peut pas être expliquée par des caractéristiques très 
différentes entre les communautés. En effet, elles présentent initialement la même 
composition taxonomique avec trois genres principaux (Navicula, Nitzschia et Gomphonema), 
les mêmes niveaux élevés de biomasse et évoluent dans des contextes environnementaux 
caractérisés par des conditions thermiques et nutritives similaires. Dans le Jauron, elles étaient 
exposées lors de leur prélèvement initial à des concentrations similaires en herbicides, de 
l’ordre de 0,14 µg l-1 avec cependant une différence notable au niveau de la nature des 
molécules présentes : la prométryne (0,09 µg l-1) et le linuron (0,05 µg l-1) en 2003 ; l’AMPA 
(0,09 µg l-1) et l’atrazine (0,03 µg l-1) en 2004. Compte tenu des faibles niveaux de pollution 
détectés, il est peu probable que les molécules rencontrées en 2003 aient pu influer de manière 
forte sur la communauté algale. Il est donc difficile, au niveau des paramètres mesurés, 
d’expliquer les différences de développement observées entre les deux communautés algales. 
D’autres facteurs, tels qu’une pression de broutage exercée par du petit zooplancton ayant 
échappé à la filtration lors de l’échantillonnage effectué en 2003, pourraient expliquer 
l’absence de développement algal lors de cette expérience (Jochem et al., 2004). 
 
   D.III.4.3. La réponse des communautés microbiennes estivales 
 Les conditions abiotiques initiales observées lors de l’expérience estivale, ainsi que les 
caractéristiques physiologiques et taxonomiques de la communauté algale sont différentes de 
celles décrites précédemment. Le milieu est ainsi caractérisé par une température environ 
deux fois plus élevée qu’au printemps et une disponibilité en composés inorganiques azotés et 
phosphorés qui traduisent un contexte eutrophe. Malgré ce contexte nutritif favorable, la 
communauté algale est caractérisée par une densité cellulaire trois fois plus faible qu’au 
printemps et surtout une biomasse inférieure à 10 µg chlo a l-1. La communauté algale semble 
donc présenter un état physiologique déficient lors de la mise en place expérimentale qui 
pourrait être lié à la présence d’herbicides (oxadiazon : 0,16 µg l-1 ; atrazine : 0,03 µg l-1) lors 
de l’échantillonnage.  
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 Dans ce contexte, le glyphosate, introduit à la concentration de 10 µg l-1, n’induit pas 
d’effet néfaste sur l’activité des communautés microbiennes puisqu’elles connaissent un fort 
développement dans tous les microcosmes (biomasse algale multipliée par 50 ; production 
bactérienne hétérotrophe multipliée par 3), après un temps d’adaptation d’environ une 
semaine. 
 Toutefois, si le glyphosate ne perturbe pas la croissance de la communauté algale, qui 
connaît un développement en adéquation avec les conditions environnementales du milieu, il 
semble avoir des répercussions importantes sur sa structure en entraînant notamment la 
disparition des espèces appartenant au genre Oocystis, présentes dans tous les microcosmes 
témoins. L’analyse taxonomique en fin d’expérience révèle la dominance de quatre genres 
tolérants voire adaptés à la présence du xénobiotique à savoir Navicula, Nitzschia, 
Gomphonema et Scenedesmus.  
  
 Si le glyphosate n’affecte pas la production bactérienne hétérotrophe, fortement liée à 
l’évolution de la biomasse algale, il engendre des modifications de la diversité bactérienne 
perceptibles après le dixième jour. Deux hypothèses majeures peuvent expliquer ces effets :  
(1) la composition taxonomique algale, différente entre les microcosmes témoins et 
contaminés, peut engendrer des variations au niveau de la diversité bactérienne (Van 
Hannen et al., 1999 ; Pinhassi et al., 2004). Ces variations seraient alors induites par 
un effet indirect du glyphosate ; 
(2) la disparition du glyphosate peut, comme nous le supposons, résulter en partie d’une 
dégradation bactérienne. Les espèces impliquées dans ce mécanisme peuvent donc 
être stimulées, se développer et devenir majoritaires dans les microcosmes 


















Synthèse des résultats  
Cette étude nous a permis d’appréhender les effets du glyphosate (10 µg l-1) dans trois 
situations distinctes, tant au niveau des conditions abiotiques que microbiennes. Plusieurs 
conclusions peuvent être émises : 
(1) Le glyphosate n’affecte significativement ni la biomasse algale, ni la production 
hétérotrophe, quel que soit le contexte nutritif (mésotrophe ou eutrophe), l’état 
physiologique initial de la communauté algale et la composition taxonomique de celle-ci.  
(2) La présence de glyphosate peut conditionner la structure de la communauté algale en 
empêchant le développement d’organismes appartenant à des genres « sensibles » 
(Oocystis) au profit de genres plus « résistants » (Navicula, Nitzschia, Gomphonema et 
Scenedesmus).  
(3) La présence de glyphosate peut engendrer des variations au niveau de la diversité 
bactérienne soit par effet indirect suite au remaniement de la communauté algale, soit par 
effet direct en stimulant le développement d’espèces impliquées dans les processus de 
dégradation de cet herbicide. La biodégradation pourrait être favorisée par une 
température élevée et la présence de bactéries préalablement « adaptées » après exposition 
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CONCLUSIONS GENERALES ET PERSPECTIVES 
 
 Dans le cadre de ce travail, nous avons évalué l’impact de pesticides sur l’activité et la 
structure des communautés algales et bactériennes d’une rivière soumise de façon 
récurrente à la présence de ces polluants, en couplant une approche en milieu naturel à des 
études expérimentales en microcosmes. 
  
♦ L’APPROCHE EN MILIEU NATUREL 
  
 Le premier volet de cette thèse, mené à partir d’une approche in situ est, à notre 
connaissance, une des études pionnières en écotoxicologie reliant un constat écologique, 
réalisé d’après l’évaluation des niveaux d’activité et de diversité de deux communautés 
microbiennes, à un diagnostic chimique complet de l’état de pollution d’un cours d’eau par 
les pesticides. Le déficit très important concernant les impacts de pesticides à l’échelle des 
écosystèmes a d’ailleurs été récemment souligné par Schulz (2004) et par un rapport 
d’expertise INRA/CEMAGREF (Alix et al., 2005). 
 Ce type d’approche s’avère difficile à mettre en place, de par les nombreuses contraintes 
qui lui sont associées. Le coût élevé des analyses chimiques et le délai d’obtention des 
résultats compte tenu du nombre d’échantillons à considérer, représentent des limites 
majeures. D’autre part, l’évolution des communautés biologiques, soumises à de nombreuses 
pressions anthropiques, est contrôlée par une multitude de facteurs biotiques et abiotiques, qui 
interfèrent entre eux, et qu’il est très difficile d’intégrer en totalité lors d’une approche 
écosystémique. Ces difficultés ont probablement réfréné de nombreux scientifiques qui ont 
privilégié alors les études expérimentales, moins longues, permettant de découpler les 
processus écologiques, de cibler les compartiments biologiques et donc de caractériser plus 
spécifiquement les effets des polluants sur ces derniers. Cependant, ces études en conditions 
simplifiées présentent d’indéniables biais, en raison de leur abstraction de l’environnement 
naturel.   
 Conscients des difficultés et des limites inhérentes aux approches en milieu naturel, nous 
avons choisi pour site d’étude la rivière Jauron pour laquelle la source de contamination 
potentielle est exclusivement liée à la présence de pesticides. Effectivement, les activités sur 
le bassin versant de cette rivière sont essentiellement agricoles et aucun site industriel ne peut 
représenter une autre source majeure de pollution du milieu aquatique (solvants ou métaux 
lourds, par exemple). En outre, le Jauron étant considéré comme bassin versant pilote par un 
réseau de surveillance régional de la pollution des eaux par les produits phytosanitaires 
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(Phyt’eauvergne), nous avons pu disposer des résultats d’analyses réalisées en sept points de 
la rivière depuis plusieurs années (plus de 280 molécules recherchées), mettant en évidence 
une forte contamination en herbicides. Ce recul nous a permis de définir précisément notre 
étude, notamment au niveau des communautés biologiques à considérer, de la fréquence 
d’échantillonnage à réaliser et du choix des stations de prélèvements représentatives de la 
pollution. 
 
 L’étude, réalisée au cours de deux années consécutives (2003 et 2004) dans ce milieu 
« naturel#», nous a permis d’apprécier les effets, sur l’activité et sur la diversité des 
communautés microbiennes, des activités anthropiques et notamment l’utilisation de 
pesticides, dans une zone agricole et une zone urbaine. Les résultats issus de notre travail ont 
permis de montrer que la sévérité de l’impact est fonction de la nature des pesticides mais 
aussi des différents apports allochtones en composés organiques et inorganiques.  
 
 Dans le Jauron, la période de pollution la plus significative s’étend du mois d’avril 
au mois d’octobre, coïncidant avec la principale période d’épandage des pesticides sur le 
bassin versant. Cependant, le niveau de contamination enregistré s’est avéré cinq à dix fois 
plus faible au cours de la deuxième année du suivi. Une trentaine de molécules ont été 
détectées sur l’ensemble des prélèvements effectués sur les deux années avec une large 
prédominance des substances à propriétés herbicides. L’intensité de la contamination comme 
la nature des polluants se sont avérées différentes entre les deux stations étudiées. 
 En zone agricole (JAU1), les communautés biologiques du Jauron ont été exposées à la 
présence quasi-exclusive d’herbicides (concentration maximale proche de 7,5 µg l-1). La 
substance majoritairement détectée a été l’AMPA à des concentrations huit fois plus fortes 
que sa molécule mère, le glyphosate. De ce fait, ce métabolite a représenté à lui seul près des 
deux tiers de la pollution mesurée au cours des deux années. 
  En zone urbaine (JAU4), les communautés biologiques, bien qu’exposées 
majoritairement aux herbicides, ont été soumises également à des concentrations importantes  
en insecticides et en fongicides (concentrations maximales en pesticides supérieures à            
17 µg l-1). Des pics de contamination par l’alachlore, l’aminotriazole, l’AMPA et le 
métolachlore ont parfois été détectés (teneurs supérieures à 5 µg l-1). 
  
                                                 
# peut-on encore véritablement parler de « milieu naturel » au regard de la forte influence des activités 
anthropiques sur le fonctionnement de cet écosystème? (remarque personnelle de l’auteur) 
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 De par la prédominance des herbicides dans le Jauron, les communautés algales ont donc 
été exposées à la toxicité des polluants. C’est au printemps, qui coïncide toujours avec la 
première période de pollution, que nous avons observé les effets les plus marqués sur la 
communauté autotrophe. La présence des herbicides affecte, immédiatement ou après un 
léger délai, l’efflorescence algale printanière, concernant aussi bien la communauté libre que 
la communauté fixée.  
 En zone agricole, l’évolution de la biomasse phytoplanctonique au cours du reste de 
l’année est ensuite fortement conditionnée par le niveau de pollution en herbicides. Compte 
tenu du caractère sessile des algues, la biomasse périphytique est quant à elle plus sévèrement 
affectée suite à une exposition prolongée et répétée des cellules aux polluants. En zone 
urbaine, l’impact des herbicides sur les communautés algales est atténué par l’effet 
antagoniste des insecticides et par l’effet stimulant lié aux apports allochtones en nutriments, 
via les rejets de la station d’épuration. 
 Toutefois, quelles que soient la nature des polluants, l’intensité de la contamination et la 
période de pollution, quatre genres phytoplanctoniques sont systématiquement identifiés 
au niveau des deux stations étudiées. Trois appartiennent au groupe des diatomées pennées 
(Navicula, Nitzschia et Gomphonema) et un au groupe des chlorophycées (Scenedesmus). La 
présence prédominante et récurrente dans la rivière Jauron de ces organismes montre leur 
tolérance aux pesticides. 
 Les effets indirects des pesticides sur le compartiment bactérien sont plus 
difficilement perceptibles dans le Jauron. Les chutes de biomasses algales, qui sont 
consécutives aux pics de pollution et qui entraînent vraisemblablement un relargage 
conséquent de matière organique dans le milieu, ne sont généralement pas associées à une 
stimulation de la production bactérienne hétérotrophe. Le faible niveau d’interaction entre les 
communautés microbiennes autotrophes et hétérotrophes résulte probablement d’un contexte 
nutritif (organique et inorganique) généralement non limitant pour ces microorganismes 
(Madigou, 2005). Ce phénomène est encore plus marqué en zone urbaine où l’évolution des 
communautés bactériennes est influencée majoritairement par la nature et l’intensité des rejets 
d’eau usée.  
 L’analyse de la communauté bactérienne, à une échelle taxonomique assez large 
(méthode FISH) ou à un niveau de résolution plus fin (méthode TTGE), a toutefois permis de 
visualiser de forts remaniements de diversité lors des principales périodes de pollution. 
Cependant, même si ces variations sont certainement conditionnées en partie par la présence 
de pesticides, il est très difficile de caractériser et de quantifier l’influence exacte de ces 
polluants sur l’évolution de la communauté.  
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♦ LES ETUDES EXPERIMENTALES EN MICROCOSMES 
  
 Nous avons choisi d’effectuer, en parallèle à l’approche in situ, des approches 
expérimentales en microcosmes afin de reproduire dans des conditions contrôlées, des 
situations de contamination réalistes par des herbicides (10 µg l-1). Ces expériences, menées à 
partir de communautés naturelles prélevées dans le Jauron ont permis d’analyser les 
interactions entre les polluants et les communautés biologiques avec plus de précision, sur un 
pas de temps plus restreint, dans un contexte simplifié où l’influence des multiples facteurs 
environnementaux se trouve minimisée. Compte tenu des résultats des analyses chimiques 
effectuées dans le Jauron avant le début du travail de thèse, nous avons sélectionné trois 
molécules fréquemment rencontrées dans le Jauron susceptibles d’être bien représentées dans 
le panel de polluants détectés au cours des deux années d’études : le diuron, le glyphosate et 
l’alachlore. Pour les raisons évoquées précédemment, les résultats concernant les effets de 
l’alachlore n’ont pas été présentés dans le cadre de ce mémoire. 
 
 Comme dans le milieu naturel, ce sont les microorganismes autotrophes qui sont les plus 
sensibles aux herbicides choisis. Pour un même polluant, nous avons enregistré des variations 
importantes au niveau de l’intensité et du délai de la réponse au cours des différentes 
expériences. Nos résultats ont ainsi montré que le niveau de sensibilité d’une communauté 
algale naturelle est conditionné par, (1) son stade de développement (« pré » ou « post » 
bloom…), (2) son état physiologique et (3) sa composition taxonomique. L’importance de 
ces différents paramètres liés au passé des communautés dans la rivière, notamment en terme 
d’exposition aux polluants, a déjà été suggérée dans la littérature (Bérard et al., 1999a ; 
DeLorenzo et al., 2004 ; Dorigo et al., 2004 ).  
 Sur des communautés printanières qui présentent une forte biomasse et sont composées 
principalement des genres Navicula, Nitzschia et Gomphonema, le diuron et le glyphoste 
n’entraînent aucun effet perceptible. 
 Sur des communautés plus diversifiées, qui présentent de faibles biomasses au regard du 
contexte nutritif et thermique, suggérant un état physiologique déficient, le diuron se révèle 
être plus toxique que le glyphosate. A la concentration de 10 µg l-1, le diuron, sur 21 jours 
d’exposition, contraint ainsi le développement algal et maintient la biomasse et la densité 
cellulaire à leurs faibles niveaux initiaux. Cet herbicide réduit la diversité taxonomique 
puisque seulement quatre genres, Navicula, Nitzschia, Gomphonema et Scenedesmus, 
persistent en présence du polluant  alors que les espèces des genres Asterionella, Oocystis et 
surtout Cyclotella semblent particulièrement sensibles au diuron.   
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 Introduit à la même concentration (10 µg l-1), le glyphosate n’affecte pas la croissance 
d’une communauté algale présentant des caractéristiques physiologiques et taxonomiques 
comparables. En revanche, il agit de manière similaire au diuron, en réduisant la diversité 
taxonomique aux seuls genres cités précédemment et en empêchant le développement et/ou le 
maintien d’espèces plus sensibles, en particulier celles appartenant au genre Oocystis. 
 Nos résultats issus de l’approche expérimentale en microcosmes ont permis de 
confirmer la forte résistance aux herbicides des genres algaux Navicula, Nitzschia, 
Gomphonema et Scenedesmus, soulignée lors de l’approche en milieu naturel. L’absence 
d’impact du glyphosate, à la concentration de 10 µg l-1, sur la biomasse algale semble 
indiquer que les effets perçus lorsqu’il se trouve associé à l’AMPA en milieu naturel sont 
majoritairement dus à ce produit de dégradation. Dans la littérature, peu de données 
concernent les effets de l’AMPA sur les microorganismes autotrophes mais quelques auteurs 
décrivent ce métabolite comme moins toxique que sa molécule mère (Carlisle & Trevors, 
1998 ; Giesy et al., 2000).  
  
 Les interactions algues-bactéries sont beaucoup plus perceptibles dans les dispositifs 
expérimentaux où les microorganismes hétérotrophes ne peuvent bénéficier d’apports 
organiques allochtones et sont fortement tributaires de la charge de matière organique initiale 
puis de celle libérée par le compartiment algal. 
 En maintenant la communauté algale à son faible niveau initial, le diuron limite également 
le développement bactérien et ne modifie que très faiblement la diversité génétique de cette 
communauté. Quelques espèces bactériennes, appartenant aux γ-Proteobacteria, aux 
Verrucomicrobia et aux Gemmatimonadetes, semblent toutefois être favorisées par le 
maintien de conditions stables et la présence de diuron.  
 Dans le Jauron, la contamination par le diuron (à raison de 10 µg l-1), de communautés 
microbiennes préalablement affaiblies (soit par des événements antérieurs de pollution, des 
carences nutritives, ou encore une forte pression de broûtage) pourrait donc avoir de fortes 
répercussions sur l’écosystème en retardant voire en empêchant la « récupération » des 
organismes autotrophes et la reprise d’une production primaire et secondaire, différant alors 
le retour à un état d’équilibre.  
 
 Le glyphosate n’ayant pas (ou peu) d’effet sur la biomasse algale, la production 
hétérotrophe n’est pas influencée indirectement par la présence du polluant. En revanche, cet 
herbicide peut engendrer des variations au niveau de la diversité bactérienne soit par effet 
indirect, suite à la simplification de la composition de la communauté algale, soit par effet 
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direct en stimulant le développement d’espèces impliquées dans les processus de dégradation 
de cet herbicide.  
 Dans le cas du glyphosate, les effets sur les communautés microbiennes, moins 
démonstratifs qu’avec le phénylurée, ne sont perçus qu’au niveau qualitatif, à l’aide d’outils 
offrant une fine résolution. 
 
♦ LIMITES DES APPROCHES UTILISEES 
  
 Une des principales difficultés des études écotoxicologiques in situ réside dans 
l’opportunité de pouvoir disposer d’un site géographique pouvant être considéré comme 
référence. La réalisation de notre étude a été rendue possible du fait de la présence d’une 
station très peu exposée à la présence de pesticides, ce qui nous a permis, en partie, de définir 
pour les communautés étudiées, une évolution saisonnière « modèle », peu influencée par les 
polluants. La difficulté majeure à laquelle nous avons été confrontés concerne les 
caractéristiques physico-chimiques, distinctes entre les trois stations, malgré leur proximité 
géographique et qui ont complexifié l’interprétation des résultats et la discrimination des 
effets des polluants. Les fortes variations des conditions environnementales sur des secteurs 
géographiques limités, témoignent d’une forte influence anthropique (Madigou, 2005).  
 Une des limites, non spécifique à l’écotoxicologie et qui touche plus généralement le 
domaine de l’écologie microbienne, concerne le pas de temps d’échantillonnage. Afin de 
percevoir les grandes tendances au niveau de la dynamique des communautés microbiennes et 
de leur réponse à la présence de pesticides, nous avons choisi de réaliser un suivi étendu à 
deux années consécutives. Compte tenu de cette durée et, par voie de conséquence, du nombre 
d’échantillons à analyser, et également du coût des analyses chimiques, un pas de temps 
d’échantillonnage mensuel nous a semblé être pertinent pour asseoir une base solide dans ce 
type d’étude. 
 Il s’avère donc que la conception d’études in situ requiert une connaissance assez fine du 
milieu étudié, en particulier des activités anthropiques sur le bassin versant, et un historique 
précis du diagnostic chimique des eaux. Ces connaissances sont en effet primordiales pour 
définir au mieux les stations et les périodes d’échantillonnages. Il semble donc indispensable 
de développer des collaborations pluridisciplinaires en partenariat avec les différents réseaux 
de surveillance pour mettre en place et multiplier des études communes, pouvant répondre à la 
fois à une problématique chimique (causes) et biologique (effets).  
 Quoi qu’il en soit, les études expérimentales restent nécessaires pour comprendre les 
mécanismes de toxicité directe et/ou indirecte. Le développement de dispositifs 
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expérimentaux « réalistes », visant à réduire au mieux les biais inhérents à l’utilisation de 
microcosmes (« bottle effect », Pernthaler & Amann, 2005) représente ainsi une alternative 
intéressante aux approches écosystémiques. Dans le cadre des milieux lotiques, l’emploi de 
rivières artificielles, parallèles au cours d’eau étudié et alimentées directement par celui-ci, 
semble une solution bien adaptée (Madigou, 2005). En écotoxicologie, ces dispositifs 
soulèvent toutefois un problème majeur qui concerne le devenir du polluant « injecté » en 




 Les principales perspectives qui découlent de ce travail de recherche s’inscrivent dans une 
double démarche : à court terme, exploiter les données collectées lors des expériences et qui 
n’ont pas pu être analysées, eu égard aux contraintes de temps ; à plus long terme, améliorer 
les outils utilisés dans les deux types d’approches privilégiés. 
  
 Parmi les perspectives à court terme, l’analyse des résultats obtenus lors des 
expériences menées avec l’alachlore peut s’avérer intéressante du fait de la présence de cette 
molécule dans le Jauron en avril 2003 à une concentration (9,40 µg l-1) proche de celle utilisée 
dans nos dispositifs expérimentaux. Dans ce cas précis, la comparaison de la diversité 
génétique bactérienne observée in situ et expérimentalement dans les microcosmes en 
présence de l’alachlore, pourrait s’avérer une première indication concernant le 
développement d’espèces particulièrement adaptées à cette molécule. 
 Il serait intéressant d’identifier les espèces devenues majoritaires en présence de 
glyphosate lors de l’expérience menée en été 2004 (voir chapitre D.III.3.7) et qui pourraient 
être impliquées dans la dégradation de ce polluant. L’élaboration de sondes 
oligonucléotidiques ou d’amorces PCR ciblant spécifiquement ces organismes permettrait 
alors d’apprécier in situ, à l’aide des méthodes FISH ou de PCR quantitative, l’influence du 
glyphosate, en fonction de sa concentration dans le milieu, sur le développement de ces 
organismes. 
 Cette démarche a dores et déjà été mise en place à partir de deux souches bactériennes 
isolées à partir de communautés bactériennes du Jauron et qui présentent un fort potentiel de 
dégradation du diuron (Batisson et al., soumis). Nous allons vérifier leur  présence lors des 
deux expériences en microcosmes que nous avons menées avec le diuron pour caractériser 
leur cinétique en présence de ce polluant (et éventuellement conforter l’hypothèse de 
biodégradation émise en 2003). La spécificité des amorces dessinées à partir des séquences 
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obtenues est actuellement en cours de tests. L’identification d’un gène de fonction à partir de 
ces souches pourrait s’avérer spécialement intéressante dans le but de développer des 
bioindicateurs de la pollution au diuron.  
 
 Perspectives à plus long terme : 
 Un effort doit être fait pour multiplier les approches in situ afin d’appréhender avec plus 
de justesse les dysfonctionnements biologiques induits en milieu lotique par la présence des  
pesticides. Dans ce type de démarche, le choix des compartiments biologiques étudiés s’avère 
primordial. Nous avons montré que la prédominance des herbicides justifie pleinement le 
suivi des communautés algales et bactériennes, de par les effets directs et indirects. Il serait 
néanmoins intéressant d’étendre ce travail au maillon trophique supérieur (zooplancton et 
macroinvertébrés benthiques) pour intégrer les régulations de types « top-down » sur ces deux 
compartiments et appréhender les effets indirects découlant de la présence ponctuelle 
d’insecticides.  
 D’un point de vue analytique, le dosage de la chlorophylle a s’avère être un outil plus 
discriminant que le dénombrement des cellules pour visualiser les effets des polluants sur 
l’évolution quantitative des communautés. Le niveau de résolution utilisé pour l’identification 
taxonomique a permis de mettre en évidence l’existence de genres particulièrement résistants 
ou au contraire plus sensibles aux polluants étudiés. Il serait intéressant d’identifier plus 
précisément les espèces correspondantes. Au regard de ces deux points, l’idéal serait donc de 
coupler une identification microscopique, effectuée au niveau de l’espèce, à des estimations 
de biovolume pour pouvoir apprécier la biomasse réelle des communautés. Cependant, ce 
travail est long, fastidieux et nécessite des connaissances importantes en terme de 
détermination taxonomique. Une alternative intéressante pourrait être une analyse 
taxonomique de la communauté par HPLC à partir de la signature pigmentaire des 
organismes, technique développée ces dernières années au sein du Laboratoire de Biologie 
des Protistes (LBP) (Vera, 2005), couplée à une analyse moléculaire par TTGE ou clonage-
séquençage (Dorigo, 2002), afin d’étudier à la fois l’évolution quantitative et qualitative des 
communautés algales.  
 Au niveau du compartiment bactérien, nous avons constaté qu’il est difficile, dans le cadre 
d’études en milieu naturel où de multiples facteurs environnementaux interagissent, 
d’identifier précisément les causes aux très nombreuses variations de diversité observées avec 
un outil fin tel que la TTGE. Les méthodes quantitatives (estimation de la production 
hétérotrophe) et semi-quantitatives (analyse de la structure de la communauté par FISH) 
semblent donc, dans un premier temps, être plus informatives des changements taxonomiques 
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et/ou fonctionnels et/ou physiologiques occasionnés par les pesticides en milieu naturel. 
L’utilisation de la cytométrie en flux, actuellement en cours de développement au LBP, 
représente une perspective intéressante. Elle permettra ainsi d’élargir l’analyse structurale de 
la communauté à d’autres groupes taxonomiques (selon différentes échelles de résolution 
allant du phylum à l’espèce), notamment ceux ayant particulièrement attiré notre attention lors 
des études expérimentales (phylum des Verrucomicrobia, famille des Pseudomonadaceae…). 
Elle offrira également la possibilité de cibler des groupes fonctionnels connus ou d’utiliser 
divers marqueurs d’activité pas toujours exploitables par microscopie en épifluorescence avec 
des bactéries de petites tailles. 
 Compte tenu de l’importance des effets indirects sur les microorganismes hétérotrophes, il 
serait également important d’appréhender plus précisément les interactions « algues-
bactéries » via la matière organique en caractérisant précisément la quantité et la nature du 
carbone organique dissous. Cette caractérisation pourrait nous permettre de cibler des 
fonctions bactériennes associées aux processus de décomposition qu’il serait pertinent de 
considérer. 
  
 Les approches expérimentales se révèlent indispensables pour comprendre les 
mécanismes de toxicité.   
 D’après nos résultats, il paraît primordial d’étudier expérimentalement les effets de 
l’AMPA afin d’évaluer le risque écotoxicologique engendré par la présence massive, dans les 
écosystèmes aquatiques, de ce produit de dégradation, qui n’apparaît pas dans la liste des 
substances définies comme prioritaires par la Directive Cadre Européenne.  
 La complexité des profils de pollution en milieu naturel, notamment la présence 
simultanée de plusieurs types de pesticides, rend difficile l’interprétation des résultats. Des 
efforts doivent donc être faits pour multiplier les approches à partir de combinaisons de 
polluants afin d’apprécier les phénomènes d’additivité, de synergie ou d’antagonisme. 
L’utilisation de formulations commerciales pourrait également s’avérer utile pour apprécier 
avec plus de pertinence le risque réel de l’utilisation de ces produits chimiques.  
 Le développement continuel de nouvelles substances chimiques doit inciter la 
communauté scientifique à rester perpétuellement en éveil afin d’être en mesure d’alerter 
rapidement les pouvoirs publics en cas de risques écotoxicologiques majeurs. 
 
 Nous avons vu que l’état physiologique initial des communautés algales conditionne 
fortement leur réponse face à un polluant. Il s’avère donc nécessaire d’évaluer celui-ci à partir 
notamment du dosage des phaéopigments (par HPLC) et de l’ATP. Une caractérisation plus 
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fine de la diversité taxonomique serait également appréciable. Le niveau de sensibilité des 
organismes que nous avons identifiés comme « résistants » ou « sensibles » pourrait être testé 
à partir de cellules isolées de communautés naturelles du Jauron. 
 Au niveau du compartiment bactérien, l’utilisation d’outils moléculaires fins tels que la 
TTGE se révèle pertinente dans les études expérimentales du fait de conditions plus 
contrôlées qui favorisent une interprétation plus aisée des profils de diversité. Nous avons 
constaté en microcosmes que les effets des herbicides sur les microorganismes hétérotrophes 
découlent majoritairement d’effets indirects. Cependant, nous avons émis l’hypothèse d’une 
inhibition directe du diuron sur la fraction bactérienne la plus active. A partir de souches 
isolées du Jauron, il pourrait être informatif de tester la toxicité de cette molécule à l’aide de 
différents marqueurs d’activités (CTC, marqueurs d’activités enzymatiques, marqueurs 
d’intégrité membranaire…). Les effets directs pourraient également être évalués à partir de 
microcosmes dépourvus de cellules algales. 
 Les hypothèses émises en terme de biodégradation, spécialement avec le glyphosate, 
pourraient également être testées suite à l’isolement et la mise en culture de souches 
« résistantes » en présence de cette molécule. L’utilisation de pesticides marqués par des 
isotopes stables (méthode SIP) permettrait également de suivre le devenir des molécules et 
d’identifier les bactéries capables de les métaboliser. Cependant, si cette méthode semble très 
prometteuse, il est actuellement très difficile, en raison de son coût, de l’étendre au suivi des 
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Abstract
The effects of the phenylurea herbicide diuron (10g l−1) on natural riverine microbial communities were investigated using a three-week
laboratory microcosm study. During the first six days, a latency period was observed both in the algal and the bacterial communities despite favorable
abiotic conditions and independently of diuron exposure. From the second week, an intense algal bloom (chlorophyll a concentrations and cell
























dnd led to an increase in heterotrophic bacterial production ([ H]thymidine incorporation), activity (CTC reduction) and cell abundance. In parallel,
hifts in bacterial community composition were recorded by polymerase chain reaction (PCR)–temporal temperature gradient gel electrophoresis
TTGE) analysis, whereas no major variation was detected using the fluorescent in situ hybridization (FISH) method. In the treated microcosms,
he diuron acted not by damaging the initial communities but by inhibiting the algal bloom and indirectly maintaining constant bacterial conditions
hroughout the experiment. These inhibitory effects, which were recorded in terms of abundance, activity and diversity, suggest that exposure to
iuron can decrease the recovery capacities of microbial communities and delay the resumption of an efficient microbial food web despite favorable
nvironmental conditions.
2006 Elsevier B.V. All rights reserved.
eywords: Community analysis; Bacteria; Microalgae; Microcosm; Diuron; Lotic system
. Introduction
Pollution of aquatic ecosystems by pesticide contamination
s a major environmental concern. Numerous studies have been
onducted to determine the occurrence of these xenobiotics in
uropean streams and rivers (e.g. Gerecke et al., 2002; Carabias-
artı´nez et al., 2003; Cerejeira et al., 2003). In France, the
auron River (Puy de Doˆme), a first- and second-order stream
ocated 25 km SE of Clermont-Ferrand, is monitored by a pes-
icide pollution watch net. This river which is characterized by
eso-eutrophic conditions in spring and summer (Fajon et al.,
npublished data) is frequently polluted by numerous chemical
ompounds, especially the phenylurea herbicide diuron (3-(3,4-
ichlorophenyl)-1,1-dimethylurea). This molecule was detected
0 times between 2000 and 2003 (monthly sampling) in six sam-
∗ Corresponding author. Tel.: +33 473407465; fax: +33 473407670.
E-mail address: celine.fajon@univ-bpclermont.fr (C. Fajon).
pling sites located on the Jauron river with a range from 0.05 to
4.21g l−1 (Phyt’eauvergne, 2004). In French rivers diuron is
detected in 38% of surface waters and its concentration ranges
from 0.05 to 20.3g l−1 (IFEN, 2000). This substituted urea
herbicide used for total control of weeds and mosses inhibits
photosynthesis by preventing oxygen production (Wessels and
Van der Veen, 1956) and blocks electron transfer at photosystem
II of photosynthetic microorganisms and plants. The intensive
use of this xenobiotic leads to surface water contamination
by soil leaching and overland flow (Garmouma et al., 1997;
Louchart et al., 2000; Barra Caracciolo et al., 2005) in agricul-
tural (Thurman et al., 2000; Mitchell et al., 2005) and urban
areas (Revitt et al., 2002; Blanchoud et al., 2004). The toxic
properties of diuron mean that this contamination poses signif-
icant toxicological risk to resident aquatic organisms. Because
of their physiological characteristics, planktonic and periphytic
microalgae represent potential primary targets for herbicides in
lotic ecosystems. Previous studies based on single-species tox-
icity tests have reported a wide variation in algal sensitivity to
166-445X/$ – see front matter © 2006 Elsevier B.V. All rights reserved.
oi:10.1016/j.aquatox.2006.03.006
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diuron, whether used individually or mixed with other pesti-
cides (Flum and Shannon, 1987; Schafer et al., 1994; DeLorenzo
et al., 2001). Furthermore, diuron has proved to be the most
toxic phenylurea for the reproduction of the green freshwater
alga Scenedesmus vacuolatus (Backhaus et al., 2004). Studies
carried out at community level have also shown that diuron
can affect planktonic and periphytic microalgae by reducing
chlorophyll a levels and primary productivity and by modify-
ing community structure and species richness (Molander and
Blanck, 1992; Arrhenius et al., 2004; Perschbacher and Ludwig,
2004). Bioluminescent-based bacterial biosensors have shown
that diuron can also be directly toxic to certain bacterial species
(Canna-Michaelidou and Nicolaou, 1996; Strachan et al., 2001;
Tixier et al., 2001). Primary productivity and its processing by
the food web create a heterogeneous environment of particulate,
colloidal and dissolved organic matter (Riemann et al., 2000).
We hypothesize that following diuron exposure, the alteration
of photosynthesis mechanism leading to cell lysis could con-
tribute to increase the organic matter. In aquatic ecosystems,
bacterial populations play an essential role in the biodegrada-
tion of organic matter and in nutrient cycling. A variation in the
organic matter content and in its composition (bioavailability)
can induce pronounced changes in bacterial abundance, produc-
tivity, enzymatic activities and bacterial diversity (Van Hannen
et al., 1999; Riemann et al., 2000; Crump et al., 2003). An































2. Materials and methods
2.1. Microcosms and experimental design
Six 3-l Pyrex Erlenmeyer laboratory flask microcosms were
used to investigate the influence of diuron exposure on natural
microbial communities responses. Twenty-five liters of stream
water and five stones randomly chosen on the river bed were
collected from the Jauron River (Puy de Doˆme, France) on
11 May, 2004. This sampling time was chosen before spread
of diuron, according to agricultural practices on the Jauron
watershed basin, in order to precede water contamination by this
herbicide. At the laboratory, the water was immediately filtered
through a 100m nylon mesh net to eliminate most of the algal
grazers, homogenized in a basin, and 2.23 l was transferred
into each of the six microcosms. An epilithon suspension was
prepared from the five stones collected: the stones (approximate
total surface area of 200 cm2) were carefully scraped with a slide
(Aloi, 1990), and the epilithon was scrubbed and resuspended
in a total volume of 600 ml of river water. This suspension
was also filtered through a 100m nylon mesh net, homoge-
nized, and 70 ml was added into each of the previously filled
microcosms.
At the start of the experiment, three microcosms were
contaminated by diuron to give an initial nominal concentration



























(ion of organic matter. So diuron can indirectly disturb bacterial
ommunities and, related to the key role played by these microor-
anisms in aquatic environments, subsequently alter the stability
f the ecosystem (Flum and Shannon, 1987; Perschbacher and
udwig, 2004). Although the toxicology, fate and chemistry of
henyl urea herbicide have been widely studied (El Fantroussi
t al., 1999; Prado and Airoldi, 2002), the only studies on its
ommunity effects concern soil ecosystems. Diuron has been
hown to have effects on soil bacterial community structure (El
antroussi et al., 1999) and decrease bacterial activity (Prado
nd Airoldi, 2002). There is little documented evidence on the
mpact of diuron on activity and diversity at bacterial commu-
ity level in aquatic ecosystems (Sumpono et al., 2003). Until
ecently, the bacterial communities were studied by conventional
ethods based on cultivation and subsequent measurements of
etabolic activities. Among microbial communities, all the cells
o not express the same sensitivities towards pollutants such as
iuron. The use of molecular approaches based on the separation
f ribosomal gene sequences directly amplified from community
NA on denaturing gel according to their melting properties
as TTGE method) allows to monitor the structural diversity of
icrobial communities (Muyzer, 1999).
The aim of our ecotoxicological approach was therefore to
ssess the impact of diuron on two biological communities,
he algal and bacterial ones. Toxicity assessment focused on
he diversity and activity of natural periphytic and planktonic
icroorganisms derived from a French stream, the Jauron River.
o understand and follow these effects step by step, a laboratory
icrocosm study was conducted for 21 days to reproduce a real-
stic single exposure to diuron (10g l−1) under fully controlled
onditions.treams (Blanchoud et al., 2004; Mitchell et al., 2005).
he remaining three microcosms were used as replicate
ontrols.
The six microcosms were installed on a permanent agita-
or plate in a climate room at a constant temperature of 14 ◦C
to reproduce the temperature measured in situ) with a 12-h
ight:12-h dark cycle (fluorescent tubes, Mazda Prestiflux, total
ight intensity about 4000 lx). The experiment was conducted for
1 days. For each parameter, samples were collected on days 0,
, 3, 6, 10, 14 and 21.
.2. Water quality parameters
Diuron concentration in the three contaminated microcosms
as measured at each sampling time by liquid chromatog-
aphy and mass spectrometry. Samples were analyzed by
irect injection (5l) using a C18 column (15 cm × 2.1 mm,
M particle diameter) with ammonium acetate (pH 6.5)
obile phase. A control was performed at the start of the
xperiment to check the absence of diuron in the river.
issolved oxygen (DO) and pH were measured in the morn-
ng at the start of the photoperiod using a WTW oxygen
eter (OXI96) and a Schott pH-meter (CG818), respec-
ively. Concentrations of N-NH4, N-NO3, N-NO2 and P-PO4
ere determined by spectrophotometric assays (Secoman
500) using Merck Spectroquant® test kits 1.14752.0001,
.14773.0001, 1.14776.0001 and 1.14842.0001, respectively.
issolved organic carbon (DOC) concentrations were measured
ith an integrated system including a Shimadzu TOC 5000 car-
on analyzer according to the protocol described by Fajon et al.
1999).
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2.3. Chlorophyll a levels and phytoplankton cell counts
Samples for photosynthetic pigment analyses (50 ml) were
filtered onto glass fiber filters (25-mm GF/F; Whatman) and
frozen at −80 ◦C. Chlorophyll a (Chl a) was extracted for
24 h with 90% acetone and measured by spectrophotome-
try according to the methods recommended by the SCOR-
UNESCO Working Group 17 (1966). For qualitative and quan-
titative analysis of phytoplankton, 30 ml samples were fixed
with Lugol’s iodine solution (2%, final concentration) and
cells were calculated with an inverted microscope using sed-
imentation chambers. Algal cells were identified to genus
level.
2.4. Bacterial abundance
Bacterial abundance was determined using epifluorescence
microscopy (Kepner and Pratt, 1994). Samples (2 ml) were fixed
with formaldehyde (2%, final concentration) and analyzed by
DAPI-staining according to the protocol previously described
by Sumpono et al. (2003).
2.5. Bacterial physiological activity
The most metabolically active bacteria were determined as
Table 1




ALF1b  subclass of
Proteobacteria
16S, 19–35 20 Manz et al. (1992)
BET42a  subclass of
Proteobacteria
23S, 1027–1043 35 Manz et al. (1992)
GAM42a  subclass of
Proteobacteria





16S, 319–336 35 Manz et al. (1996)
a E. coli numbering.
b Percentage of formamide (FA) in hybridization buffer.
2.7. Bacterial community structure
The global phylogenetic structure of the bacterial com-
munity was investigated by fluorescent in situ hybridiza-
tion (FISH) with oligonucleotide probes specific for detec-
tion of four major phylogenetic groups (Amann et al., 1995).
Samples (40 ml) were fixed overnight in paraformaldehyde
(3%, final concentration) and centrifuged (8500 × g, 4 ◦C) for
25 min. The resulting pellet was washed with 20 ml of ster-
ile PBS 1×, centrifuged (8500 × g, 4 ◦C) for 25 min, dried,
resuspended in 1 ml ethanol 70%/PBS 1× (v/v) and kept at
−20 ◦C until hybridization. Probes were used to detect bac-
teria of the -subdivision (ALF1b), -subdivision (BET42a)
and -subdivision (GAM42a) of Proteobacteria and of the
Cytophaga–Flavobacterium cluster (CF319a) due to the pre-
dominance of these groups in river waters (Kenzaka et al., 2001;
Klammer et al., 2002; Araya et al., 2003). Probe specificities,
hybridization conditions and references are given in Table 1. The
probes were fluorescently labeled with the indocarbocyanine dye
Cy3 (MWG-Biotech). Probes BET42a and GAM42a were used
with competitor probes as described previously (Manz et al.,
1992). An appropriate volume was filtered on a 0.22m poly-
carbonate filter (Millipore, GTTP). Hybridization and DAPI-
staining were performed as described by Araya et al. (2003).
Finally, filter sections were mounted on glass slides with Citi-










fthose able to reduce the tetrazolium salt 5-cyano-2,3-ditolyl
tetrazolium chloride (CTC) which is commonly used to detect
cells with an effective respiratory electron transport chain (Del
Giorgio et al., 1997). Samples (2 ml) were stained by incubation
with a CTC solution (Polysciences, 5 mM, final concentration)
at ambient temperature for 4 h and then fixed with formaldehyde
(2%, final concentration). Total bacteria were DAPI-stained as
described previously, and counted using a microscope (Olym-
pus BH2) equipped with adapted filter blocks (Rodriguez et al.,
1992).
2.6. Bacterial heterotrophic production
The heterotrophic production of the bacterial community was
estimated by the rate of incorporation of tritiated thymidine
(Bell, 1993). Methyl-[3H]thymidine (86 Ci mmol l−1, Amer-
sham) was added to the samples at a final concentration of 10 nM.
Sub-samples (10 ml) were incubated in duplicate at ambient
temperature in darkness. Two blanks were also processed and
immediately fixed with trichloroacetic acid (TCA; Sigma, 10%,
final concentration). After incubation for 1 h, the sub-samples
were fixed with TCA (10%, final concentration), filtered onto
0.22m pore-size cellulose ester membrane filters (Millipore
GS, 25 mm filter diameter) and washed on filters five times
with 2 ml of ice-cold 5% TCA and once with 5 ml of ethanol
70%. The filters were then placed in a 5 ml scintillation cock-
tail and screened for radioactivity using a liquid scintillation
counter (Beckman Coulter, LS6500). Thymidine incorporation
rates were converted into microbial production using a theoret-
ical conversion factor of 2 × 1018 cells produced per mole of
thymidine incorporated (Bell, 1993).pifluorescence microscope (1000× magnification) equipped
ith a filter for UV excitation (DAPI) and green excitation (Cy3).
.8. Bacterial community diversity
The genetic diversity of the bacterial community was deter-
ined by temporal temperature gradient gel electrophoresis
TTGE) of polymerase chain reaction (PCR) amplified 16S
RNA genes (Muyzer, 1999).
.8.1. DNA extraction and puriﬁcation
Genomic DNA was extracted following the method described
y Langenheder et al. (2003), with slight modifications. Sam-
les (40 ml) were immediately centrifuged (15,000 × g, 4 ◦C)
or 45 min and the resulting pellet was resuspended in 545l
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TE buffer (pH 8). Cells were lysed with lysozyme (Sigma,
2 mg ml−1, 30 min at 37 ◦C) and then mixed with sodium dode-
cyl sulfate (SDS, final concentration 0.5%) and proteinase K
(Sigma, final concentration 100g ml−1), and incubated for
1 h at 37 ◦C. Cell debris, proteins and humic substances were
removed by adding a solution of cetyltrimethylammonium bro-
mide (CTAB) and NaCl (1%, w/v, and 0.7 M, respectively) for
10 min at 65 ◦C. CTAB–protein/polysaccharide complexes were
extracted with 1 volume of CHCl3/isoamylalcohol (24:1) after
centrifugation (10,000 × g, 4 ◦C, 5 min). Nucleic acids were pre-
cipitated with ice-cold isopropanol, washed with 70% ethanol,
then dried and dissolved overnight in 50l of TE buffer (pH
8) at 4 ◦C. RNAs were eliminated by incubation with Rnase A
(Sigma, final concentration 100g ml−1) for 30 min at 37 ◦C.
Genomic DNA was precipitated by adding 0.1 volume sodium
acetate (3 M, pH 5.2) and 0.6 volume ice-cold isopropanol,
washed with 70% ethanol, dried, suspended in 50l TE buffer,
and stored at 4 ◦C.
2.8.2. PCR ampliﬁcation
A 16S rRNA gene fragment was amplified by PCR using the
primers (MWG-Biotech) GC-968f (5′-CGC CCG GGG CGC
GCC CCG GGC GGG GCG GGG GCA CGG GGG GAA CGC
GAA GAA CCT-3′) and 1401r (5′-CGG TGT GTA CAA GAC
CC-3′) to amplify the V6–V8 regions (Lay et al., 2004). The






























presence/absence and band weighting (band density) analysis,
a dendrogram was constructed using the DICE coefficient and
the unweighted pair group method using arithmetic averages
(UPGMA).
2.9. Statistical analysis
Statistical analysis of the effects of diuron on physico-
chemical and biological parameters was performed using a
two-way (diuron × time) analysis of variance (ANOVA) with
repeated measures (i.e. microcosms). Statistical significance was
set at p = 0.05 and analysis was computed using the Minitab
package.
3. Results
3.1. Diuron concentrations and physicochemical
parameters
As expected, no diuron was detected at the initial sampling
time in the riverine water used to inoculate the microcosms (data
not shown). The evolution of diuron concentrations in the treated
microcosms is shown in Table 2. The concentrations in the three
replicates were very similar (8.15 ± 0.15g l−1), slightly lower





























celting of amplicons during TTGE (Sheffield et al., 1989). The
CR mix (50l) contained 1× PCR buffer, 2.5 mM MgCl2,
00M of each dNTP, 20 pmol of each primer, 2.5 units of
otStart Taq DNA polymerase (Qiagen) and 5l of genomic
NA. The samples were amplified in a GeneAmp PCR system
400 thermocycler (Perkin-Elmer) using the following program:
5 ◦C for 15 min, 30 cycles at 97 ◦C for 1 min, 58 ◦C for 1 min
nd 72 ◦C for 90 s, and finally 72 ◦C for 15 min. PCR products
ere analyzed by electrophoresis on 0.8% agarose gel (w/v) con-
aining ethidium bromide. DNA was quantified by Fluorescence
ssay (DNA quantitation Kit—Sigma).
.8.3. Temporal temperature gradient gel electrophoresis
Electrophoresis was performed as previously described by
ay et al. (2004) using a Dcode Universal Mutation Detection
ystem (Bio-Rad). Three hundred nanograms of PCR products
as loaded on an 8% polyacrylamide gel (w/v) containing 7 M
rea, 1.25× Tris–acetate–EDTA (TAE), 0.06% TEMED and
.06% ammonium persulfate (w/v). Seven liters of 1.25× TAE
as used as electrophoresis buffer. At the beginning of elec-
rophoresis, the voltage was set at a constant 20 V for 15 min.
lectrophoresis was run for 17 h at 68 V with a temperature
anging from 66 to 69.7 ◦C and a ramp rate of 0.2 ◦C/h. The ref-
rence patterns consisted of a mixture of V6–V8-amplified 16S
DNA fragments of four bacterial strains (Alcaligenes faecalis,
lavobacterium aquatile, Kurthia zopﬁi and Stenotrophomonas
altophilia). After electrophoresis, the gels were stained in the
ark by immersion for 1 h in a Gel Star nucleic acid gel stain
ath (BMA) and digitized using a Versa DocTM Imaging Sys-
em (Bio-Rad). Image analysis of TTGE gels was performed
sing QUANTITY ONE-4.6 software (Bio-Rad). Based on band1 days, thus revealing a high persistence of the herbicide in the
ater.
Temporal changes of the different physicochemical param-
ters measured are illustrated in Fig. 1. pH values remained
lose to 8.50 in the treated microcosms and decreased slightly
rom day 10 (8.26 ± 0.05 on day 21) in the controls (p < 0.05)
Fig. 1A). Dissolved oxygen concentrations displayed a sim-
lar time course in treated and control microcosms. The con-
entrations peaked at day 6 (about 92% of saturation) and
ecreased during the second part of the experiment (Fig. 1B).
itrate concentrations were high (>3.4 mg N l−1) and showed
etween-replicate variation during the course of the exper-
ment, but there was no correlation with diuron exposure
Fig. 1C). Nitrite concentrations remained at a constant low level
0.10 ± 0.02 mg N l−1) in the control microcosms and increased
etween days 3 and 10 (0.20 ± 0.00 mg N l−1) in the treated
icrocosms (p < 0.01) (Fig. 1D). Initial ammonia levels were
lose to 0.06 mg N l−1 and dropped sharply after the third day,
ithout statistical difference between control and treated micro-
osms (Fig. 1E). Orthophosphate content fluctuated in all the
icrocosms during the first 10 days (0.11–0.26 mg l−1) and
ecreased slightly in the treated microcosms during the last week
f the experiment (0.05 ± 0.01 mg N l−1 on day 21). However,
here was no statistically significant difference for this parameter
able 2
volution of diuron concentrations in the three treated microcosms (g l−1)
eplicate no. Day 0 Day 1 Day 3 Day 6 Day 10 Day 14 Day 21
8.3 8.4 8.4 8.1 8.1 8.2 8.4
8.3 7.9 8.0 8.1 8 8.3 8.1
8.0 8.1 8.0 8.0 8.3 8.1 8.1
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Fig. 1. Evolution of pH values (A), dissolved oxygen (B), and N-NO3− (C), N-NO2− (D), N-NH4+ (E) and P-PO43− (F) concentrations in control (©) and treated
microcosms (). Data are presented as means ± S.D. calculated from the three replicate microcosms.
between control and treated microcosms. Throughout the course
of the experiment, dissolved organic carbon content (Fig. 2)
followed a parallel evolution in the six microcosms but was sig-
nificantly lower in control (2.74–7.44 mg l−1) than in treated
microcosms (6.07–11.65 mg l−1). During the three weeks of the
study, abiotic water conditions seemed favorable to microbial
communities in all the microcosms.
Fig. 2. Evolution of minimum dissolved organic carbon concentrations in con-
trol (©) and treated microcosms ().
3.2. Chlorophyll a concentrations and algal abundances
Fig. 3A shows the effects of diuron addition on Chl a con-
centrations. Two periods were clearly distinguished during the
experiment. During the first six days, Chl a concentrations were
close to the detection threshold and below 9g l−1 in all the
microcosms, despite the high nutrient contents. After the sixth
day, Chl a concentrations increased sharply in control micro-
cosms (254.5 ± 48.2g l−1 on day 14), whereas they remained
low in the treated microcosms for the duration of the experiment.
Chl a concentrations were thus significantly lower in commu-
nities exposed to diuron than in controls on days 10, 14 and 21
(p < 0.001). An increase of Chl a contents was, however, noticed
in the diuron exposure microcosms at the final sampling time
(71.0 ± 10.3g Chl a l−1 on day 21).
As expected from the changes in Chl a concentrations, algal
density increased strongly from day 6 in the control microcosms,
with high variability between replicates (Fig. 3B). The peak
value was recorded in the second control microcosm on day
10 (>6500 cells ml−1). In contrast, diuron exposure kept algal
density at a low level. In the treated microcosms, cell abun-
dances were slightly lower than the initial value in the subsequent
sample (555.5 ± 47.8 cells ml−1) and decreased throughout the
experiment until day 21 (90.1 ± 18.0 cells ml−1).
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Fig. 3. Average evolution (±S.D.) of chlorophyll a concentrations (A) and total algal abundance (B) in control (©) and treated () microcosms.
The diuron exposure clearly prevented the algal bloom
observed in controls, maintaining low Chl a concentrations and
small algal cells abundances throughout the duration of the
experiment.
3.3. Algal community structure
The initial algal community consisted of six major gen-
era stemming from the stream water column and from the
scrubbed stones (Fig. 4). The community was dominated by
pennate diatoms (Navicula, Nitzschia and Gomphonema), cen-
tric diatoms (Cyclotella) and Chlorophyceae (Scenedesmus and
Ankistrodesmus), which is consistent with common algal com-
position in streams (Dorigo et al., 2004; Leira and Sabater,
2005). Their initial relative abundances were about 74, 16 and
10%, respectively, with a predominance of the Navicula genus
(56.1 ± 1.3%). In the diuron exposure microcosms, the com-
munity structure remained relatively stable and homogeneous
between replicates throughout the experiment. Under diuron
exposure, the algal community consisted of four genera (Gom-
phonema, Navicula, Nitzschia and Scenedesmus) with a high
predominance of pennate diatoms (72–100%). In contrast, the
community structure presented high variability between the
three control replicates from the second week, as noted with




these microcosms during the last week. The Navicula species
were also well represented in controls throughout the experi-
ment (16–73% according to Cyclotella abundance) and were
always more abundant than in treated microcosms. From day 6,
three algal genera (Asterionella, Cyclotella and Oocystis) were
only present, either permanently or on a point-to-point basis,
within the control microcosms and were not able to develop
under diuron exposure. The herbicide thus affected algal com-
munity composition, and most of the genera identified were less
abundant in treated microcosms compared to the controls during
the 21 days of the experiment, despite similar nutritive condi-
tions.
3.4. Bacterial density and heterotrophic production
Initial bacterial density was about 6 × 106 cells ml−1
(Fig. 5A). From the start of the study, the contain-
ment effects coupled with favorable abiotic conditions
strongly stimulated bacterial productivity (Sanford et al.,
2001). Thus, during the first day, the incorporation rate of
[3H]thymidine increased seven-fold and production reached
about 25 × 104 cells ml−1 h−1 (Fig. 5B) in control and treated
microcosms. Between days 1 and 6, bacterial density and
heterotrophic bacterial production decreased and stabilized




C2 anyclotella species appeared in two control microcosms. This
enus was thus the most predominant in these microcosms at
ay 10 (62–68%) but this dominance persisted in only one of
Fig. 4. Evolution of algal community composition in control (C1,espectively. No difference was observed between control and
reated microcosms for these two parameters during the first six
ays.
d C3) and treated (T1, T2 and T3) microcosms from days 0 to 21.
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Fig. 5. Average evolution (±S.D.) of total bacteria (A) and bacterial production (B) in control (©) and treated () microcosms.
In controls, the algal bloom recorded from day 6 was corre-
lated with a recovery in bacterial productivity ([Chl a] correlated
with bacterial counts (r2 = 0.735, p < 0.001) and bacterial pro-
duction (r2 = 0.4125 p < 0.01)). In these microcosms, total bacte-
rial abundance and heterotrophic bacterial production increased
approximately 10-fold and 15-fold, respectively, and peaked on
day 14. Nevertheless, between days 14 and 21, bacterial produc-
tion declined, whereas bacterial densities stabilized in all three
control microcosms. In the treated microcosms, bacterial abun-
dance and production remained lower than 1.5 × 106 cells ml−1
and 8.0 × 104 cells ml−1 h−1, respectively, during the last two
weeks.
3.5. Bacterial physiological activity
Initial relative abundance of CTC-positive bacteria cells was
about 2% (Fig. 6). The fraction of CTC-positive bacteria seemed
to be favored by the experimental device independently of diuron
contamination, and increased until day 6 (8.4 ± 1.1%) before
returning to a level close to the initial threshold on day 10. In the
control microcosms, the fraction of CTC-positive bacteria cells
increased again on day 14 (6.8 ± 1.4%) and day 21 (9.4 ± 1.0%),
whereas it remained below 3% until the end of the experiment
in the treated microcosms.
Fig. 6. Average evolution (±S.D.) of percentage of CTC-positive bacteria in
control (©) and treated () microcosms.
3.6. Bacterial community structure
Fig. 7 shows the temporal changes of relative abundances
of the main subclasses of the bacterial groups. The propor-
tion of DAPI-stained cells which were hybridized with all
the four probes tested fluctuated between 28 and 57% (data
not shown). Characterization of the initial bacterial commu-
nity revealed that about 6.4% of the cells were detected by
F etic g
Cig. 7. Average evolution (±S.D.) of relative abundance of the main phylogen
F319a (D) in control (©) and treated () microcosms.roups determined by FISH using ALF1b (A), BET42a (B), GAM42a (C) and
310 S. Pesce et al. / Aquatic Toxicology 78 (2006) 303–314
Fig. 8. Average evolution of temporal temperature gradient gel electrophoresis
profiles for PCR-amplified 16S rDNA from the V6 to V8 regions in control (C)
and treated (T) microcosms at day 0 (0), 8 h (8H) and from day 1 (D1) to day
21 (D21).
a fluorescently labeled, rRNA-targeted oligonucleotide spe-
cific for the -Proteobacteria, compared to 11.0% for the -
Proteobacteria, 4.7% for the -Proteobacteria and 8.5% for
the Cytophaga–Flavobacterium cluster. The distribution of the
targeted groups remained relatively stable throughout the exper-
iment. The bacterial community structure determined by FISH
did not reveal a significant difference between control and
treated microcosms (p > 0.05). However, the fraction of -
Proteobacteria seemed to be slightly affected by the diuron
exposure during the second week of the experiment, especially
at day 14 (Fig. 7C), whereas the proportion of -Proteobacteria
was slightly higher in treated microcosms than in controls
(Fig. 7A).
3.7. Bacterial community diversity
We first tested the reproducibility of DNA extraction, PCR
amplification and TTGE separation of amplified fragments
between triplicates in the control and treated microcosms. Until
day 14, the replicates generated identical banding patterns, and
at day 21 only small variations were recorded between control
triplicates, whereas there was no difference between the three
treated microcosms (data not shown).
In order to analyze and compare the average changes of











Fig. 9. UPGMA cluster analysis of DICE distance matrix calculated from TTGE
banding patterns (based on presence/absence and band weighting).
the bacterial assemblages occurred according to several dis-
sociated periods. Until day 3, communities sampled in diuron
exposure and control microcosms were very similar (similar-
ity > 93%). During this period, two shifts in bacterial diversity
were recorded independently of diuron exposure, one during the
first 24 h, parallel to the stimulated bacterial productivity result-
ing from implementation of the microcosms, and the second
between days 1 and 3. At day 3, diversity profiles recorded in
control and treated microcosms were still very similar (similar-
ity = 93%).
From day 6, bacterial community diversity varied strongly
between control and treated microcosms. Between days 3 and 6,
it remained relatively stable in the treated microcosms (sim-
ilarity = 74%), whereas numerous changes were recorded in
the control microcosms (similarity = 64%). After day 6, only
few variations were recorded in the treated microcosms (simi-
larity > 78%), whereas bacterial community diversity was still
strongly changed in the controls, especially at the two last sam-
pling times (similarity = 53%).
4. Discussion
4.1. Contamination context












(NA extracted from replicates were pooled before PCR amplifi-
ation. TTGE profiles of the bacterial community compositions
ver time are shown in Fig. 8. TTGE analysis revealed 19–30
ands for each sample (averaging about 24) with a total of 43
eparately distinguishable bands. Similarity of patterns was cal-
ulated using the DICE coefficient with weighting of band inten-
ities to avoid loss of information when only presence–absence
ata are used (Muylaert et al., 2002). Unweighted pair group-
ng with mathematical averages was used for clustering (Fig. 9).
luster analysis indicated that changes in the composition ofhe impact of the phenylurea herbicide diuron (realistic pol-
ution, 10g l−1) on natural microbial communities collected
rom a potential diuron-receiving lotic system. In the three
reated microcosms, diuron concentrations remained close to
g l−1 (20% lower than theoretical value) throughout the
xperiment. This recurrent immediate decrease in experimen-
al studies has been already pointed out by several authors
Hartgers et al., 1998; Haynes et al., 2000; Sumpono et al.,
003) and it seems conceivable that it could be attributed to
ast trapping by molecular adsorption or absorption. The per-
istence of the herbicide suggests that neither transformation
biotic or abiotic), significant degradation (too short delay for
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induction of specific enzyme systems, according to ˇCetkauskaite´
et al., 1998) nor significant desorption or release of diuron took
place. The natural riverine microorganisms were thus exposed
to a constant and acute contamination during 21 days but the
effects of this herbicide were recorded only from day 6. The
herbicide prevented the implementation and development of
a productive system on and after the sixth day. The lapse
before the effects revealed themselves was probably due to the
properties of the initial ecosystem and microbial communities.
Indeed, several authors have reported that ecosystem structure
and community nutrient status can influence the final effects
of pesticide exposure, both in terms of impact magnitude and
recovery capacities following contamination (Barreiro Lozano
and Pratt, 1994; DeLorenzo et al., 2001; Wendt-Rasch et al.,
2004).
4.2. Properties of initial ecosystem and microbial
communities
The initial river water used was characterized by high
concentrations of phosphates (>0.1 mg P l−1) and inorganic
nitrogen compounds (>3.7 mg N l−1) and could be considered
as a mesotrophic–eutrophic boundary according to Dodds
et al. (1998). However, initial chlorophyll a contents and
bacterial densities were slightly lower than those generally
4.4. Herbicide effects on the microbial communities from
the sixth day
4.4.1. Untreated microcosms
During the second week, an intense algal bloom, favored by
the high nutrient levels, moderate temperature (14 ◦C), mixing
regimen (Pinhassi et al., 2004) and microcosm size (Sanford et
al., 2001), was observed in the three uncontaminated micro-
cosms only. The delay before this bloom can be compared
with patterns observed in nutrient-enriched microcosm studies
(Smith et al., 1995; Fajon et al., 1999; Riemann et al., 2000;
Pinhassi et al., 2004) or following the disturbance of zooplankton
populations and reduction of grazing pressure after contam-
ination of aquatic ecosystems by insecticides (Caquet et al.,
1992; Barry and Logan, 1998). Among phytoplanktonic commu-
nity, Cyclotella species seemed to be particularly well adapted,
becoming widely predominant in two of the three control micro-
cosms. The opportunist character of the Cyclotella species has
been already underlined by Van den Brink et al. (2000).
Bacterial production and density were positively correlated
with phytoplankton biomass as underlined by numerous authors
(Bird and Kalff, 1984; White et al., 1991; Smith et al., 1995;
Castillo et al., 2004; Pinhassi et al., 2004), especially under high-
nutrient conditions (Muylaert et al., 2002). At days 14 and 21,
the fraction of CTC-active bacteria was also stimulated. Our





























Sfound in streams with similar nutrient availability and climatic
conditions (Dodds et al., 1998; Liu and Leff, 2002; Dorigo et
al., 2004). These limited total microbial densities associated
with low rates of CTC-positive bacteria reflect a physiological
decline within the communities. Numerous environmental
factors (pollution, natural environmental stress, grazing pres-
sure, etc.) could lead to damages to microbial communities in
the stream, but we did not identify a source of these possible
disturbances.
Nevertheless, immediately after the microcosms were filled,
we recorded a sudden acceleration in heterotrophic production.
It seems to be a consequence of resources confinement and gains
in bacterial nutrient uptake, generally observed in microcosm
experiments (Brandt et al., 2004; Pinhassi et al., 2004). The par-
allel decrease in DOC concentrations is evidence of high carbon
utilization, almost certainly corresponding to a fraction directly
available for utilization by heterotrophic microorganisms (Eiler
et al., 2003). However, this bacterial stimulation was only tran-
sient, and heterotrophic bacterial production dropped after the
first 24 h.
4.3. No microbial response to herbicide addition during the
ﬁrst six days
Between days 1 and 6, a latency phase characterized by low
activity was observed in both algal and bacterial communities
in all the microcosms, despite favorable abiotic conditions. This
period almost certainly reflects the time required by the microor-
ganisms to acclimatize to the experimental conditions. During
this stabilization period, the impact of diuron on the communi-
ties was either limited or barely perceptible.o the high activity rate of the phytoplankton-associated bac-
eria (data not shown) as it was previously shown by Sherr et
l. (2002) and Smith et al. (1995), especially after a diatom
loom (Riemann et al., 2000). Bacterial development was asso-
iated with shifts in community composition. The FISH method
nly highlighted a significant increase in the percentage of
-Proteobacteria between days 10 and 14. Diversity analysis
evealed significant modifications in the bacterioplankton during
he algal bloom, including appearance, disappearance or changes
n the relative abundance (i.e. band intensity) of phylotypes in
he TTGE patterns. These changes recorded after day 6 were
ertainly linked to changes in algal community composition
Pinhassi et al., 2004) and consequently modifications in sources
f available detritus (Van Hannen et al., 1999). The reduction of
eterotrophic activity during the last week, probably in connec-
ion with the decrease in orthophosphate concentrations (Brett
t al., 1999; Fajon et al., 1999), stabilized the bacterial density.
.4.2. Diuron exposure microcosms
Diuron is ranked as one of the most toxic phenylureas
or algae (Arrhenius et al., 2004; Backhaus et al., 2004). In
quaculture pond mesocosms, this pollutant led to a drop in
issolved oxygen concentrations (Flum and Shannon, 1987;
artgers et al., 1998; Sumpono et al., 2003). Molander and
lanck (1992) showed that diuron inhibited the photosynthesis
f a marine periphyton community at a concentration of 3.2 nM
0.736g l−1), which is approximately 11-fold lower than the
oncentrations measured in our microcosms. In our study, the
ntoxication level, which is representative of several pollution
hresholds recorded in natural environments (Nitschke and
chu¨ssler, 1998; Thurman et al., 2000; Mitchell et al., 2005),
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clearly inhibited algal development within the microcosms
(very low algal density and chlorophyll a content) but had no
effect on dissolved oxygen levels. The preservation of a high
oxygenation level (>70% of saturation) was certainly favored
by the agitation mode used in our experimental design. Diuron
inhibited the reproduction of Asterionella and Oocystis but the
strongest impact was recorded on Cyclotella, leading to their
total disappearance, whereas they bloomed in the control micro-
cosms. This result conflicts with the results reported by Hartgers
et al. (1998). The increase in Cyclotella abundance recorded in
their microcosms treated with a mixture of herbicides (atrazine,
diuron and metolachlor) was explained by indirect effects
(release of nutrients and/or reduction of competition after the
decay of sensitive species). In our study, direct toxic effects of
diuron seem to be higher than these possible indirect potential
positive effects following the exposure to diuron. This direct
inhibition on primary producers generated an indirect negative
effect on bacterial community. Indeed, heterotrophic production
remained low, due to the persistence of weak algal productivity.
By preventing algal cellular reproduction and consequently
community growth, diuron indirectly limited the release of
dissolved organic substances by phytoplankton, which is an
important source of high quality carbon for bacteria (Baines
and Pace, 1991; Raymond and Bauer, 2001) and the renewal
of bacterial activity. However, an increase in bacterial activity






























observations, diuron application could have a strong impact on
weak microbial communities in natural ecosystems subjected
to similar contamination levels. It concerns essentially small-
ordered streams or rivers located on edge of agricultural fields
or urban areas which are likely to be strongly affected by diuron
runoff, especially after high rainfall events. Moreover, in natural
polluted streams, aquatic microorganisms are not only exposed
to individual pesticides but also pesticide mixtures, confronting
them with numerous environmental pressures (predators, cli-
matic and nutrient conditions). The frequency of pollution events
that can affect the community or on the contrary lead to tolerance
induction is doubtless also a determining factor in commu-
nity responses following pollutant exposure. According to the
ecological functions of microorganisms, it could then lead to
indirect effects on higher trophic levels organisms and therefore
on the whole ecosystem.
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Bt al. (1999) and was explained by a decrease in nutrient
ompetition from phototrophs. Given the high nutrient levels
n our microcosms, resource competition did not represent
limiting factor for microbial growth. The introduction of
iuron has not led directly and/or indirectly to strong changes
n bacterioplankton structure and diversity. The distribution of
he four main phylogenetic bacterial groups remained relatively
onstant and TTGE patterns presented a similarity higher than
8% throughout the experiment. Some of bands which were
aintained or appeared only in the diuron exposure microcosms
ould correspond to bacterial species that are either adapted or
esistant to novel environmental conditions following diuron
xposure. Sequencing of these bands may contain important
hylogenic information in relation to environmental changes,
nd is under investigation at our laboratory.
Our results showed that natural microbial communities char-
cterized initially by low level of activity maintained this low
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Effets de pesticides sur l’activité et la diversité des communautés 
microbiennes d’un milieu lotique récepteur. 
Etudes in situ et expérimentales 
 
RESUME :  Les effets de pesticides sur les communautés algales et bactériennes d’un cours 
d’eau ont été appréciés en couplant des approches in situ, menée au cours de deux années, à 
des approches expérimentales en microcosmes, réalisées avec le diuron et le glyphosate (10 
µg l-1). La prédominance des herbicides affecte la biomasse et la diversité algale et induit une 
sélection prononcée dans la rivière où quatre genres majoritaires sont recensés. La sensibilité 
des communautés algales à un même pesticide varie suivant leur état physiologique et leur 
composition taxonomique. L’impact des herbicides sur le compartiment bactérien au niveau 
quantitatif (sur la densité, la production hétérotrophe et l’activité respiratoire) et qualitatif 
(diversité génétique), est majoritairement induit par des effets indirects. Il est plus perceptible 
dans les dispositifs expérimentaux où les bactéries ne peuvent bénéficier d’apports organiques 
allochtones et sont fortement tributaires de la production algale.  
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Effects of pesticides on microbial activity and diversity in a 
polluted lotic system. 
 In situ and experimental studies 
 
ABSTRACT : The effects of pesticides on natural algal and bacterial communities from a 
French stream were investigated using an in situ approach, followed over two years, and using 
microcosms studies realized with the herbicides diuron and glyphosate (10 µg l-1). The 
predominance of herbicides in the stream affects algal biomass and diversity and leads to a 
selection of four major genus. Algal communities sensitivity to a particular pesticide varies 
according to physiological state and taxonomic composition. The quantitative (i.e. cellular 
density, heterotrophic production and activity) and qualitative (i.e. genetic diversity) impact 
of herbicides on bacterial communities is principally due to indirect effects. This impact is 
more pronounced in microcosms where bacteria are more dependent on algal production in 
experimental systems due to the lack of allochthonous organic inputs . 
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ecotoxicology, lotic systems, pesticides, in situ approach, microcosms, microbial 
communities, algae, bacteria, molecular ecology 
